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1. INTRODUCCIÓN 

1.1. JUSTIFICACIÓN DEL TRABAJO 

Introducción 
La biomasa vegetal contiene celulosa que representa una extraordinaria fuente de 
riqueza potencial, dependiente únicamente del desarrollo de la tecnología necesaria para 
su utilización de forma económicamente rentable. Teniendo en cuenta que el valor anual 
medio de la energía solar incidente en la Tierra es de 3,67.12^^ KJ, y estimando una efi­
ciencia del proceso de fotosíntesis del 0,07%, puede calcularse que la producción anual 
de biomasa primaria es del orden de 1,8.10^^  Tm. Si asumimos que el 40% de esta canti­
dad es celulosa, podrá concluirse que este polisacárido tiene un enorme potencial desde 
el punto de vista de obtención de energía. 
Se han utilizado métodos muy variados para reciclar los sustratos lignocelulósi-
cos. Se ha aprovechado su potencial energético para obtener energía directa o indirecta­
mente mediante combustión, pirólisis, gasificación, etc., para obtener productos de apli­
cación en distintos campos industriales (etanol, ácido acético, azúcares, etc.) o para in­
crementar de la fertilidad del suelo mediante aporte cíclico de elementos nutritivos. De 
hecho, los azúcares fermentables, que potencialmente pueden extraerse de los residuos 
lignocelulósicos, tienen numerosas aplicaciones biotecnológicas. La glucosa obtenida a 
partir de estos materiales puede utilizarse como edulcorante, como fíjente de energía 
para la producción de proteína unicelular (SCP) o para transformarse en otros productos 
químicos valiosos, como por ejemplo el etanol (Trevan et ai, 1990). 
Evidentemente, para aprovechar los azúcares fermentables que contiene la celulo­
sa, es necesario hidrolizarla previamente. La hidrólisis enzimática supone habitualmente 
el uso de biocatalizadores celulolíticos (celulasas) de origen microbiano. Según Dale 
(1980) es posible el crecimiento de un microorganismo en un medio de cultivo que con­
tenga un sustrato específico como fiíente exclusiva de carbono, para provocar la induc­
ción del enzima necesario para degradar dicho sustrato. De esta forma, el enzima induci­
do puede aislarse y la tecnología enzimática se encargaría posteriormente de su manipu­
lación en biorreactores apropiados para aplicaciones concretas (Pérez-Mateos, 1989). 
Los complejos enzimáticos inducibles están constituidos, fundamentalmente, por 
tres tipos de enzimas hidrolíticos: endo-glucanasas, exo-glucanasas y |3-glucosidasas, 
capaces de hidrolizar los enlaces (3-1,4-glucano de las cadenas de celulosa y de sus pro-
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ductos de degradación para rendir glucosa como producto final (Bruchmann, 1980). Las 
celuiasas más utilizadas proceden del hongo celulolítico Trichoderma reesei. Sin embar­
go, en las preparaciones enzimáticas de T. reesei la concentración de P-glucosidasa es 
menor que la se necesita para eliminar la inhibición por celobiosa que sufren las endo- y 
exo-glucanasas (Vallander y Eriksson, 1990). Por tanto, para alcanzar unos niveles ade­
cuados de sacarificación es necesario suplementar los biorreactores con P-glucosidasa 
exógena (p.e. de Aspergíllus niger), lo cual supone un incremento del coste del proceso. 
Precisamente, uno de los aspectos fundamentales que permite que un proceso 
biotecnológico sea rentable económicamente es la aplicación de biocatalizadores inmovi­
lizados, que suelen ser más estables y posibilitan su recuperación y reutilización (Gacesa 
y Hubbe, 1990; Pérez-Mateos eí al., 1990). Según Trevan (1980), la inmovilización de 
un enzima implica su retención en una fase diferenciada que, aún estando separada, man­
tiene un intercambio con la fase general donde se encuentran dispersas y controladas las 
moléculas de sustrato, efectores e inhibidores. En cualquier caso, la inmovilización de un 
enzima provoca cambios en su medio ambiente y por tanto provoca cambios en sus pro­
piedades específicas. El tipo y la magnitud de estos cambios dependerá del enzima y del 
método de inmovilización utilizado. 
Adicionalmente, existen una serie de obstáculos naturales que dificultan la hidró­
lisis de la celulosa contenida en los residuos vegetales, como, por ejemplo, la presencia 
de lignina o las propias características estructurales de la celulosa (superficie específica y 
cristalinidad). Debido a estas dificultades, el proceso hidrolítico suele ser lento, por lo 
que los sustratos lignocelulósicos deben ser pretratados para hacerlos más susceptibles a 
la acción de los enzimas celulolíticos. 
Este trabajo de Tesis Doctoral, centrado en la investigación relacionada con el 
aprovechamiento de materiales lignocelulósicos, está orientado al estudio de diferentes 
técnicas de inmovilización de P-glucosidasa con objeto de incrementar su estabiHdad y 
posibilitar su reutilización. Adicionalmente, pretende la optimización de las condiciones 
de operación de biorreactores que trabajan en la hidrólisis de celulosas y paja de cereal, 
así como la utilización de p-glucosidasa inmovilizada en la degradación acelerada de 
r ^ y , ^,,^ , . , , y ^ . . , • , „ . _ , . . , , . , , , , . , . , „ , , , ^ , ; . ; . - , . .J<.Í; . ; , ; v * R Í > 
Introducción 
materiales lignocelulósicos. Todo ello como una vía más adecuada para un descenso del 
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Introducción 
Las hipótesis planteadas en este trabajo han sido los siguientes: 
1.- La P-glucosidasa es un enzima limitante del proceso de degradación de los materiales 
lignocelulósicos. 
2.- La P-glucosidasa y las celulasas intervinientes en el proceso de hidrólisis de celulosas 
pueden estabilizarse y reutilizarse mediante diversas técnicas de inmovilización. 
3.- La degradación enzimática de los materiales lignocelulósicos puede acelerarse me­
diante el uso de enzimas inmovilizados. 
4.- La celulosa soluble CMC, amorfa CMN-300 y microgranular C64i3 pueden degradar­
se aceleradamente mediante la aplicación de carboximetilcelulasa {T. reesei) y P-
glucosidasa {A. niger) inmovilizadas. 
5.- La paja, y otros residuos agrícolas y forestales, pueden degradarse aceleradamente 
mediante la aplicación de carboximetilcelulasa (7! reesei) y P-glucosidasa {A. niger) 
inmovilizadas. 
6.- La paja, y otros residuos agrícolas y forestales, pueden degradarse más fácilmente si 
se tratan químicamente, previamente a la hidrólisis enzimática. 
Con objeto de comprobar estas hipótesis, se propusieron los objetivos detallados 








Los objetivos planteados en este trabajo han sido los siguientes: 
1.- Estudiar diferentes métodos de inmovilización de P-giucosidasa exocelular con obje-
to de determinar las mejores condiciones experimentales. 
2.- Caracterizar la p-glucosidasa inmovilizada en relación a su contrapartida soluble. 
3.- Estudiar comparativamente diversos procesos de pretratamiento de paja de trigo, 
con objeto de facilitar su hidrólisis enzimática. 
4.- Optimizar las condiciones de operación en la hidrólisis de celulosa soluble (CMC), 
amorfa (CMN-300) y microgranular (C6413), aplicando carboximetilcelulasa (T. ree-
sei) y p-glucosidasa (A. niger) libres e inmovilizadas. 
5.- Optimizar las condiciones de operación en la degradación acelerada de paja de trigo 
nativa y pretratada, aplicando carboximetilcelulasa {T. reeseí) y P-glucosidasa (A. 
niger) libres e inmovilizadas. 
6.- Estudiar la aplicación de P-glucosidasa inmovilizada en la hidrólisis de celulosas 
comerciales y paja de trigo. 




1.3. PLAN EXPERIMENTAL 

Introducción 
La realización de este trabajo se llevó a cabo se acuerdo con el siguiente protoco­
lo experimental: 
1. Inmovilización de 3-glucosidasa inducida en cultivos á^A. niger. 
1.1. Inmovilización de P-glucosidasa por atrapamiento en geles. 
1.1.1. Inmovilización en geles de alginato de calcio. 
1.1.1.1. Efecto de la concentración de alginato de sodio (1, 2 y 3%) y de 
CaCb (0,05; 0,10 y 0,20 M). 
1.1.1.2. Influencia del tiempo de agitación. 
1.1.2. Inmovilización en geles de poliacrilamida. 
1.1.2.1. Efecto de la concentración de acrilamida (5, 10, 15, 20 y 25%) y 
de bisacrilamida (0,4; 0,8; 1,2; 1,6 y 2,0%). 
1.1.2.2. Influencia de la presencia de agentes protectores: ditiotreitol y ce-
lobiosa. 
1.1.2.3. Influencia de la concentración de enzima. 
1.2. Inmovilización de P-glucosidasa por asociación a humatos edáficos. 
1.2.1. Efecto de la proporción humatos/enzima (0,5/1; 1/1; 2/1 y 5/1). 
1.2.2. Influencia de la temperatura de tratamiento (4, 30 y 45°C) y del tiempo de 
tratamiento. 
1.2.3. Inmovilización por asociación a humatos edáficos a través de glutaraldehí-
do. 
1.2.3.1. Efecto de la concentración del reactivo bifijncional (1; 2,5 y 5%)). 
1.2.3.2. Efecto de la proporción humatos/enzima (0,5/1; 1/1; 2/1 y 5/1). 
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tiempo de tratamiento. 
1.2.3.4. Estudio de la estabilidad térmica del enzima libre y del enzima in­




1.2.3.5. Estudio de la estabilidad operacional en medios edáficos del enzi­
ma libre e inmovilizado. 
1.3. Inmovilización de P-glucosidasa por copolimerización fenólica. 
1.3.1. Estudio de la estabilidad térmica. 
1.3.1.1. Efecto del pretratamiento térmico de 1 h a 30, 40, 50, 60, 70 y 
90°C, sobre el enzima libre y el copolimero P-glucosidasa/resorci-
nol. 
1.3.1.2. Vida media del enzima libre y del copolimero p-glucosi-
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1.3.2. Estudio de la estabilidad operacional en medios edáficos del enzima libre y 
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3. Degradación enzimática de materiales lignocelulósicos. 
3.1. Estudio de diferentes métodos de pretratamiento de paja de trigo. 
3.1.1. Utilización de H2O2 en medio básico. 
3.1.2. Utilización de butilamina. 
3.1.3. Utilización de NaOH. 
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3.4. Estudio comparativo de las condiciones experimentales de hidróUsis con enzimas 
libres e inmovilizados, de los seis sustratos estudiados. 
3.4.1. Aplicación al biorreactor de CMCasa libre y p-glucosidasa Hbre. 
3.4.2. Aplicación de CMCasa libre y p-glucosidasa inmovilizada en geles de algi-
nato de calcio. 
3.4.3. Aplicación de CMCasa Ubre y P-glucosidasa inmovilizada en geles de po-
liacrilamida. 
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2.1.1. COMPOSICIÓN Y ESTRUCTURA DE LOS MATERIALES 
LIGNOCELULÓSICOS 
La celulosa es el principal componente de los materiales lignocelulósicos que 
constituyen el material de soporte de los tejidos vegetales. Los componentes de la mate-
ria lignocelulósica pueden clasificarse en tres grupos principales: polisacáridos, ligninas y 
otros componentes o sustancias extrañas. 
2.1.1.1. POLISACÁRIDOS 
Los componentes polisacáridos constan de carbohidratos de alto peso molecular 
(principalmente celulosa y hemicelulosa) que suponen del 60 al 80% del total de los ma-
teriales lignocelulósicos. La Tabla 2.1 presenta un análisis de los constituyentes mayori-
tarios de residuos agrícolas y forestales. Se muestra en estos datos que los residuos vege-
tales de las cosechas tienen un contenido medio en celulosa y lignina inferior al que pre-
sentan los residuos forestales. Por otra parte, la cantidad media de hemicelulosa es supe-
rior en los residuos agrícolas con respecto a los forestales. 
Tabla 2.1. Composición química de los materiales lignocelulósicos (% peso) 
Constituyentes Residuos agrícolas" Residuos forestales'' 
Celulosa 30-45 45-56 
Hemicelulosa 16-27 10 - 25 
Lignina 3-13 18-30 
Proteínas (N x 6,25) 3,6-7,2 n.d.= 
"Fuente: Sloneker. (1976) 
"Fuente: Wenzel,( 1970) 
*n.d.: no detenninado 
La paja presenta un contenido en celulosa más bajo que la madera pero, a pesar 
de ello, su fracción total de carbohidratos (holocelulosa) es aproximadamente igual a la 
de madera. Esto es debido a que, en comparación con la madera, contiene mayor canti-
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dad de hemicelulosa que de lignina. Por otra parte, el contenido en cenizas es mayor en 
la paja que en la madera (Lázaro, 1991). 
2.1.1.1.1. CELULOSAS 
La celulosa existente en cada capa de la pared vegetal se presenta en haces del-
gados (con un diámetro de 35 A) formados por largas cadenas de residuos de p-D-
glucosa unidos mediante enlaces glucosídicos l->4, denominadas^/¿raj elementales. La 
longitud de una molécula de celulosa constituyente de estas fibras elementales varía des-
de menos de 15 residuos de P-D-glucopiranósidos (y-celulosas), hasta 10.000 - 14.000 
residuos (a-celulosas). La longitud de una molécula de celulosa puede determinarse me-
diante el denominado grado de polimerización (DP) que mide el número de residuos de 
glucosa. En cada fibrilla elemental, las moléculas de celulosa están unidas lateralmente 
mediante puentes de hidrógeno con las moléculas adyacentes. Estas asociaciones permi-
ten diferentes grados de paralelismo: unas regiones contienen moléculas altamente 
orientadas (llamadas "celulosas cristalinas"), mientras que otras tienen moléculas con 
una menor orientación (denominadas "celulosas paracristalinas" o "amorfas. La agru-
pación de un cierto número de fibras elementales forman una microfibra de 100 A de an-
cho y 50 A de espesor, mientras que la zona del núcleo (donde existe una mayor orien-
tación) suele estar rodeada por una vaina de celulosa amorfa y por cadenas de moléculas 
no celulósicas (Preston y Cronshaw, 1958). 
Un conjunto de microfibras unidas lateralmente forma una macrofibra. Las mi-
crofibras y las macrofibras están orientadas de forma diferente en cada capa de la pared 
secundaria para dar mayor fuerza estructural a la pared vegetal. Las microfibras se hayan 
recubiertas por hemicelulosas y presentan incrustaciones de lignina. Los interespacios de 
las paredes celulares también están rellenos de hemicelulosa y lignina. Las hemicelulosas 
se encuentran unidas mediante enlaces covalentes a las ligninas (Jeffries, 1990). Con todo 
lo expuesto, resulta evidente que la celulosa de las paredes vegetales está muy protegida 
frente a la degradación biológica, no sólo por su estructuración específica sino también 




Las hemicelulosas son polisacáridos de bajo peso molecular, formados fundamen-
talmente por residuos D-xilosa, D-manosa, D-galactosa, D-glucosa, L-arabinosa, ácido 
0-metil-D-glucurónico, ácido D-galacturónico o ácido D-glucurónico y, menos frecuen-
temente, por L-ramnosa, L-ñicosa y diversos azúcares metilados neutros. Son fácilmente 
hidrolizables en medio alcalino y en medio ácido se degradan más rápidamente que las 
celulosas. Aunque las hemicelulosas se consideran generalmente polisacáridos estructura-
les, es conveniente añadir que aparecen junto a otros polímeros vegetales (como los ara-
binogalactanos), que presentan otras funciones diferentes a las meramente estructurales. 
Los xilanos y los mananos son los polisacáridos que más predominan en las hemi-
celulosas de las maderas duras y blandas, respectivamente. 
Los xilanos (O-acetil-4-D-metilglucurono-xilano) están formados por aproxima-
damente 200 residuos de p-D-xilopiranosa, unidos entre sí mediante enlaces glucosídicos 
l->4. Algunas de estas unidades de xilosa llevan una cadena terminal simple formada por 
residuos de ácido 4-0-metil-a-D-glucurónico, unido directamente al carbono 2 de la xi-
losa. Entre cada siete o diez residuos de xilosa aparece un grupo O-acetilo unido al C-2 
o más frecuentemente al C-3 (Timell, 1967). 
Los mananos (galactoglucomananos) están formados por residuos p-D-
glucopiranósidos y p-D-manopiranósidos unidos entre sí por enlaces l-*4 y distribuidos 
de forma aleatoria. Alguna de estas unidades de hexosas lleva un residuo terminal de D-
galactopiranósido unido a un C-6. Es probable que todos los galactomananos estén aceti-
lados en su estado nativo. Los grupos acetilo se encuentran unidos a residuos de mañosa 
(Timell, 1967). 
2.1.1.2. LIGNINAS 
Las ligninas son el tercer componente mayoritario de los materiales lignocelulósi-
cos, constituyendo de un 20 a un 30% del total en la mayoría de las maderas, y de un 5 a 
un 15% del total en los residuos agrícolas de las cosechas (Kirk, 1988). Las ligninas se 
encuentran concentradas principalmente en los espacios que quedan entre las paredes de 
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células adyacentes (lámela media) y en la capa S2 de las paredes vegetales donde se de-
positan durante el proceso de lignificación de los tejidos de las plantas. 
La lignina es un polímero amorfo tridimensional compuesto por tres tipos de uni-
dades de fenilpropanoico (coniferol, alcohol sinapílico y alcohol p-cumárico) (Crawford, 
1978). Todos los monómeros de las moléculas de lignina no se encuentran unidos de la 
misma forma: algunos están implicados en varios enlaces, mientras que otros únicamente 
en uno o dos. Además, las uniones intermonoméricas se establecen en diferentes posicio-
nes a través de enlaces C-C o enlaces éter C-0 (que en ocasiones son enlaces éster). Los 
anillos aromáticos suelen estar sustituidos con uno o dos grupos metoxi, y las uniones 
entre unidades carecen de estereoregularidad (Sarkarsen y Ludwig, 1971). Las ligninas 
son muy heterogéneas y contienen ramas de polímeros de estructura y tamaño indefinido 
con un peso molecular que varía desde pocos miles hasta más de un millón de Daltons 
(Bisaría, 1991). 
Las hgninas de las paredes celulares, no sólo se encuentran incrustadas en las mi-
crofibras de celulosa, sino que también aparecen unidas física y químicamente a hemicelu-
losas (Azuma y Koshijima, 1988). Por ello, las ligninas forman una barrera física que 
impide la penetración de celulasas y hemicelulasas (Koshijima et al., 1989). 
2.L1.3. COMPONENTES EXTRAÑOS 
Se denominan componentes extraños a los materiales que no constituyen las pa-
redes celulares. Estos componentes consisten en una amplia variedad de productos quí-
micos que en fianción de su solubilidad en agua y en disolventes orgánicos neutros pue-
den agruparse en productos extraíbles y no extraíbles. Los "extractos" pueden a su vez 
dividirse en tres grupos: terpenos, resinas y fenoles. Los terpenos son polímeros deriva-
dos del isopreno. Las resinas incluyen una gran variedad de componentes no volátiles 
como grasas, ácidos grasos, alcoholes, fítoesteroles y otros compuestos. Los fenoles 
constan de un gran número de compuestos que aún no se han estudiado sufícientemente, 
entre ellos los más importantes son los taninos, fenoles ("el corazón de la madera") y 
otras sustancias afínes. Además, entre ellos se encuentran carbohidratos de bajo peso 
molecular, alcaloides y lignina. 
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Los productos no extraíbles de los componentes extraños consisten principalmen-
te en compuestos inorgánicos (como, p.e. sales minerales). Los componentes dominantes 
son carbonatos alcalinos y alcalinotérreos y oxalatos. En la paja, por ejemplo, abunda la 
sílice que se deposita en firma de cristales, además de otras sustancias que aparecen en 
pequeñas cantidades (tales como almidón, pectinas y proteínas). 
A pesar de que aparecen en pequeñas cantidades, los materiales extraños son muy 
importantes puesto que hacen que la celulosa sea resistente al ataque de los insectos y, 
desde el punto de vista industrial, inhiben el blanqueado y el pulpeado. 
2,LL4. ESTRUCTURA DE LOS MATERL^LES LIGNOCELULÓSICOS 
En relación con la estructura de los materiales lignocelulósicos, la Fig. 2.1 mues-
tra esquemáticamente la correspondiente a la pared celular de la madera. En ella puede 
observarse que los materiales lignocelulósicos se encuentran formando parte de las pare-
des vegetales, presentando una fina capa primaria que envuelve a una pared secundaria 
relativamente más gruesa. 
La pared primaria de los tejidos leñosos tiene un espesor de 0,1 a 0,2 |im y con-
tiene una organización aleatoria y libre de redes de microfibras de celulosa. La capa más 
externa de la pared secundaria (S^) tiene una estructura fíbrilar cruzada. En la capa S2, la 
principal porción de la pared secundaria (de 1 a 5 |im de espesor) está constituida por 
microfibras orientadas casi paralelamente al eje del lumen. En la capa S3, las microfibras 
forman una hélice plana con zonas interiores {^'warty layer") formadas por productos 
protoplasmáticos de desecho. La porción central vacía (llamada lumen) aparece como 
consecuencia de la desintegración del protoplasma producida por el envejecimiento de la 
planta. Las paredes primarias de células adyacentes están cementadas juntas mediante 
peptinas y ligninas, denominándose lámela media la porción que aparece entre dos célu-
las adyacentes (Chahal, 1991). 
En un esquema general, los elementos fibrilares que constan de celulosa, están 
enrollados en espirales, en torno a un "lumen" hueco, para dar a las fibras tenacidad y 
flexibilidad. Además, este cable es resistente a la humedad debido a la lignina y a las ce-
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ras que contiene, lo cual le confiere resistencia química. La hemicelulosa proporciona 
una intima interunión e incluso enlaces entre lignina y celulosa. La composición es per-
fecta: las cadenas de celulosa lineales son hidrófilas y confieren resistencia a la tensión, 
mientras la lignina amorfa o similares, que son hidrófobas, le dan resistencia química y 
protección frente al agua. 
Fibrillas de celulosa i^^  
Hemicelulosa 
Matriz de Ljgnina-Hemicelulosa 
Fig. 2.L Ilustración esquemática de la estructura de tejidos leñosos. S1-S3: paredes celulares se-
cundarias; P: pared primaria; M.L: membrana intermedia. (Kirk, 1988). 
La estructura de la pared celular de la paja de cereales se ha estudiado menos que 
la de madera. Comparándola con la de la madera, la paja es un material más heterogéneo. 
Las fibras de paja, que provienen de células e internodos principalmente, son bastante 
largas y delgadas con terminaciones puntiagudas. Sin embargo, además de estas fibras, la 
paja también contiene células cortas no fibrosas (como las células de la epidermis). 
Mientras que el 96% de las células de madera forman fibras, en la paja de cereal sólo el 
35-39% de las células forman estructuras fibrilares. 
Del simple examen de las características estructurales de la pared celular apare-
cen ya los dos obstáculos principales en la hidrólisis de la celulosa contenida en los ma-
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teriales lignocelulósicos: la envoltura de la lignina que rodea las fibras de celulosa y la 





2.1.2. MÉTODOS DE PRETRATAMIENTO 
La posibilidad de que los materiales celulósicos sean hidrolizados por vía enzi-
mática está determinada fundamentalmente por la accesibilidad de los enzimas celulolíti-
cos a dichos materiales (Tanaka et al., 1988). El contacto directo de las celulasas con sus 
sustratos es, obviamente, un requisito previo a la degradación enzimática (Kyriacou et 
al., 1989; Lee eí al.,, 1994). Por lo tanto, cualquier estructura que limite físicamente la 
accesibilidad de los enzimas hacia sus sustratos, supondrá un retardo de la acción catalí­
tica. Estas limitaciones han sido discutidas por Cowling (1975) y Fan et al., (1980). 
La cristalinidad de la celulosa y las incrustaciones de ligninas en las fibras de celu­
losa hacen que los materiales lignocelulósicos sean compuestos muy estables y resisten­
tes a la biodegradación, presentándose muy inaccesibles a los enzimas. Cualquier modifi­
cación de la estructura de la lignina que incremente la eficacia del ataque químico o en-
zimático es de interés desde el punto de vista industrial (Duran eí al., 1988). Por lo tan­
to, a menos que las ligninas sean despolimerizadas, solubilizadas o eliminadas, no será 
factible la fácil hidrólisis de celulosa y hemicelulosa en bioconversiones que permitan la 
obtención de productos de interés tecnológico. 
Aunque estudios recientes han demostrado que la cristalinidad no impide la hi­
drólisis total, es un inconveniente grave a la hidrólisis enzimática. Por ello, el tratamiento 
previo de estos materiales para permitir la despolimerización de las ligninas y el incre­
mento de la accesibilidad a los enzimas es necesario para su posterior transformación 
(Chahal, 1991). 
Hay otros factores, como el grado de polimerización (DP), el grado de sustitu­
ción de las cadenas celulósicas, el contenido en humedad, la madurez de la fibra o la 
asociación con otras sustancias, que también modifican la susceptibilidad del sustrato 
celulósico a la acción enzimática. 
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Los objetivos fundamentales de los pretratamientos, con objeto de modificar las 
características de estos materiales de modo que se incremente el rendimiento de la hidró-
lisis posterior, son los siguientes: 
• Reducir la cristalinidad de la celulosa. 
• Disociar el complejo lignina-celulosa. 
• Aumentar el área superficial de la fibra de celulosa. 
• Disminuir en la medida de lo posible la presencia de aquellas sustancias que 
dificulten el proceso. 
Un pretratamiento eficaz debería reunir, además, otras características tales como 
consumo pequeño de energía, costes de inversión y mantenimiento bajos, uso de reacti-
vos baratos y fácilmente recuperables y posibilidad de aplicación a diversos pretratamien-
tos (Ladish et ai, 1983). Por otra parte, debe tenerse en cuenta que determinados pro-
ductos, formados durante el pretratamiento, pueden inhibir bien el crecimiento de micro-
organismos celulolíticos (cuando los materiales lignocelulósicos pretratados se usan co-
mo fuente de carbono) o bien la actividad de los enzimas implicados. 
Se han ensayado pretratamientos muy diferentes y se han realizado varias revisio-
nes sobre este tema (Tarkow y Feist, 1969; Millett et al, 1976). De los muchos métodos 
de pretratamiento ensayados, se ha comprobado que unos son efectivos en la ruptura del 
complejo lignina-carbohidratos y otros en la ruptura de la estructura altamente ordenada 
de la propia celulosa. En cualquier caso, la función principal de estos tratamientos es 
abrir la estructura de los materiales lignocelulósicos para mejorar el acceso de los enzi-
mas celulolíticos. 
Los métodos de pretratamiento pueden clasificarse, según su naturaleza, en: físi-
cos, químicos y biológicos (Vallender y Eriksson, 1990). 
2.L2.1. PRETRATAMIENTOS FÍSICOS 
Los pretratamientos físicos pueden subdividir los materiales lignocelulósicos en 
partículas finas, más fácilmente susceptibles a la hidrólisis acida o enzimática, o bien 
pueden descomponer los sustratos lignocelulósicos al someterlos a fuerzas externas no 
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mecánicas. En este sentido, se consideran dos categorías generales de pretratamientos 
físicos: (1) mecánicos y (2) no mecánicos: 
1. Los pretratamientos mecánicos utilizan fuerzas cortantes e impactantes para 
producir un sustrato fino de bajo índice de cristalinidad y elevada superficie específica. 
Sin embargo, las ligninas permanecen asociadas y siguen actuando como barreras en la 
accesibilidad del enzima (Bisaría, 1991). Ejemplos representativos de estos tratamientos 
son el uso de molino de bolas, de dos rodillos, de martillo, coloidal, de energía vibracio-
nal, homogenizadores de extrusión, etc. (Mandéis et ai, 1974; Millett et ai, 1976). 
2. Entre los pretratamientos físicos no mecánicos puede incluirse el uso de irra-
diación, temperatura o vapor de agua. 
Debido a que la irradiación con electrones da lugar a una amplia despolimeriza-
ción de los materiales, se ha empleado para mejorar la digestibilidad de pajas y maderas 
sometidos a la acción de microorganismos procedentes de rumiantes (Millett et ai, 
1975). 
También es conocido que el proceso de pirólisis (tratamiento de los materiales a 
elevadas temperaturas) produce despolimerización, oxidación o deshidratación en los 
materiales lignocelulósicos. Ya en 1956, Sarkov y Dobush relataron que un simple calen-
tamiento de celulosa a 200°C (en queroseno o aire seco) producía una mejora en los 
rendimientos de la hidrólisis de estos materiales. En el otro extremo de la escala de tem-
peraturas, la congelación a -75°C de una suspensión acuosa de materiales celulósicos 
mejoraba su reactividad química. Por otra parte, la utilización de vapor de agua producía 
un incremento en el tamaño de los poros y una hidrólisis parcial de las hemicelulosas. 
2.1.2.2. PRETRATAMIENTOS QUÍMICOS 
Los pretratamientos químicos se han utilizado ampliamente para (i) eliminar la 
lignina que envuelve a la celulosa y para (ii) destruir la estructura cristalina de la celulosa. 
Si bien los pretratamientos químicos son normalmente efectivos, presentan in-
convenientes que no hay que ignorar. Ellos incluyen la utilización de equipos resistentes 
a la corrosión, lavado extensivo y eliminación de residuos químicos. 
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Los distintos productos químicos que suelen utilizarse en estos tratamientos, 
pueden englobarse en los grupos siguientes: 
1. Agentes hinchadores (NaOH, NH3): El tratamiento más común ha sido la utili­
zación de hidróxido sódico, que provoca un incremento del área superficial como conse­
cuencia de un hinchamiento y una ruptura de la estructura de la lignina. 
2. Ácidos diluidos (HCl, H2SO4, H3PO4): Los ácidos se han utilizado principal­
mente para la hidrólisis de la celulosa más que como pretratamiento. Este procedimiento 
produce también una parcial hidrólisis de las hemicelulosas. 
3. Agentes oxidantes (O3, H2O2): Estos agentes modifican la estructura de la celu­
losa, introduciéndose en ella y oxidándola posteriormente. Algunos oxidantes reaccionan 
tanto en las regiones amorfas como en las regiones cristalinas de la celulosa, mientras 
que otros oxidantes atacan sólo las regiones amorfas. Los agentes oxidantes también ata­
can las ligninas, rompiendo asociaciones entre los polímeros de carbohidrato y lignina, 
produciendo un residuo más fácilmente hidrolizable por las celulasas. 
4. Gases (SO?. NO2, CIO2): El pretratamiento con gases tiene la ventaja de facili­
tar la penetración uniforme del sustrato, proporcionando así un ataque más uniforme. 
Los gases son capaces de romper las uniones entre ligninas y el carbohidrato. Por otra 
parte, trabajar con gases es más pesado que trabajar con líquidos y la recuperación de los 
gases residuales causa más problemas que los residuos líquidos. 
5. Disolventes orgánicos (metanol, etanol, butanol, glicerol, dioxano, fenol, eti-
lenglicol en presencia de ácidos de Lewis como catalizadores): Estos pretratamientos su­
ponen el uso de un disolvente acuoso (etanol, butanol, etc.) en presencia de un cataliza­
dor para hidrolizar muchas de las uniones de carbohidrato en la hemicelulosa, así como 
las uniones lignina-carbohidrato y lignina-lignina. Los disolventes solubilizan la lignina, 
mientras que la celulosa permanece en estado sólido. Los ácidos orgánicos que son libe­
rados del sustrato durante el proceso aceleran la deslignifícación y dan como resultado la 
solubilización de hemicelulosas. Este pretratamiento tiene la ventaja de que los disolven­
tes pueden ser recuperados y reciclados. También es interesante porque separa los mate­
riales lignocelulósicos en celulosa sólida, lignina sólida (que ha sufrido pocas reacciones 
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de condensación) y una fracción liquida que contiene la hemicelulosa hidrolizada 
(Sarkarsen, 1980). 
6. Disolventes de la celulosa: Estos disolventes pertenecen a cuatro categorías 
diferentes: (a) ácidos minerales concentrados (H2SO4, HCl), (b) bases de amonio cuater-
narias (NH3, hidrazina); (c) disolventes apróticos (DNSO, óxidos de sulfuro, dimetil 
formamida); y (d) complejos metálicos (cadoxen, cuoxam). Todos ellos actúan reducien-
do la cristalinidad y solubilizando las celulosas y hemicelulosas. Algunos de estos disol-
ventes transforman la celulosa I (celulosa nativa) en celulosa II, la cual es mucho más 
susceptible al ataque de los enzimas celulolíticos. 
2.1.2.3. PRETRATAMIENTOS BIOLÓGICOS 
Los tratamientos biológicos están relacionados con el uso de hongos 
(fundamentalmente hongos radiculares blancos) y de algunas bacterias capaces de degra-
dar la lignina. Los microorganismos no son capaces de eliminar completa y selectivamen-
te la lignina, ya que no como fuente de carbono y energía utilizan preferentemente celu-
losa y/o hemicelulosa. Sin embargo, se han aislado celulasas, a partir de cepas mutantes 
de Sporoírichnm pvlvenilentiím, capaces de deslignificar la madera sin afectar a la celu-
losa (Eriksson et al, 1980). A pesar de ello, estas cepas producen una pérdida significa-
tiva de hemicelulosa si no se añade glucosa durante la degradación de la lignina. En todo 
caso, los pretratamientos biológicos tienen el serio inconveniente de que requieren un 
tiempo de tratamiento muy largo, que oscila generalmente entre 2 y 5 semanas (Hatakka, 
1983; Srivastara, 1989). 
También se han realizado tratamientos enzimáticos para solubilizar ligninas 
(Kivaisi et al, 1990) y hemicelulosas (Robert et ai, 1990). Sin embargo, estos procesos 
son demasiado caros debido a la baja actividad y estabilidad los enzimas empleados 
(Conchieí?/fl/., 1988). 
Por último, también es posible una combinación de estos procesos. Probablemen-
te la explosión con vapor sea el tratamiento más prometedor en este sentido. La utiliza-
ción de vapor a presión y temperatura elevadas (4 MPa y 185-240°C, respectivamente) 
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da como resultado la descomposición de algunas hemicelulosas que se convierten en áci­
dos urónicos y otros ácidos (principalmente acético), capaces de catalizar la reacción de 
despolimerización de hemicelulosa y lignina (Bisaria, 1991). Después del tratamiento con 
vapor, el residuo puede ser descargado explosivamente mediante una drástica disminu­
ción de la presión o vaciado tras un proceso gradual de "bleed-down^* (Wood y Sadder, 
1988). Este tipo de pretratamiento es atractivo porque permite el fraccionamiento selec­
tivo de los tres tipos de componentes (celulosa, hemicelulosa y lignina) en un amplio 
rango de maderas y residuos agrícolas (Saddler et al., 1982). Mientras que la lignina y la 
hemicelulosa recuperadas pueden ser transformadas en productos útiles, la celulosa pue­
de ser hidrolizada más fácilmente. 
Adicionalmente, se ha demostrado que la descompresión rápida no mejora la ac­
cesibilidad a la celulosa (Brownell y Saddler, 1986; 1987), por lo que se ha puesto a 
punto un proceso denominado RASH (Rapid Steam Hydrolysis), donde los gases y los 
productos solubles son continuamente extraídos (Schultz eí al., 1989). El tratamiento de 
los materiales lignocelulósicos con vapor en condiciones básicas aumenta la accesibilidad 
a la celulosa (Dekker y Wallis, 1983). Un tratamiento previo de maderas duras y blandas 
con SO2, antes de la explosión, produce un residuo más susceptible de ser hidrolizado, 
cuando son sometidos posteriormente al proceso denominado AFEX (ammonia-freeze-
explosion); este proceso consiste en el tratamiento de los materiales lignocelulósicos a 





2.1.3. HIDRÓLISIS ENZIMATICA DE LA CELULOSA 
La hidrólisis enzimática de la celulosa consiste en la utilización de enzimas celu-
lolíticos, producidos por algunos hongos y bacterias, para obtener una solución de gluco­
sa a partir del polisacárido que es originalmente insoluble. Las principales dificultades pa­
ra hidrolizar por vía enzimática los materiales lignocelulósicos están relacionadas, por 
una parte con la baja actividad específica de los enzimas, por lo que el proceso requiere 
un consumo elevado de los biocatalizadores. Por otra parte, la propia estructura de los 
sustratos lignocelulósicos nativos exige que el material lignocelulósico, como ya se ha 
tratado en el apartado anterior, deba recibir un pretratamiento con el fin de obtener ve­
locidades y eficacia de hidrólisis comercialmente rentables. No obstante, los procesos de 
hidrólisis enzimática tienen algunas ventajas sobre los de hidrólisis acida, ya que los en­
zimas proporcionan un hidrolizado homogéneo, debido a su alta especificidad y además 
no generan productos secundarios procedentes de la degradación de la glucosa, que 
suelen ser de carácter tóxico para la fermentación y la nutrición. Estos procesos pueden 
llevarse a cabo además a temperaturas y presiones más bajas. 
Sin embargo, y a pesar de los numerosos y continuados esfijerzos investigadores 
realizados, la complejidad del mecanismo de hidrólisis enzimática de la celulosa sigue 
siendo un desafio para bioquímicos, genetistas, microbiólogos y para todo aquél que de­
see utilizar la celulosa como una fuente de combustibles líquidos y alimentos. 
En este apartado, se exponen los distintos sistemas enzimáticos celuloHticos, sus 
fiientes, así como sus principales características y mecanismos de acción. 
2.1.3.L MICROORGANISMOS CELULOLÍTICOS 
La biodegradación de la celulosa constituye una etapa esencial en el ciclo del car­
bono mediante la cual se mantiene el balance de este elemento en la biosfera. El grupo de 
enzimas, responsable último de este proceso, se denomina genéricamente "celulasas" y 
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corresponden en realidad a una mezcla de distintas actividades enzimáticas cuya acción 
conjunta produce finalmente la degradación de la celulosa nativa. 
Las celulasas son producidas por plantas superiores, por algunos invertebrados y 
fundamentalmente por ciertos microorganismos como bacterias y hongos. Las plantas 
superiores producen celulasas como agentes morfogénicos. También algunos patógenos 
de plantas sintetizan celulasas para facilitar su penetración en el vegetal y la invasión 
posterior de los tejidos. En el caso de microorganismos, las celulasas se producen para 
obtener fuentes de carbono necesarias para su propio desarrollo. Los microorganismos 
capaces de utilizar celulosa como fuente hidrocarbonada y, por tanto con capacidad para 
producir el complejo celulolítico, se encuentran distribuidos en dos grupos principales: 
bacterias y hongos, aerobios o anaerobios, mesófilos o termófilos, que se desarrollan en 
gran variedad de hábitats (Ljungdahl y Eriksson, 1985). Las celulasas procedentes de mi­
croorganismos y concretamente las de origen füngico han sido las más ampliamente es­
tudiadas ya que se producen en grandes cantidades y se excretan al medio extracelular, lo 
que facilita su separación y aislamiento de los medios de cultivo. 
2.L3.L1. HONGOS 
En la naturaleza existe una continua degradación de restos vegetales gracias a la 
acción de microorganismos saprofitos. Los hongos más importantes, capaces de actuar 
sobre la madera y otros residuos forestales y agrícolas, pertenecen a diferentes especies y 
cepas, siendo excepcional que su degradación pueda realizarse por un solo monocultivo. 
De hecho, para la degradación de la madera se necesita la acción de distintas cepas de 
microorganismos (Kaarik, 1974), que la colonizan en tres etapas sucesivas (Garret, 
1963). En la primera etapa, los tejidos de la madera son atacados por hongos saprofitos 
primarios, que metabolizan azúcares de bajo peso molecular y otros compuestos más 
fáciles de degradar que la celulosa. En la segunda etapa, aparecen ya hongos capaces de 
degradar la celulosa (hongos saprofitos secundarios), que viven gracias a los productos 
de la hidrólisis de la celulosa. En la tercera y última etapa se desarrollan aquellos micro­
organismos capaces de utilizar los productos liberados de la degradación de la lignina 
como fuente de C y energía. 
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Se han estudiado numerosos hongos con capacidad celulolítica. Entre ellos desta­
can, por sus rendimiento y acción, Trichoderma viride (Critzali y Brown, 1979), Tricho-
derma reesei [oficialmente T. viride QM6a (Mandéis y Reese, 1964)], Trichoderma ko-
ningii (Wood, 1968), Fusarium solani (Wood, 1969), Penicilliiim pinophilum /fiinicu-
losum (Wood y McCrae, 1978), Sporotrichiim ptilverulentum (Eriksson, 1975), Tala-
romyces emersonii (Folan y Coughlan, 1979) y Scleroüum rolfsii (Lachke y Deshpande, 
1988) y Neocallimastix frontalis (Wood el ai, 1986). 
2.1.3.1.2. BACTERIAS 
Entre las bacterias celulolíticas estudiadas se han encontrado tanto especies ae­
robias (p.e. Pseudomonas, Cellulomonas, Cytophaga, Bacilbis, etc.), como anaerobias 
(p.e. Clostridinm, etc.). Aunque un número importante de estas bacterias son capaces de 
sintetizar enzimas celulolíticos, sólo unas pocas especies han resultado suficientemente 
eficaces para su aplicación industrial (Enari et al, 1983). 
Algunas bacterias no secretan grandes cantidades de enzimas celulolíticos, pero, 
sin embargo, son capaces de desarrollarse sobre materiales celulósicos. Un ejemplo de 
este comportamiento corresponde a Cellulomonas itda. El examen microscópico de sus 
cultivos mostró que las bacterias no se enlazaban apreciablemente a las fibras de celulosa 
no digeridas, debido probablemente a que los enzimas celulolíticos eran de naturaleza 
endocelular (Hagget í^ /úf/., 1979). 
Durante las dos últimas décadas se han incrementado los estudios sobre bacterias 
anaerobias, en parte como consecuencia del creciente interés en su utilización en proce­
sos fermentativos. Adicionalmente, se han desarrollado métodos rutinarios que hacen 
posible que el estudio de las bacterias anaerobias resulte casi tan sencillo como el de mi­
croorganismos aerobios (Miller y Wollin, 1974). 
Los mejores productores de enzimas celulolíticos extracelulares son, probable­
mente, bacterias anaerobias del género Clostridium (Zeikus, 1980). Las especies termófi-
las Clostridium thermocellum crecen sólo en celulosa o celobiosa. Los productos meta-
bólicos de estos organismos son etanol, ácido acético, dióxido de carbono e hidrógeno, 
por lo que para su producción, pueden utilizarse directamente materiales celulósicos. La 
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principal limitación en este proceso parece derivarse de la baja tolerancia de las bacterias 
al etanol. 
El creciente interés de estas bacterias se relaciona últimamente, además de con su 
actividad celulolítica, con la posibilidad de que estos microorganismos sean en si mismos 
una fuente excelente de proteínas monocelulares (SCP) (Humphrey et al, 1977). 
2.1.3.2. SISTEMA ENZIMÁTICO CELULOLÍTICO 
Los enzimas producidos por los organismos celulolíticos para degradar la celulo­
sa constituyen un complejo formado por enzimas inducibles. Diversos disacáridos y azú­
cares oligoméricos, incluyendo algunos derivados, son inductores adecuados del sistema 
celulolítico. Sin embargo, todavía no se conocen con detalle los mecanismos de esta in­
ducción enzimática. Este conocimiento supondría un gran paso desde un punto de vista 
biotecnológico, especialmente para la utilización comercial de las celulasas (Busto et ai, 
1996). 
La síntesis de los enzimas celulolíticos, como la de otros enzimas catabólicos, se 
encuentra inhibida por glucosa y otras fuentes de carbono fácilmente asimilables. Así por 
ejemplo, la glucosa reprime la síntesis de (3-D-glucosidasa y endoglucanasas en presencia 
de celulosa y otros inductores. El hongo Trichoderma reesei crece bien en presencia de 
glucosa pero los enzimas celulolíticos solamente se sintetizan cuando la concentración de 
glucosa presente en el medio disminuye (Enari, 1983). La producción de celulasas en 
hongos está regulada también por otros fenómenos, además de la inducción y represión 
catabólica como es la inhibición de la síntesis de celulasas por la presencia de diversos 
fenoles. En este sentido, las fenol-oxidasas pueden regular la producción de celulasas por 
polimerización oxidativa de compuestos fenólicos relacionados con la lignina, los cuales 
pueden actuar como represores en la producción de enzimas en microorganismos fungi-
cos que se desarrollan en medios lignocelulósicos. 
Los grupos enzimáticos que constituyen el complejo celulolítico, así como sus 
mecanismos, presentan importantes diferencias en función de la fuente de origen (hongos 
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O bacterias), por lo que a continuación se detallan las principales características de las 
celulasas de origen fóngico y bacteriano. 
2.1.3.2.1. CELULASASFÚNGICAS 
El sistema enzimático celulolitico procedente de hongos incluye tres tipos de en­
zimas: 
• Endoglucanasas (EC 3.2.1.4), 
• Celobiohidrolasas (EC 3.2.1.91) y 
• í3-Glucosidasas (EC 3.2.1.21). 
Las endoglucanasas son capaces de atacar la celulosa cristalina o amorfa (asi co­
mo derivados solubles, como la carboximetilcelulosa) hidrolizando enlaces glucosídicos 
internos. El ataque sobre celulosa amorfa está caracterizado por la ruptura aleatoria de 
enlaces P-glucosídicos. En la hidrólisis de CM-celulosa, la viscosidad relativa está muy 
relacionada con la velocidad de liberación de azúcares reductores. 
Las celobiohidrolasas degradan también celulosa amorfa liberando consecutiva­
mente unidades de celobiosa a partir de los terminales no reductores del sustrato. 
Por último, la p-glucosidasa completa el proceso hidrolítico por conversión de la 
celobiosa resultante a glucosa y/o por liberación de glucosa a partir de los terminales no 
reductores de cadenas de oligosacáridos de bajo peso molecular (Coughlan, 1985). 
En la Tabla 2.2 se detalla la especificidad de varios tipos de enzimas presentes en 
un sistema celulolitico capaz de degradar celulosa cristalina. Adicionalmente, varios au­
tores han descrito numerosos enzimas celulolíticos que presentan una especificidad anó­
mala con respecto a las celulasas mencionadas. Esto hace que las definiciones dadas no 
sean precisas y que los enzimas descritos como puros no lo sean totalmente. En algunos 
ejemplos, las anomalías aparentes pueden ser reflejo de la existencia de complejos mul-
tienzimáticos similares a los que se han descrito entre endoglucanasas, xilanasas y p-
glucosidasa de los sistemas celuloliticos de T. reesei (Sprey y Lambert, 1983). Incluso se 
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han encontrado complejos enzimáticos, electroforéticamente homogéneos, que se trans-
forman en heterogéneos después de un tratamiento con octilglucósido urea. 



























Con respecto a la existencia de complejos multienzimáticos, existe un debate 
continuo sobre la especificidad hacia los distintos sustratos y modo de acción de las ce-
lobiohidrolasas. Se ha descrito la existencia de formas inmunológicamente relacionadas 
entre sí y otras no relacionadas (celobiohidrolasa I y II) en los sistemas celulolíticos de T. 
reesei y P. pinophilum (Wood, 1989). Asi, la degradación de celulosas cristalinas 
(algodón y Avicel) se lleva a cabo de forma extensiva por una celobiohidrolasa I purifi-
cada de T, reesei cuando actúa aisladamente (Chanzy et al, 1983; Henrissat et al, 
1985), pero es despreciable si la que actúa es una celobiohidrolasa I de T. koningii 
(Wood y McCrae, 1972). Estas diferencias podrían ser resultado de la diferente especifi-
cidad entre enzimas de distinta procedencia. Sin embargo, también podrían ser la conse-
cuencia de una asociación establecida entre trazas de endoglucanasas y celobiohidrolasas 
actuando en complejos estables en las condiciones que normalmente se realizan los estu-
dios de fraccionamiento. La acción sinérgica entre celobiohidrolasas y trazas de endoglu-
canasas podría explicar muchas de las especificidades inusuales y los modos de acción de 
los enzimas que aparecen detallados en la literatura. Recientemente, se ha evidenciado la 
existencia de complejos multienzimáticos (celobiohidrolasas-endoglucanasas) en prepa-
raciones de enzimas aislados de T. reesei y P. pifwphilum (Wood et al., 1988; 1989). 
Este complejo fiae identificado al ser disociado en una columna de cromatografía de afi-
nidad, preparada mediante acoplamiento de p-animobenzil-1-tio-P-D-celobiósido a Affi-
gel 10 (Van Tilbeurgh eí al., 1984). 
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La mayor parte de los detalles esenciales del mecanismo de degradación de la 
celulosa por hongos se encuentra esquematizado en la Fig. 2.2, aunque es evidente (tal y 
como se comprobará en los apartados posteriores) que esta degradación no se conoce en 
su totalidad. 
Amoríogénesis | Oxidación 
i *^ 
Formación de fibras cortas Segmentación Destratificcición 
. ¿ 
Endo/Exo CBH-I/CBH-II 
Celodextrinas + Celobiosa —•Celobiono ». • Acido 
lactona Celobiónico 
I 5 I 
4 
Glucosa - ^ Glucono- _ 1 * Acido 
lactona Glucónico 
Fig. 2.2. Mecanismo de degradación de celulosa por hongos. Los enzimas numerados son: \: ce-
lobio-oxideshidrogenasa; 2: lactonasa; 3: exoglucohidrolasa; 6; exocelobiohidrolasa; 7: 
gluco-oxidasa (Couglan y Ljungdahl, 1988). 
Reese et al. (1950) propusieron que era necesaria la acción de un componente C^ 
para que los sustratos con alto grado de cristalinidad pudieran ser susceptibles a la acción 
de enzimas hidroHticos. Este estado inicial de digestión de la celulosa flie denominado 
"amorfogénesis" (Coughlan, 1985). Koenigs (1975) sugirió que el ataque inicial a la celu-
losa se realizaba a través de un sistema H202/Fe^ .^ La oxidación de los carbonos Cj, C3 
ó C5 podria romper el empaquetamiento ordenado de las cadenas de celulosa, permitien-
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do que tuviera lugar la hidrólisis por endoglucanasas. De hecho, se ha sugerido que el 
H2O2 podría provocar no sólo la modificación de la celulosa sino también la liberación de 
cadenas (Miller, 1986). En contraste, Eriksson y Wood (1985) demostraron que los pre-
tratamientos de algodón con H202/Fe^^ no eran efectivos a menos que se utilizase tam-
bién ácido oxálico en el tratamiento. En ese caso, las endoglucanasas podrían efectuar la 
liberación de una cantidad significativa de azúcares reductores. Coughlan y Ljundah 
(1988) concluyeron con estas observaciones que el hierro quelado era más eficaz que el 
hierro libre. 
Griñln eí ai (1984) habían aislado, a partir de preparaciones de T. reesei, un 
factor no proteico de bajo peso molecular que contenía hierro. Este factor era capaz de 
generar microfibras o fibras cortas de la celulosa sin liberación de azúcares reductores, 
actuando de forma sinérgica con endo- y exoglucanasas para efectuar la solubilización 
del sustrato. Mientras que el sistema H202/Fe'^ ^ generaba una cantidad significativa de fi-
bras cortas después de un largo tiempo de incubación, este factor no proteico 
(aparentemente sin adición del peróxido de hidrógeno) operaba en un tiempo mucho más 
corto que variaba entre 5 minutos y 1 hora (Grififm eí al, 1984). 
Vaheri (1982a; 1982b) encontró presencia de ácidos-ónicos en el sobrenadante 
de cultivos de T. reesei en los primeros estadios de la hidrólisis de la celulosa, sugiriendo 
que la oxidación era el primer paso de la degradación. De hecho, es reconocido que N. 
frontalis y otros hongos anaerobios pueden iniciar la degradación de la celulosa a través 
de otros mecanismos. También se planteó la posibilidad de que algunos microorganismos 
(aerobios o anaerobios) podían efectuar la degradación de este sustrato sin síntesis de 
enzimas hidroliticos por otros procesos oxidativos o no hidrolíticos. 
El siguiente paso en la degradación de la celulosa, después de tener lugar la 
amorfogénesis de forma extensiva, puede tomar diferentes rutas. Puede producirse la 
formación de fibras cortas (Halliwell, 1975), quizás como resultado de un enzima con 
actividad celobiohidrolásica I (Enari y Niku-Paavola, 1987). Alternativamente, la celulo-
sa puede ser "segmentada". Esto implicaría un ataque multipuntual sobre el sustrato, por 
enzimas que actúan de forma aleatoria pero simultáneamente, sobre varias cadenas. 
Existen evidencias de esta posibilidad, junto con una "destratifícación" adicional 
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(Halliwell, 1975). En este proceso, que puede tener lugar sin la liberación de azúcares 
reductores, pueden desmontarse una o más microfibras o capas de la celulosa al mismo 
tiempo. Mediante microscopía electrónica se ha encontrado una ampliación de los termi-
nales de las fibras durante el proceso de digestión consistente con el proceso de destrati-
ficación (White, 1982). Una endoglucanasa de 128 kDa aislada recientemente de una ce-
pa mutante de Humicola griseavar thermoidea efectuaba una rápida desintegración de 
Avicel sin liberación de azúcares reductores (Hayashida y Mo, 1986). Un escaning con 
microscopía electrónica mostró que la desintegración de las fibras superficiales de Avicel 
capa a capa rendía finas secciones con exposición de los terminales de las cadenas. Es-
tudios de microscopía electrónica han mostrado que la celobiohidrolasa I de T, reesei 
efectúa una desfibrilación de celulosa del alga Valonia macrophysa (Chanzy et al., 
1983). Parece ser, por tanto, que el proceso de destratificación es operativo en varios 
sistemas enzimáticos. 
El siguiente estado en la degradación de la celulosa es efectuado por exo- y endo-
enzimas que actúan de forma sinérgica, en uno u otro de los caminos descritos anterior-
mente. Estudios bioquímicos y de recombinación genética han demostrado que las celo-
biohidrolasas I y 11 y las endoglucanasas I y III de 7! reesei contienen dos dominios, uno 
por el que se unen a la celulosa y otro que es el centro catalítico (Van Tilbeurgh eí a/., 
1986). La unión a la celulosa se realiza en un dominio rico en serina/treonina, con una 
región altamente glicosilada en el C-terminal de la celobiohidrolasa I y la endoglucanasa 
I, y en el N-terminal de la celobiohidrolasa II y la endoglucanasa III. Por ello, podemos 
pensar que el reconocimiento del sustrato por estos enzimas se realiza mediante glicopro-
teínas. La eliminación del dominio por el cual se une a la celulosa mediante un proceso 
de proteolisis, dio como resultado una pérdida de actividad hacia la celulosa cristalina. 
Sin embargo, el núcleo proteico (que contiene 12 puentes disulfuro) mantiene su activi-
dad catalítica frente a celodextrinas solubles (Van Tilbeurgh et al., 1986; Pettersson eí 
al., 1986). 
El estadio final de la digestión de celulosa por hongos está catalizado por la (3-
glucosidasa, que actúa sobre la celobiosa y los residuos terminales no reductores de pe-
queños oligosacáridos producidos por acción de las celulasas, rindiendo como producto 
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final glucosa. Si en el medio se encuentran presentes exoglucohidrolasas, podrían partici­
par en un proceso posterior. Las lactonas producidas en el proceso oxidativo inicial de 
digestión de la celulosa por algunos microorganismos, que utilizan una oxidasa / deshi-
drogenasa sobre la celobiosa, son convertidas en ácido celobiónico por una lactonasa es­
pecifica (Coughlan y Ljungdahl, 1988). 
En los subapartados siguientes se estudiarán las características más sobresalientes 
de los tres tipos principales de celulasas mencionados anteriormente. 
2.1.3.2.1.1. Endoglucanasas 
Las endoglucanasas son un grupo de enzimas capaces de hidrolizar aleatoriamen­
te derivados solubles de celulosa amorfa (Eriksson y Wood, 1985). La celulosa cristalina 
no es solubilizada, pero una endoglucanasa (designada por E III), procedente del sistema 
celulolítico de T. reesei, es muy activa fi"ente a esta celulosa, aunque presentaba baja ac­
tividad fi-ente a CM-celulosa (Beldman et al., 1985). Inusualmente, las endoglucanasas 
de T. reesei han sido descritas, en el trabajo de Nummi et al. (1983), como inactivas 
fi"ente a celulosa amorfa preparada por molición de celulosa Whatman en etanol. Los re­
sultados fijeron interpretados como que el papel real de las endoglucanasas era hidrolizar 
celooligosacáridos solubles de bajo peso molecular liberados por acción de las celobiohi-
drolasas y no para participar en la hidrólisis de celulosa amorfa, como estaba previsto. 
Quizás deberíamos preguntarnos si la celulosa preparada en etanol puede considerarse, 
significativamente, como celulosa nativa amorfa. 
De manera característica, las endoglucanasas se han encontrado en preparaciones 
de celulasas con una función aparentemente doble (Eriksson y Wood, 1985). El origen y 
la naturaleza de los distintos isocomponentes han sido objeto de muchos debates. Esta 
discusión ha conducido a la posibilidad de que la multiplicidad de los distintos compo­
nentes podría estar determinada genéticamente, ser el resultado de una proteolisis parcial 
(Nakayama eí al., 1976) o ser el resultado de una glicosilación diferencial de una cadena 
común de polipéptidos (Gum y Brown, 1977; Moloney eí al, 1985). La celobiosa es la 
unidad que se repite en la celulosa cristalina, por lo que se ha sugerido que, al menos, 
son necesarias dos endoglucanasas con estereoespecificidad diferente, de modo que la 
hidrólisis de la celulosa cristalina pueda realizarse de forma eficaz (Wood, 1981). 
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La posibilidad de que la proteolisis sea un factor esencial en el sistema celulolítico 
ha sido relatada en muchas publicaciones. Así, Eriksson y Pettersson (1982) publicaron 
que las proteasas de S. pnlvenderUum activaban la endoglucanasa y Knowles et ai 
(1988) especulaban sobre la posibilidad de que la liberación de las uniones del carbohi-
drato en el dominio de la endoglucanasa podría ser un mecanismo importante en la mo-
dificación de especificidad del sustrato para optimizar la actividad del enzima celulolítico. 
2.1.3.2.1.2. Celobiohidrolasas 
Durante muchos años se ha defendido la idea de que las celobiohidrolasas son 
exoglucanasas que liberan residuos consecutivos de celobiosa a partir de terminales no 
reductores de la cadena de celulosa. La celulosa amorfa es degradada rápidamente a ce-
lobiosa pero, sin embargo, la velocidad de hidrólisis de celulosa cristalina es lenta, de-
pendiendo del grado de polimerización y de la cristalinidad de la celulosa (Wood, 1989). 
Recientemente, se han descrito propiedades de la celobiohidrolasa del tipo I que son 
consistentes con la sugerencia de que el ataque sobre la celulosa no se produce exclusi-
vamente sobre los terminales de las cadenas. Así, Henrissat eí al. (1985) han demostrado 
que celobiohidrolasa I, purificada de T. reesei, es capaz de degradar P-glucanos de ceba-
da de una manera similar a como lo hacen las endoglucanasas. En contraste, levaduras 
recombinantes en las que se ha expresado el gen de este enzima producen enzimas sin 
actividad P-glucanásica (Knowles etai, 1988). 
La información obtenida por microscopía electrónica sobre el modo de actuación 
de la celobiohidrolasa es igualmente confijso. Así, Chanzy y Henrissat (1985) observaron 
que la celobiohidrolasa I de T. reesei (marcada con oro coloidal) se encontraba unida a 
microcristales del alga Valonia a lo largo de toda la microfíbra. Esto se consideró signifi-
cativo porque la microfíbra de Valonia está compuesta únicamente por un cristal, que 
tiene un único terminal reductor y otro no reductor. Chanzy et al. (1983) vieron que una 
concentración no significativa del enzima se encontraba en la punta de la microfibra, 
donde los terminales no reductores de la cadena de celulosa podrían ser abundantes. En 
otro estudio similar, White y Brown (1981), trabajando con celulosa de la bacteria Gram 
(-) Acetohacter xyliuum, observaron también que la celobiohidrolasa I de T. reesei se en-
contraba unida a lo largo de toda la microfibra. Sin embargo, existían diferencias entre 
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los dos estudios. Mientras Chanzy et al. (1983) observaron que su preparación de celo-
biohidrolasa causaba fibrilación de las microfibras de celulosa, White y Brown (1981) re-
firieron que la disgregación de las microfibras era debido a que su preparación contenía 
endoglucanasas, pero no celobiohidrolasas. Podría ser significativo que la celobiohidrola-
sa utilizada por Chanzy et al. (1983) pudiera solubilizar los microcristales de Valonia 
hasta una mezcla de celobiosa y glucosa, mientras que la celobiohidrolasa utilizada por 
White y Brown (1981) fuera aparentemente ineficaz en ausencia de endoglucanasa. Esto 
resultados conflictivos, obtenidos del mismo tipo de estudios utilizando el mismo enzima 
procedente del mismo hongo, tipifica la confusión que existe en este área de investiga-
ción. Ambas preparaciones fueron descritas como puras. 
Otras observaciones sobre el modo de actuación de celobiohidrolasa II son 
igualmente confusas. Por ejemplo Chanzy eí ai (1984) interpretaron los resultados de 
sus estudios con microscopía electrónica sobre celulosa de Valonia microphysa en el 
sentido de que el enzima celobiohidrolasa II procedente de T. reesei erosionaba sólo una 
de las dos puntas del microcristal, por lo que pensaron que se trataba de un final no re-
ductor. Por ello, describieron la celobiohidrolasa II como una exoglucanasa verdadera. 
En contraste, tanto Enari y Niku-Paavola (1987) como Kyriacou et al. (1987) concluye-
ron, a partir de estudios bioquímicos con celobiohidrolasa II de la misma fuente, que este 
enzima tenía las propiedades típicas de una endoglucanasa. Wood et al. (1989), pensan-
do en una actividad verdaderamente exoglucanásica, encontraron que la celobiohidrolasa 
II de P. pinophilum (purificada mediante cromatografía de afinidad sobre p-amino-
bencil-l-tio-p-D-celobiósido) podía efectuar sólo una pequeña disminución en el grado 
de polimerización de celulosa-ácido fosfórico hinchada, mientras que endoglucanasas del 
mismo hongo realizaban un rápido cambio. Wood et al. (1988) también demostraron que 
la celobiohidrolasa II de T. reesei (purificada mediante cromatografía de afinidad) tenía 
propiedades similares a las de celobiohidrolasa II de P. pinophilum. 






2.1.3.2.1.3. Sustratos de celobiohidrolasas y endoglucanasas 
Una de las dificultades para llegar a un acuerdo en el modo de acción de los 
componentes de las celulasas es consecuencia directa de la necesidad de tener que utili­
zar sustratos heterogéneos, pobremente definidos y difíciles de reproducir en los distintos 
laboratorios. Atendiendo un poco a esta problemática, y para obtener una información 
definitiva sobre el mecanismo de actuación de los distintos componentes del sistema celu-
lolítico, se han utilizado como sustratos distintos oligosacáridos y sus derivados. Estu­
dios, en los que Van Tilbeurgh eí al. (1984) utilizaban estos sustratos, han dado una in­
formación valiosa sobre el centro activo y los lugares de unión requeridos por las celo­
biohidrolasas. Asi, se ha demostrado que tanto la celobiohidrolasa I como la II carecen 
de especificidad hacia el penúltimo enlace glucosídico del terminal no reductor. Sin em­
bargo, no es conocido si el enzima exhibiría la misma forma de actuación cuando se trata 
de celulosas insolubles, donde los problemas estéricos pueden tener un importante efecto 
sobre las interacciones enzima-sustrato. Esta limitación no suele tenerse en cuenta en la 
literatura, y existe una tendencia lamentable de extrapolar y concluir el modo de acción 
de los enzimas que actúan sobre sustratos insolubles a partir de las observaciones reali­
zadas cuando se usan derivados solubles (Wood, 1989). 
La dificultad de deducir el modo de acción sobre un sustrato y asumir que esto es 
aplicable a otro ha sido demostrado recientemente por Wood (1989b). En esta experien­
cia, se realizó una comparación del modo de acción de las endoglucanasas mayoritarias 
procedentes de P. pinophilum cuando utilizaban como sustratos un celooligosacárido 
normal, otro reducido y un metilumbeliferil derivado. Se demostró que existía una prefe­
rencia de ruptura del enlace de tres de las cinco endoglucanasas utilizadas en el estudio y, 
además, variaba de acuerdo con el sustrato empleado en cada caso. 
2.1.3.2.1.4. Acción sinérgica 
Se sabe que la velocidad de hidrólisis de la celulosa cristalina cuando se utiliza 
una combinación de endo- y exo-enzimas es mayor que su acción individual. Sin embar­
go, las interacciones moleculares que envuelven este sinergismo, no se conocen con 
exactitud por lo que tampoco hay acuerdo en esta materia. 
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Este desacuerdo es una consecuencia directa de la amplia diversidad de opiniones 
existentes cuando se estudia el papel de los enzimas purificados. La mayoría, sin embar-
go, coinciden en que el sinergismo es mucho más marcado cuando se trata de celulosa 
cristalina (particularmente fibras de algodón), es bajo o incluso nulo cuando se trata celu-
losa amorfa ampliamente hidratada, y se encuentra ausente cuando se utilizan derivados 
solubles de la celulosa (Wood y McCrae, 1979). 
Muchas hipótesis han sido formuladas en los últimos treinta y cinco años sobre el 
mecanismo de la acción sinérgica sobre la celulosa cristalina (Reese et al, 1950; Wood y 
McCrae, 1972; Reese, 1977; Wood, 1981; Enari y Niku-Paavola, 1987; Ryu et ai, 1984; 
Chanzyí?í¿í/., 1983; Wood, 1985; Wood y McCrae, 1986a). 
Reese et al. (1950) sugirieron que el ataque se iniciaba mediante un enzima no 
hidrolítico, capaz de separar las cadenas produciendo una celulosa "hinchada" como paso 
preliminar a la acción de enzimas hidrolíticos (Cx). Esta hipótesis (que guió la experi-
mentación durante muchos años) flie abandonada por la mayoría de autores cuando se 
aisló una celobiohidrolasa que actuaba de forma sinérgica con endoglucanasas solubili-
zando celulosa cristalina. Reese (1977) no estaba convencido de que la celobiohidrolasa 
fijera el factor C¡, por lo que modificó su hipótesis sugiriendo que Cj podría ser un tipo 
especial de endoglucanasa que efectuaba el hinchamiento de la celulosa por liberación de 
unos pocos enlaces covalentes. Las celobiohidrolasas (junto con las endoglucanasas), 
fiieron relegadas al papel de hidrolizar la celulosa degradada ya parcialmente . 
No existen evidencias claras que mantengan la hipótesis del factor C^. Sin embar-
go, no hay discusión sobre el concepto de "hinchamiento" e hidratación de las cadenas de 
la celulosa cristalina como prerrequisito esencial para la ruptura enzimática de sus enla-
ces glucosídicos. Como la celobiohidrolasa es el enzima más fiíertemente adsorbido 
(Coughlan, 1985), podría ser un buen candidato para iniciar el ataque, aunque algunas 
endoglucanasas también tienen gran afinidad por la celulosa cristalina (Ryu et al, 1984). 
La adsorción de la celobiohidrolasa puede efectuar la necesaria relajación de los puentes 
de hidrógeno (Wood y McCrae, 1978) conduciendo a una destratificación de las cadenas 
individuales (Knowles et al, 1988) y a una hidrólisis posteríor. La unión y la acción es-
tática pueden ser fijnción de uno de los dos centros activos de la celobiohidrolasa 
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(Knowles et ai, 1988). Se ha mostrado que la hidrólisis es función del otro dominio 
(Van Tilbeurgh eí al, 1986; Tomme et ai, 1988). La estructura y función de una endo-
glucanasa de T. reesei (E III) parecen ser similares a las de la celobiohidrolasa del mismo 
sistema enzimático (Stahlberg et aL, 1988). 
La disgregación de las microfibras de celulosa en el da como resultado un incre-
mento de los niveles de álcali con respecto al control (Marsh eí al., 1953). Esto puede 
ser una medida muy sensible del ataque temprano sobre la celulosa cristalina y, quizás, de 
la disgregación de las cadenas individuales de la celulosa. El hinchamiento en medio al-
calino ha sido descrito como una función de la endoglucanasa pero no de la celobiohidro-
lasa (Wood, 1975). La cellobiohidrolasa II de T. reesei provocaba un hichamiento de la 
celulosa en medio alcalino (Enari y Niku-Paavola, 1987), que no era producido por la 
celobiohidrolasa II de P. pinophilum (Wood y McCrae, 1986b). 
Otra manifestación del ataque sobre las fibras de algodón que se ha utilizado para 
determinar cuál es el enzima que actúa primero sobre las cadenas de celulosa es la pro-
ducción de fibras cortas. Se ha sugerido que la formación de estas pequeñas fibras podría 
no estar tan relacionada con el ataque a la celulosa cristalina como de áreas más débiles 
que atraviesan las fibras de algodón (Wood, 1989). Vaheri (1982a) consideraba que la 
oxidación de la celulosa era un primer paso importante y que la formación de ácidos-
ónicos precedía a la generación de las fibras cortas, sugiriendo que existía una endoglu-
canasa que producía estos fragmentos más cortos. Sin embargo, los criterios en este as-
pecto son muy conflictivos. Así, la producción de estas pequeñas fibras se ha descrito 
como una propiedad tanto de la celobiohidrolasa I (Nummi et al, 1983) como de la II 
(Enari y Niku-Paavola, 1987) procedentes de T. reesei. No obstante, Wood y McCrae 
(1986b) encontraron que no existía ninguna evidencia de que la producción de estas fi-
bras cortas estuviera relacionada con la acción de las celobiohidrolasas I y II de P. pino-
philum. Sin embargo, la adición a una mezcla de estas celobiohidrolasas I y II de trazas 
de endoglucanasa purificada rendía las fibras cortas mencionadas (Wood et ai, 1989). 
Por otra parte, se ha demostrado que un factor no proteico de bajo peso molecular aisla-
do de T. reesei liberaba estas fibras del algodón (Griffin et ai, 1984). 
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La cuestión sobre cuál es el enzima que inicia el ataque sobre la celulosa cristali­
na, y cómo se manifiesta, sigue siendo un tema objeto de debate. 
Las observaciones de White y Brown (1981), deducidas del uso de microscopía 
electrónica, son consistentes con el modelo más ampliamente aceptado. Este modelo se 
propuso en base a datos bioquímicos que explicaban el sinergismo entre celobiohidrola-
sas y endoglucanasas (Wood y McCrae, 1972). Se consideraba que el ataque se iniciaba 
por la actuación aleatoria de una endoglucanasa en las áreas amorfas de la celulosa, 
creando nuevos terminales no reductores, los cuales podían ser atacados por las celo-
biohidrolasas. Sin embargo, diversas publicaciones implican un mínimo o nulo sinergismo 
entre los dos enzimas, sugiriéndose que este modelo es una simplificación (Wood y 
McCrae, 1978; 1979). 
Wood (1981) intentó explicar estas anomalías en términos estereoquímicos de las 
cadenas de celulosa y dio la misma explicación para el sinergismo observado entre dos 
celobiohidrolasas no relacionadas inmunológicamente aisladas del sistema celulolítico de 
P. pinophilum (Wood, 1985). Henrissat et al. (1985) han demostrado que la acción si-
nérgica varía según sea el sustrato y las proporciones de celobiohidrolasa y endoglucana­
sa usadas, mientras que Woodward et al. (1988) publicaron que este sinergismo es más 
una fijnción de la concentración de los enzimas. El significado de la adsorción competiti­
va de los componentes de las celulasas sobre la actividad sinérgica ha sido discutido por 
Kyuetal (1984). 
Las consideraciones estereoquímicas también pueden ser importantes para expli­
car el ataque de un enzima a una estructura tan compleja como la de la celulosa, puesto 
que los enzimas pueden exhibir un alto grado de estereoespecificidad. La naturaleza y 
extensión de esta estereoespecificidad ha sido demostrada por Sagar (1985) que conclu­
yó que sólo una cara de la unidad de celulosa es hidrolizada por celulasas de T. koningü 
y T. reesei. Chanzy et al. (1984) llegaron a una conclusión similar trabajando con celula­
sas procedentes de T. reesei. 
Wood et al. (1988; 1989) obtuvieron nuevos datos usando varios componentes 
purificados (dos celobiohidrolasas y cinco endoglucanasas) del sistema celulolítico de P. 
pinophilum. En sus trabajos se presenta un mecanismo claro de acción sinérgica basado 
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en consideraciones estéricas. Estos autores sugirieron que, mientras que el modelo que 
considera una acción secuencial era esencialmente acertado, parecía que parte de la hi­
drólisis de la celulosa cristalina de las fibras de algodón estaba efectuada al menos por 
celobiohidrolasas I y II presentes junto a endoglucanasas específicas (Fig. 2.3). De he­
cho, sólo una endoglucanasa estereoespecífica era necesaria en la hidrólisis cuando las 
dos celobiohidrolasas se encontraban simultáneamente juntas. Esto es consistente con la 
explicación de una configuración particular en la que un grupo de terminales no reducto­
res son generados por la endoglucanasa (tipo I en la Fig. 2.3) en el primer paso de la hi­
drólisis, siendo estos finales de cadena sustratos que puede ser atacados por una celo-
biohidrolasa estereoespecífica (celobiohidrolasa I de la Fig. 2.3). La liberación continua 
de unidades de celulosa de los terminales de esta cadena podría entonces exponer un fi­
nal de cadena contiguo que presentara diferente configuración, el cual podría ser atacado 
por otra celobiohidrolasa específica (celobiohidrolasa II de la Fig. 2.3). El ataque de otra 
endoglucanasa (tipo II, Fig. 2.3) podría generar terminales no reductores de otra confi­
guración, que serían sustratos para otra celobiohidrolasa. De este modo el proceso ope­
raría con la máxima eficacia. 
Si esta hipótesis es sostenible o no depende fijndamentalmente de la creencia de 
que ni la celobiohidrolasa ni la endoglucanasa pueden actuar independientemente en la 
solubilización rápida de celulosa cristalina de fibras de algodón y de que ambas celo­
biohidrolasas actúan en los terminales. De esta forma, es interesante reiterar, en este 
momento, que la cromatografia de celobiohidrolasas en geles de afinidad (preparados 
inicialmente por Van Tilbeurgh et al. en 1984 por acoplamiento del ligando p-
aminobenzil-1-tio-P-celobiósido a Affigel 10), parece ser la clave, al menos en lo con­
cerniente a la purificación de enzimas procedentes de P. pinophihim. Este método cro-
matográfico puede ser también utilizado para la purificación de celobiohidrolasas de T. 
reesei. Trabajos de Wood (1989b) han demostrado que celobiohidrolasa II de T. reesei 
tenía capacidad de degradar CM-celulosa, después de su purificación con distintos méto­
dos cromatográficos, pero perdía esta actividad cuando se utilizaba la cromatografía de 
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La liberación de las cadenas de celulosa puede ser efectuado tanto por endo-
glucanasas I como por endoglucanasas II atacando los enlaces glucosídicos 
tipo I o II. 
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Fig. 2.3. Mecanismos de acción sinérgica de celulasa de P. pinophilum. Ver texto para la des­
cripción. De Wood et ai, (1988). 
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métodos, han sido capaces de degradar de forma extensiva fibras de algodón sin necesi­
dad de actividad endoglucanásica (Enari, 1985; Enari y Niku-Paavola, 1987). 
Así pues, el mecanismo de acción sinérgica entre celulasas procedentes de hon­
gos aerobios continúa siendo objeto de un intenso debate. Quizás la solución podría estar 
en el estudio de los enzimas producidos mediante clonaciones específicas. 
Se han encontrado hongos anaerobios en el estómago de algunos animales que 
pueden jugar también un papel importante en la degradación de la celulosa de células ve­
getales (Bauchop, 1981; Orpin, 1984). Estos hongos producen un sistema de celulasas 
capaces de degradar celulosa cristalina, así como CM-celulosa y cadenas de oligosacári-
dos de bajo peso molecular. En la degradación de celulosa cristalina, el hongo más am­
pliamente estudiado ha sido Neocallimastix frontalis (Mountford y Asher, 1985). Estu­
dios comparativos han demostrado que las celulasas producidas por una cepa de este 
hongo son más activas que las de T. reesei (Wood eí al., 1986). 
2.1.3.2.2. CELULASAS BACTERIANAS 
Aunque también se ha investigado la hidrólisis de celulosa por bacterias (Félix y 
Ljungdahl, 1993), se le ha prestado menos atención que a los sistemas celulolíticos fún-
gicos. Tal y como se ha explicado en el apartado anterior, los sistemas füngicos tienen, 
principalmente, endoglucanasas y exocelobiohidrolasas extracelulares que actúan conjun­
tamente para hidrolizar la celulosa cristalina, rindiendo celobiosa como producto princi­
pal. Se han buscado estos mismos sistemas celulolíticos en las bacterias capaces de de­
gradar la celulosa y se ha comprobado que el sistema celulolítico bacteriano es conside­
rablemente diferente. 
En general, el medio extracelular de los cultivos bacterianos, que crecen utilizan­
do celulosa como fuente de energía, carecen de actividad frente a sustratos cristalinos, 
aunque la celulosa sea eficientemente hidrolizada en estos cultivos hasta celobiosa. Nu­
merosas publicaciones, concernientes a sesenta bacterias diferentes, describen la presen­
cia de endoglucanasas en el sobrenadante de estos cultivos, habiéndose purificado alguna 
de estas endoglucanasas. Las exocelobiohidrolasas bacterianas aún no han sido caracteri­
zadas, pero es evidente que estos enzimas han de estar presentes en el sistema enzimático 
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celulolítico de Acetivihrio cellidolyticiis (Saddler y Khan, 1980), de Microhispora bispo-
ra (Bartley et ai, 1984) y de Celltilomonas uda (Nakamura y Kitamura, 1988). 
Se ha reconocido que las bacterias producen sistemas celulolíticos complejos, que 
consisten en varios polipéptidos diferentes. Frecuentemente están estrechamente unidos a 
los sustratos celulósicos y aparecen en el fluido del cultivo después de catalizar la hidró­
lisis extensiva de la celulosa. A veces, tienden a disociarse y formar polipéptidos indivi­
duales, muchos de los cuales presentan actividad endoglucanásica, pero carecen de acti­
vidad frente a la celulosa cristalina. 
El complejo enzimático más ampliamente estudiado (denominado celulosoma por 
Lamed et ai, 1983a) es el producido por la bacteria anaerobia y termófila Clostridium 
íhermocellum. Este complejo se sintetiza cuando la bacteria crece sobre celulosa y forma 
un pigmento insoluble en agua, que colorea a la celulosa de amarillo intenso (Ljungdahl 
et ai., 1983). Este complejo se ha denominado también YAS ( "yeUow affmity substan-
ce") y a la celulosa que lo contiene YAS-celulosa (Ljungdahl et al, 1988), habiéndose 
descrito varias cepas de C. thermocellum capaces de producir el pigmento YAS (Duong 
et ai, 1983; Freier et al, 1988). Es de destacar, en este sentido, los trabajos realizados 
en la Universidad de Georgia con cepas JW20 descritas por Freier et al (1988) y las 
YM4 aisladas por Mori et al (1987). Cepas diferentes estudiadas por otros investigado­
res, incluyendo el grupo de Lamed (e.g. Lamed y Bayer, 1988) y Demain (e.g. Johnson 
et al, 1982), presentaban propiedades similares. Utilizando celulosa como sustrato, el 
crecimiento de C thermocellum puede seguirse por la coloración amarilla del complejo 
YAS-celulosa formado. Esto permite la visualización de la actividad endoglucanásica del 
medio extracelular. 
El aislamiento del sistema enzimático de cepas de C thermocellum se basa en 
romper las uniones estrechas que se establecen en el complejo YAS-celulosa durante los 
primeros estadios de la fermentación. El caldo de cultivo de la fermentación se centrifu­
gaba inicialmente para separar el sobrenadante del sólido (complejo YAS-celulosa) y se 
lavaba intensamente con tampón trietilamina-maleico 100 mM (pH 6,85) hasta actividad 
nula en las aguas de lavado (Ljungdahl et al, 1988). El enzima extraído mediante agua 
destilada consistía en una mezcla de celulosomas y policelulosomas, que podían separar-
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se por filtración en gel (utilizando Sepharosa 4B de Pharmacia Fine Chemicals), o por 
centrifiagación en gradiente de densidad con sacarosa (Hon-nami eí al., 1986). Los celu-
losomas contenían elevada actividad endoglucanásica e hidrolizaban de forma eficiente a 
la celulosa cristalina. 
El medio extracelular contenia enzimas celuloliticos libres de bajo peso molecular 
y celulosomas. Estos podían separarse mediante cromatografía de afinidad, utilizando 
como soporte el complejo YAS-celulosa, del que se habían extraído previamente todas 
las proteínas. Los celulosomas libres eran retenidos en la columna mientras que las en-
doglucanasas pasaban libremente a través de ella. Los celulosomas se liberaban poste-
riormente pasando agua como eluyente. Estos celulosomas eran similares a los de menor 
tamaño, que aparecían unidos inicialmente al complejo amarillo de celulosa, ya que pre-
sentaban una elevada actividad endoglucanásica e hidrolizaban celulosa cristalina. En 
contraste, la fi"acción de endoglucanasas de bajo peso molecular presentaba una actividad 
específica baja, y no era capaz de actuar fi-ente a celulosa cristalina. Es posible que esta 
fi^acción de endoglucanasas consistiese en polipépfidos formados por disociación de los 
celulosomas. 
Los celulosomas y los policelulosomas, obtenidos tal y como se ha indicado an-
teriormente, se aislaron en forma pura generando una entidad uniforme que durante los 
procesos de purificación (mediante filtración en gel y centrifijgación) no variaba su acti-
vidad específica. Al estudiar con microscopía electrónica los celulosomas y policelulo-
somas de la cepa JW20 se observó que medían 21 y o l nm respectivamente, aunque 
también se encontraron celulosomas de tamaños intermedios (Mayer et al., 1987). De 
hecho. Lamed et al. (1983b) visualizaron un celulosoma de 18 nm en C thermocellum 
YS. Asumiendo que los celulosomas son esféricos, su tamaño correspondería a valores 
de pesos moleculares de 2,6 x 10^  (para el celulosoma de 18 nm) y 4 x 10^  (para el de 21 
nm). El peso molecular del policelulosoma de 61 nm fije estimado en 100 x 10 
(Coughlaníí/a/., 1985). 
Cuando se realizaba una electroforesis SDS-PAGE de los celulosomas y policelu-
losomas, se observaba que estaban formados por 14 polipéptidos diferentes, cuya masa 
se encontraba entre 45 y 210 kDa (Lamed y Bayer, 1988; Ljungdahl et ai, 1988). Des-
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pues de varios tratamientos con SDS, varios de estos polipéptidos mantenían actividad 
endoglucanásica, pero no eran capaces de degradar celulosa cristalina. Los complejos 
celulolíticos contenían de un 6% a un 13% de carbohidratos, y se demostró que algunos 
de estos polipéptidos eran glicoproteínas. Los azúcares asociados eran xilosa, mañosa, 
galactosa, glucosa y N-acetilglucosamina (Ljungdahl et ai, 1988). Si bien, parece que 
únicamente la galactosa y el aminoazúcar formaban parte integrante del complejo. Re-
cientemente, Gerwing eí al. (1989) aislaron dos oligosacáridos de un celulosoma (un di-
sacárido y un tetrasacárido) por tratamiento alcalino con borohidruro. El tetrasacárido 
era un componente de la subunidad SI del complejo de celulosa. El disacárido aún no ha 
sido asignado a ninguna subunidad específica. La subunidad S1 (la mayor de los polipép-
tidos del celulosoma con un Mr=210 K) era su principal antígeno y estaba aparentemente 
implicada en la adherencia del celulosoma a la célula y a la celulosa, aunque no estaba 
relacionada directamente con el proceso catalítico (Bayer eí al., 1983). Mayer eí al. 
(1987) observaron al microscopio electrónico que los policelulosomas se encontraban 
ocasionalmente recubiertos de una delicada "película" y de unas microfibras ultrafmas 
que interconectaban los polipéptidos del celulosoma. Se ha demostrado que los celulo-
somas son complejos muy estables, que pueden ser almacenados a temperatura ambiente 
durante meses, en soluciones tamponadas a pH alrededor de 7,0 ó en etanol al 50%, sin 
pérdida de actividad. Lamed eí al. (1983b) publicaron que la urea 6 M no causaba diso-
ciación del celulosoma. 
El mecanismo por el cual el celulosoma es capaz de hidrolizar la celulosa no es 
totalmente conocido. Observaciones con microscopía electrónica revelaron que el celulo-
soma tenía de 35 a 50 subunidades, colocadas de forma que definían un reensamblaje de 
"flechas paralelas" (Mayer eí al., 1987). Este ordenamiento permite varios ataques o 
uniones a la fibra de celulosa. También se ha observado que la distancia media de centro 
a centro entre las uniones de los polipéptidos a la celulosa es aproximadamente de 4 nm. 
Esta distancia corresponde a la longitud de un oligosacárido formado por cuatro unida-
des de celobiosa (C4) (Blackwell, 1982). Asumiendo que cada polipéptido que ataca a la 
fibra de celulosa tiene un centro activo catalítico, podría pensarse que tiene lugar una se-
rie de multicortes simultáneos que producen unidades C4. Estos oligosacáridos pueden 
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ser cortados dentro del celulosoma rindiendo oligosacáridos más pequeños y dando fi-
nalmente celobiosa como producto final. 
El modo de acción de hidrólisis de la celulosa que se muestra en la Fig. 2.4 expli-
caría las propiedades que presentan los celulosomas. Esta hidrólisis supondría que: (1) la 
celobiosa es el producto mayorítarío de la hidrólisis; (2) sólo el celulosoma tiene alta ac-
tividad fi-ente a celulosa cristalina; (3) la actividad enzimática de los polipéptidos de los 
celulosomas es únicamente endoglucanásica y (4) la actividad celobiohidrolásica no se 
encuentra en ninguno de los componentes del celulosoma. Sin embargo, aún son desco-
nocidas las fijnciones de varios de estos polipéptidos. Es posible, que alguno de éstos 
contenga actividad celobiohidrolásica o, más probablemente, que puedan ser celodextri-
nasas especiales. Enzimas semejantes, encontrados en Bacteroides siiccitiogenes (Huang 
y Forsberg, 1988), podrían hidrolizar los oligosacáridos formados por acción de las en-
doglucanasas. 
Wu et al. (1988) han demostrado que no es necesario el celulosoma completo pa-
ra conseguir la hidrólisis de celulosa cristalina. Estos autores aislaron un complejo pro-
teínico de C íhermocellum, el denominado ATCC 27405, con un peso molecular apro-
ximado de 6,5 X 10^  IcDa y, utilizando tratamientos suaves con SDS, aislaron dos proteí-
nas de este complejo (de Mr 82 K y 250 K) que actuaban conjuntamente en la hidrólisis 
de Avicel. Desafortunadamente, no realizaron una comparación de la actividad específica 
del complejo y de las dos proteínas. Las condiciones suaves empleadas en el tratamiento 
con SDS no permitían la separación de todos los polipéptidos individuales del celuloso-
ma. Por ejemplo, la proteína de 250 K podría ser en reahdad un agregado de polipépti-
dos. De hecho, Lamed y Bayer (1988) y Ljungdahl et al. (1988) no encontraron ningún 
polipéptido de este tamaño en el celulosoma procedente de C íhermocellum. 
Se han realizado numerosos trabajos usando técnicas de manipulación genética 
con objeto de estudiar el sistema de celulasas producido por C. íhermocellum. Estos es-
tudios han demostrado que en el genoma bacteriano se encuentran genes distintos que 
codifican 50 endoglucanasas, dos P-glucosidasas y dos xilanasas (Hazlewood et al., 
1988). Ljungdahl (1989) ha sugerido que estos resultados concuerdan con el concepto 
de celulosoma. Los estudios genéticos no han conducido a la detección de una exocelo-
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biohidrolasa en C. thermocellum. En cualquier caso, es evidente que son necesarios más 
estudios para entender el proceso celulolítico implicado en la catálisis llevada a cabo por 
el celulosoma. Sin embargo, cada vez está más claro que es justamente el celulosoma la 
entidad celulolitica que actúa en C thermocellum. 
Fig. 2.4. Esquema de los principales aspectos estructurales del celulosoma de las cepas JW20 e 
YM4 de C. thermocellum y de las relaciones estructura inherente-fimción. Abreviatu­
ras: es , centro catalítico; HS, punto de hidrólisis, p.e. lugar en el que se rompe el enla­
ce glucosídico de la cadena de celulosa; UF, fibras ultrafinas; LF, cadena central de 
composición desconocida; pp, polipéptidos; Cn,C4,C2,Ci, celodextrinas de varias longi­
tudes, siendo €„ celulosa y Ci celobiosa (Mayer et al, 1987). 
Aunque el término "celulosoma" no se ha empleado para designar un sistema ce­
lulolítico procedente de otra bacteria que no sea C thermocellum^ es evidente que com­
plejos análogos al celulosoma se producen también en otras bacterias anaerobias. Las 
propiedades de estos complejos han sido descritas por Coughian y LjungdahJ (1988). 




210 kDa y el complejo presenta un peso molecular de aproximadamente 2x10^ kDa. En 
la hidrólisis de celulosa cristalina es necesario la presencia de Ca "^  y ditiotreitol, pero no 
para la actividad CM-celulasa. Además varias de estas bacterias sintetizan pigmentos 
cuando crecen sobre celulosa. 
Por otra parte, se ha aislado un gran número de bacterias celuloliticas del suelo. 
Sin embargo, su sistema enzimático no ha sido completamente caracterizado. Los enzi­
mas mejor estudiados han sido los procedentes de Cellidomouas spp. Estas bacterias 
crecen tanto aeróbica como anaeróbicamente. Sus sistemas de celulasas son en algunos 
aspectos similares a los de C. thermocellnrrt. Producen varias endoglucanasas que se 
unen a la celulosa (Béguin y Eisen, 1978) y al menos una especie de pigmento amarillo 
(Stewart y Leatherwood, 1976). Sin embargo, parece que no producen celulosomas, 
aunque si tienen actividad celobiohidrolásica (Gilkes et al, 1984; Nakamura y Kitamura, 
1988). Las endoglucanasas son glicoproteínas pero parece que la glicosilación no es 
esencial para la actividad, como lo demuestra el hecho de que estos enzimas son operati­
vos cuando se clonan en Escherichia coli (Gilkes et ai, 1984). 
Especies de Bacillus, Pseudomorias, Cytophaga, Herpeíosiphon, Streptomyces, 
Thermoacíitiomyces y Thermomonospora producen también enzimas celulolíticos 
(Ljungdahl y Eriksson, 1985). Se ha demostrado la presencia de múltiples endoglucana­
sas en el caldo de cultivo de muchas de estas bacterias aeróbicas, pero no parece existir 
en ellas actividad celobiohidrolásica. Thermomonospora spp. (capaces de sintetizar va­
rias endoglucanasas) también producen varias proteasas (Hágerdal et al, 1978; 1980). 
Estos autores llegaron a la conclusión de que el mismo gen codificaba diferentes enzimas 
que eran modificados posteriormente por las proteasas. Sin embargo, tanto Calza et al. 
(1988) como Wilson (1988) habían aislado y caracterizado cinco endoglucanasas de T. 
fusca y demostrado que eran proteínas diferentes. Changas y Wilson (1987) modificaron 
Streptomyces lividans utilizando un plásmido de E. coli que contenía la endoglucanasa 
E5 de T. fusca. La endoglucanasa fue expresada y se encontró que era idéntica al enzima 
purificado de T. fusca. 
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Por tanto, y a la vista de las referencias anteriores, puede afirmarse sin ninguna 
duda que los enzimas celulolíticos bacterianos tienen propiedades diferentes y distintivas 
de las celulasas fungicas. 
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Parece evidente, que la biomasa primaria y residual será en un futuro inmediato la 
principal fuente de recursos con que contará la Humanidad para la obtención de alimen-
tos, productos químicos orgánicos e incluso combustibles líquidos y gaseosos, dado el 
agotamiento y creciente encarecimiento de la biomasa fósil (petróleo, carbón y gas natu-
ral) (Canacho et ai, 1985). En este sentido, la materia prima probablemente más abun-
dante, renovable y barata es la biomasa celulósica en sus distintos tipos de residuos; (1) 
agrícolas (paja de trigo, paja de maíz, zuro, sarmientos de vid, orujos, etc.); (2) forestales 
(restos de corte, de limpieza y de clareo de los montes, restos de la elaboración de made-
ra, etc.); (3) urbanos y (4) industriales. 
En este trabajo nos hemos centrado en el estudio de los residuos de naturaleza 
agrícola, y en concreto en la paja de cereal. En la agricultura española no sólo no suelen 
recuperarse este tipo de residuos, sino que frecuentemente se queman en los propios 
campos con lo que por un lado se desaprovecha una fuente potencial de material humifi-
cable y por otro, se destruye la microflora edáfica. Además, los residuos agrícolas, dado 
su carácter lignocelulósico, constituyen una materia prima renovable y abundante, cuyo 
aprovechamiento es altamente deseable. 
Por otra parte, el desplazamiento de las materias primas de la industria química 
hacia la biomasa primaria y residual ha determinado un interés creciente por los procesos 
microbiológicos que permitan su aprovechamiento. Las ventajas de estos procesos se 
pueden resumir en los siguientes puntos: 
• Se reduce el consumo de energía y se incrementa la seguridad debido a que 
generalmente se opera a presiones y temperaturas próximas a las ambientales. 
• Disminuye el riesgo de contaminación en el entorno industrial a la vez que se 
utilizan residuos que por su naturaleza es necesario eliminar. 
• Aumenta la productividad y el aprovechamiento de la materia prima, como se 
deduce de la comparación de los tiempos de duplicación de la biomasa mi-
crobiana con respecto a la vegetal o la de animales superiores, así como la se-




En la Fig. 2.5 se indican las principales vías que permiten el aprovechamiento de 
los residuos lignocelulósicos. En ella podemos ver que los principales procesos pueden 
dividirse en dos grandes grupos: (1) procesos físico-químicos y (2) procesos bioquími­
cos. A pesar de que recientemente está recibiendo alguna atención la pirólisis y la gasifi­
cación, los procesos más prometedores parecen ser los bioquímicos, flindamentalmente 
aquéllos que conducen a la obtención de etanol y a la producción de biomasa (proteína 
microbiana monoceluar, SCP) (Vázquez et ai, 1993). 
La vía encaminada a la obtención de etanol es interesante debido a las mayores 
facilidades que en principio presenta esta sustancia como materia prima básica para la in­
dustria química orgánica y por su posible utilización como combustible en motores de 
explosión (Morgan et al, 1981). Targonsky y Pielecki (1993) han descrito un proceso de 
bioconversión de paja en etanol donde 1 kg de paja de trigo rendía 270 mi de este com­
bustible. 
Por otra parte, los residuos celulósicos se caracterizan por su escaso contenido 
en proteínas y su baja digestibilidad, por lo que su utilización como piensos en su estado 
original es poco aconsejable. En cambio, cuando se someten a tratamientos tan sencillos, 
como por ejemplo, macerados en disoluciones de NaOH, su digestibilidad puede aumen­
tar considerablemente. Si además se emplean como sustrato para el crecimiento de mi­
croorganismos celulolíticos se consigue aumentar su contenido proteico. 
En la Fig. 2.6 se esquematizan las etapas necesarias para la producción de etanol 
y proteína microbiana SCP. Estos consisten en llevar a cabo en primer lugar, un pretra-
tamiento seguido posteriormente de una hidrólisis enzimática. El residuo sólido obtenido 
se sometía a fermentación aerobia, para la obtención de SCP, o anaerobia en el caso de 
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Fig. 2.6. Etapas en la obtención de etanol y SCP. 
La mayor dificultad que aparece en el aprovechamiento de los residuos lignocelu-
lósicos para la producción de etanol o SCP estriba en que es necesario romper los enla­
ces P-l,4-glucosídicos, para así liberar las moléculas de glucosa y celobiosa que puedan 
posteriormente ser fermentadas a etanol o SCP (Wilke etal, 1983). Aunque la velocidad 
de hidrólisis propiamente dicha no parece ser limitante en el proceso, las mayores dificul­
tades residen en la accesibilidad que presenta el sustrato al agente catalítico, bien sea un 
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ácido o una proteína enzimática. Como la celulosa está protegida por una barrera física, 
formada fundamentalmente por la lignina y su propia estructura cristalina que dificulta el 
acceso del catalizador a los enlaces glucosídicos, se comprende que cualquier aprove­
chamiento racional, en el sentido de producir etanol o SCP, implica necesariamente pre-
tratamientos que eliminen la barrera de lignina y reduzcan la cristalinidad de la celulosa. 
En general, los pretratamientos químicos de la paja de trigo son más efectivos que los fí­
sicos (Fantí/a/., 1981). 
Una vez realizados los pretratamientos adecuados, el paso siguiente, tanto para 
producir etanol como SCP, es hidrolizar la celulosa a formas que sean fácilmente apro­
vechables por los microorganismos; esta hidrólisis puede ser acida o enzimática. En la 
actualidad la hidrólisis enzimática parece ser el camino más prometedor. 
En la hidrólisis enzimática existen dos factores a considerar en cualquier estudio 
cinético: 
a) La naturaleza y producción de las celulasas. 
b) La naturaleza del sustrato y las interacciones enzima sustrato. 
a) Naturaleza y producción de las celulasas 
Las celulasas más activas son aquéllas que provienen de los hongos Trichoderma 
reesei, T. lignorum, T. koningii, T. pseudokoningii y T. longibrachiatiim (Mandéis, 
1981). Todos estos microorganismos sufren represión por parte de algunos catabolitos, y 
sobre todo, por parte de la glucosa. De ahí, que la producción de celulasas se realice ge­
neralmente íliera de los procesos de hidrólisis propiamente dichos (Mandéis, 1981). 
De los microorganismos mencionados, T. reesei es el más utilizado ya que pro­
duce celulasas relativamente equilibradas en cuanto a su composición y, además, su ren­
dimiento es alto. Sin embargo, es frecuente que las celulasas sean deficientes en p-
glucosidasa; por ello, se está tratando de mejorar las fuentes de celulasas. Así, se descri­
be la utilización de mutantes o de nuevos hongos celulolíticos, tales como Aspergillus 
foetidus (Sadana et al, 1979), A. jumigaíus (Trivedi y Rao, 1980) y A. niger (Busto eí 
al, 1995). Los resultados obtenidos indican que las celulasas provenientes de Aspergi­
llus tienen un alto contenido en P-glucosidasa, pero son deficientes en exoglucanasas. 
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Por otra parte, la producción de celulasas a partir de Actomiceíes íhermofilicus, 
como el Thermonospora sp., tiene el inconveniente de dar lugar a unas endo- y exoglu-
canasas que parecen estar fuertemente inhibidas por la celobiosa. Adicionalmente, sus p-
glucosidasas son térmicamente inestables (Mandéis, 1982; Meyer y Humphrey, 1982). 
En la actualidad las investigaciones se dirigen a encontrar microorganismos celu-
lolíticos, termófilos, aerobios o anaerobios, capaces de producir celulasas en cantidad 
suficientes y equilibradas en su composición, para realizar la hidrólisis y fermentación si­
multáneamente. 
b) Naturaleza del sustrato e interacciones enzima-sustrato 
Para evaluar la influencia de la naturaleza del sustrato y del enzima sobre la velo­
cidad de hidrólisis se han planteado distintos modelos cinéticos. Estos se pueden clasifi­
car en dos grandes grupos, según traten el complejo enzimático y al sustrato como sus­
tancias únicas o bien formadas por varios componentes, que es lo más correcto, ya que 
se aproxima al fenómeno real. 
En el primer caso lo normal es considerar una cinética enzimática simple con 
inhibición competitiva por producto (Koichiro et al., 1982). En general este modelo 
ajusta los resultados experimentales a conversiones de sustrato bajas y complejos celu-
lolíticos muy deficientes en p-glucosidasa, es decir, cuando la reacción homogénea está 
minimizada. Por ello, es lógico que a conversiones altas, mayores del 50%, la desviación 
entre los resultados teóricos y los experimentales sea notable. Howell (1978) intenta 
explicar este hecho admitiendo una cierta desnaturalización del enzima y la formación de 
un complejo muerto. Sin embargo, los tiempos de reacción y las condiciones de opera­
ción, pH y temperatura, no parecen ser los suficientemente drásticas como para provocar 
estas diferencias. En consecuencia, parece lógico pensar que las desviaciones del modelo 
están provocadas por la compleja naturaleza del sustrato y del enzima. 
El segundo modelo supone una aproximación teórica a la hidrólisis de la celulosa 
considerando que el enzima está formado por tres componentes. En cuanto al sustrato se 
estima que, independientemente de su naturaleza y estructura inicial, durante la hidrólisis 
se van a ir formando cadenas de celulosa de longitud variable. Los tres enzimas actúan 
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simultáneamente; Ei forma un complejo enzima-sustrato con las moléculas de celulosa 
rompiéndolas al azar y liberan cadenas más cortas, celobiosa y glucosa; E2 forma un 
complejo con los extremos no reductores separando celobiosa y, por último, E3 hidroliza 
el disacárido a glucosa. Los tres enzimas pueden presentar inhibición competitiva o no 
competitiva por parte de la celobiosa y de la glucosa. 
La ecuación cinética para la degradación de la celulosa, obtenida según las hipó­
tesis anteriores, resulta extremadamente compleja por el número de parámetros y de 
concentraciones de productos intermedios que aparecen en la formulación. Por ello, aun­
que el modelo supone una aproximación teórica, razonada y fundamentada, al proceso de 
hidrólisis, parece inviable desde el punto de vista práctico. 
Una solución intermedia, entre el primer y segundo modelo es la propuesta por 
Wald eí al. (1984) que consideran al sustrato formado por una fracción amorfa y otra 
cristalina y no distinguen entre la acción de Ei y E2. Es decir, admiten que ambos enzi­
mas liberan la celobiosa que se hidroliza en fase homogénea a glucosa por acción de la P-
glucosidasa. 
A la vista de lo anteriormente expuesto se deduce que es necesario atenuar la 
inhibición de producto para conseguir un mayor aprovechamiento del enzima. Esto se 
puede conseguir mediante alguno de los siguientes procedimientos (Camacho eí al., 
1986): 
i) La adición de p-glucosidasa al sistema, ya que de esta forma se alivia la inhi­
bición de la celobiosa sobre la actuación de endo- y exoglucanasas. En este 
sentido, la obtención de p-glucosidasa a partir de Aspergilhis es interesante, 
ya que este microorganismo es más económico en su producción. 
ii) Realizar la hidrólisis y fermentación simultáneamente, ya que de esta forma se 
retiran la glucosa y celobiosa del medio, por lo que se disminuye la inhibición 
por producto. Los inconvenientes de este método de operación residen en 
que las paredes celulares pueden ser atacadas por el enzima y en la inhibición 
que produce el etanol sobre la obtención de celulasas. 
75 
Antecedentes bibliográficos 
En la actualidad las cantidades de enzimas necesarias y su costo de producción 
son la mayor barrera a vencer si se pretende que la hidrólisis enzimática sea económica-
mente viable. En consecuencia, es necesario idear nuevos métodos para que la utilización 
del enzima durante el proceso de hidrólisis sea óptima. En este sentido se han propuesto, 
además de los ya mencionados, distintas vías de actuación (Camacho et al., 1986): 
i) Inmovilización de celulasas: presenta dificultades, ya que se trata de un 
sustrato insoluble y, en consecuencia, la superficie de contacto enzi-
ma/sustrato será pequeña. No obstante, resulta viable para hidrolizar los ja-
rabes obtenidos en la etapa heterogénea, mediante p-glucosidasas inmovili-
zadas (Sudstrum eí al., 1982; Woodward y Wiseman, 1982), ya que de esta 
forma se reduce la inhibición producida por la celobiosa sobre Ei y E2 y la de 
la glucosa sobre E3. 
ii) Recuperación de enzimas: La reutilización de los enzimas que permanecen 
en el jarabe de hidrólisis por precipitación, ultrafiltración o adsorción, presen-
ta el inconveniente de que las celulasas se adsorben fijertemente sobre el 
sustrato, por lo que sólo una pequeña fi-acción de exo- y endoglucanasas 
permanece en disolución. 
iii)Modifícación de las características superfíciales del sustrato mediante la 
adición de sustancias externas: En este sentido, son destacables los traba-
jos de Castanon y Wilke (1980, 1981) con Twen 80; la adición de este 
agente tensoactivo incrementa la recuperación del enzima y el grado de hi-
drólisis. 
Además del estudio cinético de la hidrólisis enzimática de los materiales lignoce-
lulósicos, se hace necesario un estudio de los procesos de hidrólisis. De acuerdo con el 
esquema general, el sustrato una vez sometido al pretratamiento, seleccionado de acuer-
do con sus características específicas, es hidrolizado, mediante la acción de los enzimas 
celulolíticos, hasta glucosa. Las condiciones del proceso, temperatura, tiempo de hidró-
lisis, concentración de enzimas y relación sólido-líquido dependen del sustrato utilizado y 
deben por tanto ser determinadas experimentalmente para cada caso. 
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Estos parámetros unidos a la finalidad del proceso de hidrólisis determinan el 
modo de operación más adecuado. Se han descrito numerosos sistemas para llevar a ca­
bo los procesos de hidrólisis enzimática: continuos, discontinuos, con enzimas inmovili­
zados, con reciclado de enzimas, con fermentación simultánea, biorreactores de membra­
na, cada uno de los cuales presenta ventajas e inconvenientes. Las dificultades para reali­
zar a gran escala estos procesos no son sólo de orden técnico sino económico ya que los 
productos resultantes deben competir entre otros, con los derivados de la industria pe­
troquímica cuyos precios son en la actualidad inferiores a los que alcanzaron durante la 
crisis energética y que generaron unas perspectivas para la transformación de celulosa 
muy optimistas. 
Los procesos discontinuos clásicos presentan el problema de la inhibición de la 
actividad enzimática como consecuencia de la acumulación en el medio de los productos 
de hidrólisis, fundamentalmente glucosa y celobiosa. 
Actualmente se están investigando diversos esquemas operativos que permiten 
retirar estos productos a medida que se producen. Así, por ejemplo, los reactores de 
membrana de ultrafiltración, que son reactores convencionales equipados con una mem­
brana de poro adecuado para que los enzimas puedan ser retenidas en el interior del 
reactor junto con los sustratos macromoleculares, permiten que los productos finales se­
an retirados a través de dicha membrana al mismo tiempo que se sustituye con solución 
tampón nueva el filtrado eliminado. 
Otros sistemas que permiten el reciclado de los enzimas y la separación de los 
productos de hidrólisis son los sistemas acuosos de doble fase. Las dos fases de estos 
sistemas se forman con polímeros sólidos como el dextrano y el polietilenglicol que son 
biocompatibles por su alto contenido en agua. Los azúcares formados durante la etapa 
de hidróHsis se distribuyen en la fase superior, de donde pueden ser separados mediante 
un sistema de ultrafiltración o ser fermentados directamente, mientras que los enzimas y 
el sustrato se distribuyen en la fase inferior. 
Por último, la acumulación de glucosa y otros azúcares en el medio de hidrólisis 




Aunque es evidente que en los últimos años se han realizado considerables avan-
ces en el campo de la hidrólisis enzimática de materiales lignocelulósicos, quedan, sin 
embargo, aspectos importantes del proceso que requieren un estudio profundo que 
permita encontrar soluciones a los problemas planteados. La estrategia a utilizar debe 
perseguir una doble finalidad. Por un lado, es necesario aumentar el rendimiento final de 
transformación de celulosa a glucosa, que se puede abordar desde distintos fi^entes tales 
como selección de pretratamientos, mejora en la eficiencia de producción de celulasas y 
en el conocimiento de su comportamiento bioquímico, desarrollo de procesos de hidróli-
sis, etc. El otro objetivo es el de incrementar la viabilidad económica a las fi*acciones ma-
yoritarias, que junto con la celulosa constituyen los materiales lignocelulósicos, es decir, 
hemicelulosa y lignina, definiendo claramente los procesos globales de transformación. 
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2.3.1. DEFINICIÓN Y CONCEPTO DE ENZIMA INMOVILIZADO 
Los enzimas son biocatalizadores biológicos, cuyo uso ha ido extendiéndose gra­
dualmente a una gran variedad de campos, como la producción de alimentos, la industria 
textil, la medicina, etc. Los recientes descubrimientos de la Bioquímica han dado como 
resultado la clarificación del mecanismo de las reacciones enzimáticas y el descubrimien­
to de nuevas ílientes de enzimas, y junto con el progreso de la Microbiología aplicada, se 
ha extendido ampHamente el rango de aplicación de los enzimas. Sin embargo, los enzi­
mas son generalmente inestables y no pueden utilizarse con determinados disolventes or­
gánicos o a elevadas temperaturas (Chibata, 1978). Convencionalmente, las reacciones 
enzimáticas se llevan a cabo en reactores donde se incuba la mezcla de enzima y sustrato. 
En esta técnica es muy difícil recuperar el enzima activo después de la reacción para una 
posible reutilización. En este tipo de ensayos, el enzima y otras proteínas contaminantes 
se eliminan mediante la aplicación desnaturalizante de valores de pH extremos o trata­
miento con calor para separar el producto de la mezcla de reacción. Estas operaciones no 
resultan económicamente rentables ya que después de cada reacción, se pierde el enzima 
aplicado. 
Para eliminar las desventajas inherentes a los enzimas y conseguir catalizadores 
de elevada actividad, estabilidad y especificidad apropiada, se han orientado las investi­
gaciones hacia dos líneas principales: (i) síntesis de polímeros bioquímicos que posean 
una actividad similar a los enzimas y (ii) la modificación de los enzimas microbianos me­
diante procesos de inmovilización. Esta es la línea que se desarrolla en el presente traba­
jo de investigación. Los enzimas inmovilizados se definen como "enzimas confinados o 
localizados en mía región definida del espacio, con reíefjción de su actividad catalítica, 
la cual puede ser utilizada repetida y continuamente ". 
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2.3.2. CLASIFICACIÓN DE ENZIMAS INMOVILIZADOS 
Existen diversas formas de clasificar los distintos tipos de enzimas inmovilizados, 
que dependen en cierta medida de la definición utilizada para describirlos. El concepto de 
enzima inmovilizado incluye a (Kennedy y White, 1991): 
a) Enzimas modificados mediante técnicas adecuadas hasta hacerlos insolubles 
en agua. 
b) Enzimas solubles utilizados en reactores equipados con membranas de ultra-
filtración semipermeables, que permiten el paso de los productos de reacción 
resultantes de la hidrólisis de sustratos de peso molecular elevado, reteniendo 
las moléculas de enzima dentro del reactor. 
c) Enzimas cuya movilidad ha sido restringida al unirlos con macromoléculas, 
de forma que la molécula global formada sea aún soluble en agua. 
La clasificación debe basarse sobre todo en el tipo de interacción responsable de 
la inmovilización y de la naturaleza del soporte. La Fig. 2.7 muestra el sistema de clasifi­
cación utilizado por Kennedy y White (1991), así como los métodos individuales, que se­
rán tratados con más detalle en el apartado siguiente. 
De todos estos métodos, la adsorción y la unión covalente son las técnicas más 
utilizadas (Trevan, 1980; Messing, 1985; Woodward, 1985). No obstante, si se pretende 
conseguir la estabilización enzimática, el método más eficaz suele ser la modificación de 
la estructura nativa del enzima por agentes químicos (como por ejemplo reactivos bifian-
cionales) para formar enlaces intramoleculares o la unión de la proteína enzimática a so­
portes sólidos (Smalla et ai, 1988). Hay que tener en cuenta que, con frecuencia, los 
enzimas se desnaturalizan como consecuencia de la pérdida de su conformación tridi­
mensional. Por tanto, cualquier método que ayude al mantenimiento de la estructura 
proteica (como aquellos que fijan las moléculas enzimáticas a un soporte), incrementará 
su estabilidad, siempre y cuando el proceso de inmovilización no implique residuos del 




La importancia de la elección del soporte de inmovilización adecuado radica en 
que las características finales de la preparación enzimática están estrechamente relacio­
nadas con el soporte utilizado. De hecho, el soporte ideal debería cumplir las siguientes 
características: (1) presentar una gran superficie específica y suficiente permeabilidad, (2) 
tener un alto coeficiente de difusión para el sustrato, (3) poseer grupos fijncionales a los 
que pueda unirse el enzima, (4) ser hidrofílico, (5) ser insoluble, (6) tener estabilidad 
química, mecánica y térmica, (7) formar partículas rígidas, (8) ser resistente al ataque mi­
crobiano, (9) permitir su regeneración, y (10) ser un material seguro. 
Métodos de inmovilización de enzimas 
Enzimas insolubles Enzimas solubles 
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2.3.3. PRINCIPALES MÉTODOS DE INMOVILIZACIÓN DE EN-
ZIMAS 
En los últimos años el número de métodos disponibles para la inmovilización de 
enzimas se ha incrementado considerablemente. Los métodos generales, que se describen 
a continuación, son concordantes con el sistema de clasificación descrito previamente. 
Tal y como ya se ha mencionado, para que un enzima inmovilizado conserve su 
actividad catalítica, es necesario que el procedimiento de inmovilización no altere los 
grupos ftincionales implicados en el centro activo ni afecte su estructura espacial. Por 
esta razón, las técnicas de inmovilización requieren condiciones extremadamente precisas 
y suaves de temperatura, pH, concentración salina, etc. (Vieth y Venkatasubramanian, 
1974a). 
Aunque las técnicas de inmovilización han sido clasificadas en varias categorías 
básicas, en muchos casos el método seguido para inmovilizar un determinado enzima es 
una combinación de dos o más de estas categorías. En todo caso, las principales técnicas 
de inmovilización de enzimas insolubles podrían incluirse en alguna de estas tres catego-
rías (Chibata, 1978): 
a) Atrapamiento, que supone la reclusión de los enzimas entre las láminas de un 
ge! semipermeable o el englobamiento en una membrana polimérica semiper-
meable. 
b) Enlace a un soporte, que supone el enlace de los enzimas a soportes insolu-
bles en agua. 
c) Entrecruzamiento, que supone la reticulación intermolecular de los enzimas 




Este método de inmovilización consiste en retener a un enzima dentro de la red 
espacial de una matriz polimérica o de una membrana, de forma que se evite la liberación 
de la proteína sin impedir la penetración del sustrato. Esto restringe inmediatamente la 
aplicación del proceso a aquellas reacciones en las que las moléculas del producto y del 
sustrato son relativamente pequeñas. Puesto que el enzima no está unido de ninguna 
forma al gel o a la membrana, el método puede aplicarse mas generalmente que cualquier 
otro para el atrapado de cualquier tipo de enzimas, células microbianas y orgánulos de 
diferentes tamaños independientemente de sus propiedades y con poca pérdida de la ac-
tividad biológica. Este método tiene una amplia aplicabilidad, pero sin embargo, si se uti-
liza una reacción que conlleve una polimerización inadecuada o incompleta del soporte 
puede tener lugar la pérdida de actividad enzimática. Por ello, es necesario en seleccionar 
las condiciones idóneas de inmovilización para cada enzima (Chibata, 1978). 
En este método se incluyen el atrapado en geles y en fibras y el microencapsula-
do. 
2.3.3.1.1. ATRAPADO EN GELES 
En el método de atrapado en geles los enzimas se localizan en el interior de los 
espacios intersticiales de geles poliméricos entrecruzados insolubles en agua. Así por 
ejemplo, se han atrapado enzimas en el interior de redes de poliacrilamida o alginato de 
calcio llevando a cabo su polimerización y/o entrecruzamiento en presencia de la proteína 
enzimática (Kierstan y Coughlan, 1985). En la mayoría de los casos se requiere un alto 
grado de entrecruzamiento en la matriz para optimizar el atrapado y disminuir las pérdi-
das de proteína. Sin embargo, un entrecruzamiento demasiado apretado podría limitar la 
difusión del sustrato hacia el interior o del producto hacia exterior de la matriz. 
• Geles de poliacrilamida. 
La inmovilización en geles de poliacrilamida fue la primera técnica de atrapado 
empleada, y con ella Bernfeld y Wan (1963) inmovilizaron tripsina, papaína, P-amilasa y 
D-fructosa bifosfato aldolasa. En la Fig. 2.8 se esquematiza el método más usual para el 
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atrapado enzimático en este tipo de geles, el cual se realiza por polimerización de la so­
lución acuosa del monómero de acrilamida y del enzima soluble en presencia del agente 
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Fig. 2.8. Esquema del atrapamiento de enzimas en geles de poliacrilamida. 
La polimerización de la acrilamida se inicia con la adición de persulfato amónico 
(K2S2O8) (o riboflavina) y se acelera por la adición de N,N,N',N'-tetrametiletilendiamina 
(TEMED), o menos frecuentemente, de 3-dimetilamino-propionitrilo (DMAPN). 
En el sistema persulfato amónico-TEMED, el TEMED cataliza la formación de 
radicales libres y el persulfato inicia la polimerización. Por lo tanto, son necesarias bases 
libres en el TEMED, por lo que la polimerización ha de realizarse a valores de pH bajos. 
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Cuando se incrementa la concentración del catalizador, la velocidad de reacción aumen-
ta. Además, es necesario mantener la temperatura por debajo de 25°C y llevar a cabo la 
reacción en ausencia de oxígeno para prevenir la desnaturalización térmica de las molécu-
las de enzima, aunque la generación de radicales libres durante la reacción puede, en al-
gunos casos, provocar la degradación del enzima. 
En contraste con la polimerización química que tiene lugar con el persulfato, 
cuando se usa el sistema riboflavina-TEMED es necesaria la energía luminosa para inicial 
la polimerización. Esta produce la descomposición de la riboflavina y genera los radicales 
libres necesarios (Hames, 1981). 
El gel resultante puede dispersarse mecánicamente en partículas del tamaño de-
seado (Kennedy, 1991), aunque en el proceso de homogeneización hay que cuidar que 
una distribución demasiado amplia de tamaños de poro en el gel provoque pérdidas del 
enzima atrapado (Bernfeld y Wan, 1983). En todo caso, como es bien sabido, el tamaño 
efectivo del poro está directamente relacionado con la concentración de acrilamida pre-
sente en la mezcla de reacción, disminuyendo cuando aumenta la concentración de acri-
lamida (Hames, 1981). 
• Geles de alginato de calcio 
El gel de alginato de calcio también es (y ha sido) ampliamente utilizado para la 
inmovilización de proteínas enzimáticas y células microbianas debido a la simplicidad de 
la técnica y las condiciones suaves de su realización (Fukushima et ai, 1988). En 1975 
Hackel et al aplicaron por primera vez alginatos de aluminio para el atrapado de células 
completas. 
El alginato es un polisacárido estructural procedente de algas marinas (aunque 
también es secretado como polisacárido extracelular por algunas especies de bacterias), 
que contiene P-D-manopiranosil uronatos y a-L-gulopiranosil uronatos en una secuencia 
regular de enlaces (1^4) (Fig. 2.9). Ambas secuencias homopoliméricas se han encon-
trado juntas, aunque con distinta extensión en todas las moléculas de alginato. También 
se han encontrado secuencias donde aparece una mezcla de los dos monómeros. 
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Este polisacárido en presencia de soluciones de cationes monovalentes, forma 
soluciones viscosas incluso a concentraciones bajas. En contraste, con soluciones de ca-
tiones divalentes (especialmente calcio) tiene lugar la formación del gel. 
4M-MV 'G-GV^M-G^ 
:oo"Nd 
M E GE 
Ácido D-manuroníco Ácido L-gulurónico 
Fig. 2.9. Estructura química de alginatos. 
Para la inmovilización en geles de alginato, el enzima se añade a una solución 
acuosa de alginato de sodio, a la que se añade, posteriormente y gota a gota, una solu-
ción de cloruro de calcio que produce la precipitación en forma de gel de enzima-
alginato calcico (Shovers y Sandine, 1973). La formación de este enrejado iónico ñie de-
sarrollada originalmente por Thiele (1954). Una desventaja de este tipo de enrejado es su 
reversibilidad: el gel ionotrópico no es estable en presencia de concentraciones elevadas 
de soluciones de electrolitos (K ,^ Na""...). La tolerancia del gel al electrolito depende de 
los coeficientes de selectividad del alginato, especialmente de su relación M/G (ácido D-
manurónico/ácido L-gulurónico). Se ha demostrado que los alginatos con mayor número 
de grupos de ácido manurónico son mucho más estable en soluciones de concentraciones 
elevadas de electrolitos (Vorlop y Klein, 1983). Otra desventaja de los geles ionotrópicos 
es su inestabilidad en soluciones que contengan fosfato, ya que los cationes multivalentes 
(Ca^ "", etc.) precipitan redisolviéndose la matriz (Vorlop y Klein, 1983). 
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2.3.3.1.2. ATRAPADO EN FIBRAS 
Dinelli y colaboradores (Dinelli et al, 1976) desarrollaron un método de inmovi-
lización de enzimas por atrapado dentro de las microcavidades de fibras sintéticas, de 
forma que las moléculas de enzima pudieran quedar atrapadas en fibras producidas con-
tinuamente mediante técnicas convencionales de hilado en húmedo. Con esta técnica, el 
polímero formado de fibras se disolvía en un solvente orgánico inmiscible en agua y se 
formaba una emulsión con la solución acuosa del enzima. Esta emulsión se estrusionaba 
en un líquido de coagulación (frecuentemente tolueno o éter de petróleo), que hacía que 
el polímero precipitara en forma de filamentos con microgotas de la solución de enzima 
atrapado dentro de las microcavidades del polímero (Dinelli et ai, 1978). La principal 
causa de inactivación del enzima en esta técnica era el uso de disolventes orgánicos in-
miscibles con el agua para la solubilización y dispersión del polímero. 
Este método presenta varias ventajas con respecto al anterior, puesto que utili-
zando fibras muy finas se puede conseguir una gran área de unión para el enzima; ade-
más, las fibras soportan los medios ácidos y básicos débiles, las fiaerzas iónicas altas y al-
gunos disolventes orgánicos y dependiendo del polímero usado son resistentes a los ata-
que microbianos. También se puede inmovilizar más de un enzima de forma que se ob-
tengan sistemas multienzimáticos. El polímero más usado es el acetato de celulosa. 
2.3.3.1.3. MICROENCAPSULADO 
El microencapsulado de enzimas consiste en atrapar al enzima en membranas po-
liméricas semipermeables esféricas con diámetros entre 1 y 100 nm. De esta forma, se 
encapsulan físicamente los enzimas dentro de la membrana de manera tal que las molécu-
las de producto y substrato puedan difundir a través de ella libremente siempre que sus 
tamaños sean lo suficientemente pequeños para que esto sea factible. Los primeros traba-
jos de inmovilización de enzimas en este tipo de soportes datan de comienzos de los años 
60 (Chang, 1964). 
La encapsulación de enzimas en membranas esféricas de polímeros semipermea-
bles puede llevarse a cabo mediante varios métodos (separación de fases, polimerización 
interfacial, membrana surfactante líquida y métodos de secado de líquidos). 
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2.3.3.2. UNION A SOPORTES INSOLUBLES 
La unión de un enzima a un soporte insoluble es el método más antiguo (Nelson y 
Griffin, 1916) y común para la inmovilización de enzimas. Dependiendo del tipo de unión 
del enzima al soporte, pueden llevarse a cabo procesos de inmovilización por adsorción 
física, iónica, quelación (o unión metálica) y unión a través de enlaces covalentes (Fig. 
2.7). En cualquiera de estos métodos, la selección del soporte insoluble y el método de 
unión tienen una importancia máxima. Lógicamente, el soporte ideal para una aplicación 
dada seria aquél que aumentara la interacción con el substrato, disminuyera la inhibición 
por el producto, cambiara el pH aparente óptimo hasta el valor deseado, fi-enara el cre-
cimiento microbiano y fuera fácilmente recuperable para poder volver a utilizarlo. En el 
caso de que se emplee en un reactor, el soporte deberá ser estable en solución y no dete-
riorarse en las condiciones de reacción. Cuando se emplee en reactores de lecho fijo, de-
berá ser mecánicamente rígido y tener un grado de compactación bajo en operaciones 
continuas a velocidades de flujo altas. Cuando el enzima inmovilizado se utilice en apli-
caciones médicas, el soporte no deberá provocar respuestas inmunes o reacciones de 
coagulación. Messing (1975) indica un método de selección de soportes apropiados para 
usos industriales considerando todas estas propiedades. En los apartados siguientes, se 
detallan los principales métodos para inmovilizar enzimas a soportes insolubles. 
2.3.3.2.1. ADSORCIÓN FÍSICA 
La adsorción física es, desde el punto de vista histórico, el primer método artifi-
cial de inmovilización de enzimas (Nelson y GrifFm, 1916). Este método es el más sim-
ple, entre todos los destinados a la preparación de inmovilizados, y se basa en la adsor-
ción fisica de las moléculas de enzima a la superficie de una matriz sólida, por contacto 
de una solución acuosa del enzima con el soporte mediante inmovilización estática, elec-
trodeposición, inmovilización en reactor o baño con agitación. 
Puesto que no hay especies reactivas implicadas, en este método suele producirse 
un ligero o incluso nulo cambio conformacional del enzima durante su inmovilización, 
por lo que puede obtenerse un derivado con actividad específica similar a la del enzima 
disuelto. La adsorción depende de variables experimentales tales como el pH, la natura-
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leza del solvente, la fuerza iónica, la cantidad de enzima y de adsorbente, el tiempo y la 
temperatura, por lo que se necesita controlarlas estrictamente debido que las fuerzas de 
unión entre la proteína y el adsorbente son relativamente bajas (puentes de hidrógeno, 
fuerzas de Van der Waals, interacciones hidrofóbicas, etc.). 
Un inconveniente en esta metodología de inmovilización es la posible desorción 
de la proteína del soporte debido a la debilidad de las fuerzas de unión entre ellos con las 
consiguientes desventajas de la pérdida de actividad catalítica y de la contaminación de 
los productos de reacción. 
Los soportes utilizados en este método suelen ser tanto compuestos inorgánicos 
(como carbón, cristal poroso, arcillas, kaolinita, silica gel, bentonita, hidroxiapatito y gel 
de fosfato calcico, etc.) como polímeros naturales (como el almidón, gluten, etc.). 
2.3.3.2.2. UNIÓN POR ENLACES IÓNICOS 
La inmovilización mediante enlaces iónicos se basa, principalmente, en la unión 
iónica de las moléculas de enzima a soportes sólidos que contienen restos cambiadores 
de iones. En algunos casos, sin embargo, también se puede producir la adsorción física. 
La principal diferencia entre este método y el de adsorción es que la fuerza de unión en-
tre el enzima y el soporte es mucho más alta en el enlace iónico, aunque sea menor que la 
existente en el método de enlace covalente. La preparación de enzimas inmovilizados por 
enlaces iónicos se lleva a cabo mediante los procedimientos similares a los citados en la 
adsorción física. 
Debido a la naturaleza iónica de las fuerzas de enlace, en algunos casos puede 
producirse la liberación del enzima cuando se utilizan concentraciones elevadas de sus-
trato, soluciones con fuerzas iónicas altas o se producen variaciones en el pH. Sin em-
bargo, dadas las condiciones suaves utilizadas para la inmovilización, los cambios con-
formacionales sólo se producen en pequeña extensión (si es que se producen), dando lu-
gar a enzimas inmovilizados con actividades elevadas. 
Los soportes usados en el método de enlace iónico son cambiadores de iones 
preparados frecuentemente a partir de soportes orgánicos, aunque también pueden usarse 
compuestos inorgánicos (especialmente sílice) con los mismos o similares grupos cam-
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biadores de iones. Los polímeros orgánicos se derivan de polisacáridos (principalmente 
dextrano y celulosa) y los polímeros sintéticos de poliestireno. En función del grupo 
cambiador de iones, los soportes pueden ser cambiadores amónicos o catiónicos, depen­
diendo de su capacidad para cambiar aniones (cloruros o hidroxilos) o cationes (iones hi­
drógeno y sodio) con los correspondientes residuos amónicos o catiónicos del enzima. 
Los cambiadores de aniones más usados incluyen derivados de DEAE, TEAE y EC-
TEOLA, mientras que los cambiadores de cationes más utilizados son derivados carbo-
ximetilos. 
2.3.3.2.3. QUELACIÓN O UNIÓN METÁLICA 
Es una técnica relativamente nueva que implica el uso de metales de transición 
como una forma de activar la superficie del soporte, permitiendo el acoplamiento directo 
del enzima sin transformación química previa del soporte, a través de la formación de 
quelatos. Entre los soportes utilizados, se encuentra el vidrio, la quitina, la celita, el ácido 
algínico, la gelatina, los poli- (ácidos 4 y 5-acrilaminosalicílicos) y la celulosa que se han 
utilizado para inmovilizar enzimas y antibióticos. 
La activación de los soportes con compuestos de metales de transición, 
(normalmente cloruro de titanio IV), permite obtener soportes conteniendo quelatos ac­
tivos de metales de transición capaces de unir moléculas de enzima por reemplazamiento 
de, por ejemplo, los enlaces cloruro-metal, por grupos presentes en la molécula de enzi­
ma. Se ha demostrado que las etapas de lavado implicadas en este proceso conducen a la 
hidrólisis del compuesto metálico para dar el correspondiente hidróxido de metal 
(Kennedy, 1979). La sustitución del ligando hidroxilo por los grupos amino, carboxilo, 
etc. del enzima provoca la inmovilización. 
En este método pueden producirse también desorciones (al igual que en otros 
muchos métodos de inmovilización), aunque los avances más recientes en el campo de la 




2.3.3.2.4. UNIÓN POR ENLACES COVALENTES 
Los métodos de inmovilización a través de enlaces covalentes consisten en unir 
covalentemente el enzima a matrices insolubles en agua y son uno de los métodos más 
utilizados e investigados para la inmovilización enzimática. La selección de las condicio-
nes de inmovilización en este caso es más difícil, ya que con fi"ecuencia implican condi-
ciones más complicadas y menos suaves. Sin embargo, una vez formados los enlaces co-
valentes que inmovilizan al enzima, en la mayor parte de casos las preparaciones son es-
tables y no lixivian el enzima a la solución, incluso en presencia del substrato o de solu-
ciones de alta concentración iónica. 
La inmovilización de un enzima mediante enlace covalente a un soporte debería 
implicar únicamente a grupos funcionales del enzima que no sean esenciales para la ac-
ción catalítica. Por tanto, no deben utilizarse reactivos que actúen sobre el centro activo 
del enzima. Con el fin de conseguir una mayor actividad en las preparaciones y prevenir 
la inactivación por reacción con los residuos de aminoácidos esenciales del centro activo, 
se han diseñado una serie de métodos, entre los que destacan (Zaborsky, 1973): 
• Enlace del enzima en presencia de un substrato o un inhibidor competitivo. 
• Enlace de un complejo enzima-inhibidor formado mediante un enlace covalente 
reversible. 
• Uso de un enzima soluble modificado químicamente de forma que el enlace 
covalente a la matriz se lleve a cabo mediante los residuos nuevos incorpora-
dos. 
• Uso de un zimógeno precursor. 
Las reacciones que pueden darse entre los distintos tipos de soportes y grupos 
reactivos del enzima incluyen: reacción de diazotación, formación de enlaces amida, al-
quilación y arilación, formación de bases de SchifF, amidinación, intercambio tiol-
disulfiaro, interacciones Hg-enzima, acoplamiento inducido mediante irradiación gamma, 




Este método se basa en la formación de enlaces covalentes entre las moléculas de 
enzima mediante reactivos bi- o multifuncionales, que dan lugar a la formación de agre-
gados tridimensionales entrecruzados totalmente insolubles en agua pero que no necesi-
tan el uso de soportes adicionales. Este método implica la adición de la cantidad apro-
piada de agente entrecruzante a la solución del enzima en condiciones tales que se ob-
tengan múltiples enlaces covalentes. Desgraciadamente, las condiciones óptimas para 
obtener la máxima insolubilidad conservando a la vez una actividad enzimática elevada 
deben ser determinadas para cada sistema mediante un procedimiento de ensayo y error. 
Además, la utilización de agentes entrecruzantes es un método útil para la modificación 
química de los enzimas en un intento de incrementar su estabilidad (Kobayashi y Takat-
su, 1994). 
Los reactivos necesarios para el entrecruzamiento pueden tener dos grupos fun-
cionales idénticos (homobiñincionales) o dos o más grupos funcionales diferentes 
(heteróbi- o heteromultifuncionales). Los principales reactivos utilizados contienen: 
(a) grupos funcionales carboxilos que reaccionan con residuos de L-lisina for-
mando una base de Schiff, 
(b) grupos diazo que reaccionan con residuos de L-lisina, L-histidina, L-tirosina, 
L-arginina o L-cisteína mediante reacciones de acoplamiento diazo, 
(c) grupos isocianato que reaccionan formando enlaces amida (peptídico), 
(d) yoduros de alquilo que reaccionan con residuos nucleofílicos dando reaccio-
nes de alquilación, 
(e) yodoacetamidas que reaccionan con residuos de L-cisteína por alquilación. 
2.3.3.3.1. INMOVILIZACIÓN CON GLUTARALDEHÍDO 
La primera referencia sobre inmovilización por entrecruzamiento con glutaralde-
hído se atribuye a Quiocho y Richards (1964). Estos autores trataron carboxipeptidasa A 
con glutaraldehído como reactivo biflincional y obtuvieron un enzima inmovilizado por 
enlaces intermoleculares irreversibles capaces de resistir condiciones extremas de pH y 
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temperatura. De hecho, el reactivo más utilizado en el entrecruzado molecular es el glu-
taraldehido. En relación al mecanismo de inmovilización, inicialmente se creía que tenia 
lugar la formación de una base de Shiff entre los grupos aldehidos del reactivo y los gru­
pos amino de la molécula de enzima (Fig.2.10). No obstante, la estabihdad excepcional 
de los enlaces a pH y temperaturas extremas implicaba la adición conjugada de los gru­
pos amino del enzima con los dobles enlaces etilénicos de los oligómeros a y p-
insaturados presentes en las soluciones acuosas comerciales de glutaraldehído utilizadas 
frecuentemente (Fig. 2.11) (Richards y Knowles, 1968). Esta teoría se ha visto reforzada 
posteriormente, por el hecho de que la reactividad del glutaraldehído recién destilado 
frente a proteínas, es mucho menor que la del producto comercial. La formación de un 
complejo insoluble dependía claramente de las concentraciones relativas de enzima y 
reactivo así como del pH y la fuerza iónica de la solución (Brown, 1976). 
Con concentraciones óptimas de proteína de 50 a 200 mg mi"' y de glutaraldehído 
del 0,3% al 0,6%, y con una relación de reactivo a enzima del 10% se obtenía un produc­
to homogéneo e insoluble con una actividad enzimática óptima (Jansen et al, 1971). Sin 
embargo, la influencia del tiempo, la temperatura y la concentración iónica sobre los 
rendimientos de inmovilización requerían la optimización para cada enzima concreto. Las 
concentración de glutaraldehído, el tiempo de entrecruzamiento y el pH son variables 
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Fig. 2.11. Reacción de adición conjugada de los grupos amino del enzima a los dobles enlaces 
etilénicos de los oligómeros a, p-insaturados de las soluciones de glutaraldehído co-
mercial. 
Un hecho importante es que con este reactivo bifuncional normalmente se 
confiere mayor estabilidad al enzima inmovilizado, si bien, muchas veces este incre-
mento se obtiene a expensas de una disminución de la actividad enzimática. 
2.3.3.4. INMOVILIZACIÓN DE ENZIMAS SOLUBLES 
Todos los métodos de inmovilización de enzimas descritos implican la modifica-
ción del enzima o de su microambiente ocasionando alteraciones de su comportamiento 
frente al pH y la temperatura así como en su cinética, que con frecuencia conducen a una 
disminución relativa de actividad frente a la del enzima libre. Para poder utilizar un enzi-
ma en estado nativo (soluble) de forma continua durante mucho tiempo, se han diseñado 
métodos físicos de confinado que utilizan membranas semipermeables, fibras huecas, o 
membranas de ultrafíltración. Los métodos utilizados pueden incluir una modificación 
química, aunque ésta no es esencial. 
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2.3.4. ENZIMAS INMOVILIZADOS EN MEDIOS EDAFICOS 
Los enzimas presentes en el suelo (implicados en importantes reacciones de los 
ciclos nutricionales) se encuentran bien en estado extracelular o bien asociados a células 
vivas proliferantes o no, a células muertas o a restos celulares. Los enzimas de la fase 
acuosa del suelo tienen generalmente una vida corta, porque resultan inactivados por una 
serie de procesos de adsorción, desnaturalización o degradación. Sin embargo, estos en­
zimas pueden estabilizarse y permacer activos durante largos periodos de tiempo si se 
asocian a coloides húmicos (Burns, 1987a). 
De hecho, enzimas extraídos del suelo se encuentran asociados a partículas húmi­
cas (Pérez Mateos et al, 1987; Busto y Pérez-Mateos, 1995). No obstante, y aunque se 
han descrito las propiedades químicas de estos complejos húmico-enzimáticos 
(Nannipieri et al., 1988), la interacción entre los enzimas y sus soportes poliaromáticos, 
así como su formación y su posible función en el suelo y la rizosfera, resultan todavía 
desconocidos. 
La materia húmica se considera un polielectrolito altamente cargado con una 
configuración enrollada al azar, dominado químicamente por un esqueleto fenólico muy 
estable (Burns, 1987b). Este polifenol puede asociarse con gran número de sustancias 
orgánicas naturales o xenobióticas (polisacáridos, pesticidas, enzimas), que presentan 
una elevada resistencia a su biodegradación a diferencia de sus contrapartidas solubles. 
Adicionalmente, estas sustancias húmicas pueden estabilizarse en el suelo por su fijación 
a arcillas. 
Un análisis degradativo de los complejos húmico-enzima no ha esclarecido la 
naturaleza de la asociación, que no sólo preserva la estructura terciaria del enzima, sino 
que también la protege de agentes medioambientales (ej. temperaturas extremas, deshi-
dratación, proteolisis). Existen dos mecanismos de actuación que permiten el estudio de 
la relación entre los enzimas y sus soportes poliaromáticos, y del proceso por el cual este 
complejo se ha originado en el suelo: (i) extraer los ácidos húmicos del suelo y estudiar 
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las interacciones y efectos que tienen sobre los enzimas y (ii) preparar complejos húmico-
enzima sintéticos análogos a los del suelo (Sarkar y Burns, 1984). 
La síntesis de estos complejos se basa en el hecho de que los compuestos fenóli-
cos pueden servir de sustrato a enzimas como peroxidasas y lacasas para formar radica-
les y quinonas las cuales pueden polimerizarse a través de uniones covalentes o por adi-
ción nucleofílica (Rowell et al, 1973; Ladd y Butler, 1975; Greco et al., 1990). Un pro-
ceso de síntesis de estos complejos se detalla en la Fig. 2.12. Puede observarse que el 
método más eficaz de inmovilización es la adición del enzima cuando empiezan a con-
densarse las quinonas para producir el polímero polifenólico, presentándose en este 
punto los mejores resultados de estabilidad y actividad. Esto sugiere que el mecanismo 
de asociación es mediante unión covalente o por puentes de hidrógeno, más que por una 
simple adsorción o atrapamiento. 
Adicionalmente, los copolímeros resultantes tienen propiedades físicas y químicas 
(análisis elemental, grupos funcionales, grado de condensación, análisis de IR, capacidad 
de cambio iónico, etc.) muy similares a los complejos húmico-enzimáticos que se encuen-
tran de forma natural en el suelo (Sarkar y Burns, 1984). Además, estos complejos enzi-
máticos artificiales tienen una alta resistencia a la degradación proteolítica, una vez aña-
didos al suelo (Burns, 1987b). Por tanto, puede elevarse artificialmente una determinada 
actividad catalítica en el suelo, lo que permite pensar en situaciones beneficiosas para la 




15 min Peroxidasa 
Quinona 
12 h Condensación 
Polifenol 
ENZIMA: baja actividad; baja estabilidad 
ENZIMA: alta actividad; alta estabilidad 
ENZIMA: baja actividad; media estabilidad 
Fig. 2.12. Síntesis de complejos húmico-enzima usando monofenoles como resorcinol, ti-
rosina y guayacol. La actividad del complejo formado es comparada con la del 
enzima libre y la estabilidad ensayada frente a elevadas temperaturas y pro-
teolisis (Bums, 1987b). 
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2.3.5. PROPIEDADES DE LOS ENZIMAS INMOVILIZADOS 
Cuando un enzima es inmovilizado en la superficie o interior de los poros de una 
matriz, su microambiente y por tanto sus propiedades son diferentes a las del enzima li-
bre. 
Existen dos razones por las que la inmovilización puede causar un cambio 
(aparente) en la características del enzima: (i) se puede modificar directamente la con-
formación del enzima y por tanto su fianción, o bien (i¡) puede crearse un microambiente 
alrededor del enzima que sea diferente del común al resto de la fase. El microambiente 
facilitado por la matriz del polímero puede afectar al enzima, determinando un diferente 
reparto de moléculas en el microambiente del enzima y en el resto de la fase y/o restrin-
giendo la libre difiisión de moléculas hacia el interior de la matriz del polímero, o dentro 
ya de ella. Todos o ninguno de estos efectos (resumidos en la Fig. 2.13) pueden tener lu-
gar en cada caso concreto. 
La inmovilización puede tener efectos directos sobre las características intrínse-
cas de un enzima induciendo a inactivación total o parcial (causada por cambios confor-
macionales o reacción de algún grupo esencial en el centro activo del enzima), o a otros 
cambios conformacionales menores que pueden causar desestabilización, alteración de 
efectores alostéricos o de características cinéticas o incluso de estabilización. 
El microambiente que rodea a un enzima inmovilizado (y en el que influye la ma-
triz de polímero) puede afectar el comportamiento aparente del enzima si provoca una 
distribución heterogénea de solutos entre el entorno del enzima y el conjunto de la fase 
en la que el enzima inmovilizado se encuentra disperso. Estos efectos microambientales 
pueden ser fenómenos de reparto o de difiisión limitada. 
El reparto desigual de solutos es consecuencia de sus interacciones hidrofóbicas 
o electrostáticas con la matriz del polímero y afecta tanto a los solutos que no participan 
en la reacción como a los que sí lo hacen, provocando su concentración o agotamiento 
en las proximidades del enzima. 
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Inmovilización 
Características intrínsecas • Características intrínsecas 









Características efectivas observadas experimentalmente 
Fig. 2.13. Efecto del proceso de inmovilización sobre las características intrínsecas de los enzi­
mas. 
La limitación de la difusión libre de moléculas de soluto, debida a la presencia 
física de la matriz polimérica, determina el agotamiento de moléculas de sustrato y la 
acumulación de producto alrededor del enzima. La limitación impuesta a la difusión pue­
de ser de dos tipos. Por una parte, la barrera que se opone a la difusión puede estar 
constituida por una capa fija de solvente(ca/7a de Nenist) que rodea la partícula del en­
zima inmovilizado, lo que se llama limitación de la difusión externa. Alternativa o simual-
tanemente, la limitación a la difusión puede ocurrir dentro de la matriz del polímero -
difusión interna-, y entonces, difusión y reacción concurren en la misma zona. Cuando la 
limitación a la difusión tiene lugar alrededor o dentro de una partícula de enzima inmovi­
lizado que está actuando en una reacción, se llega a alcanzar un estado estacionario en el 
que la velocidad de la difusión de un soluto hacia dentro o hacia fuera de una determina­
da porción del volumen de la partícula es igual a la velocidad con la que este soluto apa­
rece o desaparece por efecto de la reacción (Trevan, 1990). 
2.3.5.1. ESTABILIDAD ENZIMÁTICA 
La estabilidad de un enzima dado es una función compleja de las condiciones 
ambientales utilizadas. La estabilidad varía con el pH, la concentración de reactivo y la 
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presencia de agentes desestabilizantes. Sin embargo y de forma general la inactivación 
enzimática se atribuye a los efectos térmicos (Cornish-Bowden, 1979). >, 
Es de esperar que la estabilidad de un enzima aumente debido a los efectos esta­
bilizantes de su microambiente o disminuya cuando éste tenga efectos desnaturalizantes 
sobre el enzima. Para establecer, por tanto, los mecanismos que aumenten la estabilidad 
enzimática debe considerarse y conocerse en detalle la propia estructura conformacional 
de la proteína. Esta resulta de la disposición espacial tridimensional adoptada por la mo­
lécula de proteína y los resultados de las interacciones entre las cadenas de aminoácidos 
que se hallan alejadas unas de otras en la secuencia primaria. Cualquier compuesto cuya 
presencia influya en estas interacciones tendrá un efecto sobre la estabilidad. 
Las principales formas de interacción comprenden puentes de hidrógeno, inte­
racciones hidrofóbicas y enlaces iónicos. Los factores que afectan a estas interacciones 
incluyen disolventes orgánicos, pH extremos, detergentes, y altas concentraciones de sa­
les. 
Además de los mecanismos arriba mencionados, la formación de puentes disulfu­
ro entre dos residuos de cisteína resulta de gran importancia en muchos enzimas extrace-
lulares. Este enlace covalente puede ser crítico para la actividad enzimática, y por consi­
guiente, la protección de este enlace de la reducción puede incrementar significativamen­
te la vida media de algunos enzimas. Por lo contrario, muchos enzimas intracelulares ne­
cesitan la presencia de grupos sulfhidrilo reducidos, por lo que será necesario su protec­
ción frente a la oxidación (Gacesa y Hubble, 1990) 
Se ha observado y comprobado que los procesos de inmovilización producen 
cambios en la estabilidad de los enzimas. Así por ejemplo, la inmovilización de enzimas 
proteolíticos podría reducir la capacidad del enzima para producir su propia inactivación 
a través de la autodigestión, ya que se aislarían las moléculas de enzima impidiendo su 
mutuo ataque. Se ha indicado que en un cierto número de sistemas, las proteasas inmo­
vilizadas pueden almacenarse a 4°C durante varios meses sin pérdidas significativas de 
actividad (Goldman et al., 1974). La estabilidad de muchos enzimas inmovilizados puede 
mejorarse utilizando soportes inorgánicos (como el vidrio o materiales cerámicos) en vez 
de polímeros orgánicos, debido a la mayor estabilidad dimensional de este tipo de sopor-
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tes (Messing, 1974). La estabilidad frente a agentes desnaturalizantes también puede 
cambiar en la inmovilización, habiéndose indicado la existencia de un cierto número de 
casos en los que aumenta tras el proceso inmovilizador. 
2.3.5.1.1. ESTABILIDAD OPERACIONAL 
La estabilidad operacional de un enzima inmovilizado depende de su naturaleza 
intrínseca, de las condiciones en las que se ha inmovilizado, del tipo de reactor en el que 
se utiliza y de las condiciones de reacción empleadas. Los factores que estabilizan o 
inactivan los enzimas no se conocen sistemáticamente, ya que los enzimas individuales 
varían mucho en su estabilidad: por ejemplo, los enzimas derivados de organismos ter-
mofílicos pueden ser excepcionalmente estables y no solamente al calor, sino también a 
otros agentes desnaturalizantes. 
La pérdida de afinidad debida a la presencia de un inhibidor debe diferenciarse de 
la pérdida de actividad motivada por la desnaturalización del enzima, por ejemplo por 
calor. En la práctica, pueden existir simultáneamente distintos efectos, de forma que la 
importancia relativa de cada uno (como la oxidación o la degradación proteolítica) de­
pende de cada sistema concreto. 
La inmovilización de un enzima puede influir en la estabilidad operacional, obser­
vándose experimentalmente tanto incrementos como descensos de dicha estabilidad. Por 
ejemplo, las proteasas son más resistentes a la autodigestión cuando se usan en forma 
inmovilizada, puesto que el enlace covalente con el soporte puede estabilizar la estructu­
ra terciaria del enzima por las modificaciones covalentes existentes, y los enzimas se es­
tabilizan frecuentemente por la inmovilización simplemente porque también se concen­
tran por esta operación, ya que la mayoría de los enzimas son más estables cuando se 
mantienen en presencia de una concentración local de proteína elevada. 
La desnaturalización del enzima puede considerarse como un caso especial de 
inhibición enzimática, y los efectos difiasionales incrementan la actividad aparente de la 
célula inmovilizada por un mecanismo similar al efecto descrito primeramente por Ollis 
(1972) para enzimas inmovilizados. La desnaturalización tiene lugar en dos etapas, que 
consisten primeramente en un desenrollamiento reversible de la molécula seguido por 
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una modificación o agregación química irreversible, que da lugar a una disminución de la 
solubilidad de la actividad catalítica de la molécula. Se puede calcular directamente la 
proporción de centros activos del enzima modificados (y por tanto activos catalíticamen­
te) mediante métodos de valoración de centros activos por fluorescencia «in situ». 
Algunos informes acerca del aumento de la estabilidad operacional de los enzimas 
inmovilizados pueden ser, sin embargo, artefactos, debido a las restricciones difusionales, 
que hacen que sólo una parte de todo el enzima inmovilizado sea activo al comienzo de 
su uso, quedando otra parte de dicha actividad en reserva como actividad "fresca", y que 
sólo se va manifestando a medida que la actividad que presenta inicialmente el enzima se 
desnaturaliza (Fig. 2.14). Por tanto, sólo se observa una pérdida de actividad después de 
un período de tiempo suficiente en el que se pierde la actividad enzimática tamponante. 
En ausencia de restricciones difusionales, la actividad decae exponencialmente con el 
tiempo, mientras que cuando existen estas limitaciones, la actividad decae linealmente. 
% actividad 
residual ^ > i . 1 ' — • 
^s»/ 
Periodo de empleo 
Fig. 2.14. Representación de la estabilidad operacional de preparaciones de enzima inmovilizado 
(1) y libre (2) (soluble) con el tiempo. La preparación inmovilizada frecuentemente más 
estable que la del enzima soluble y además existe un periodo durante el cual no parece 
existir pérdida de la actividad enzimática (Wiseman, 1983). • 
Tanto la actividad inicial del enzima inmovilizado como la estabilidad influyen di­
rectamente en el éxito final de su aplicación industrial. Preparaciones con elevada activi­
dad y, comparativamente, baja estabilidad pueden tolerarse cuando los soportes son bara­
tos y abundantes y, por tanto, pueden ser fácilmente descartados después de haber sido 
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usados durante periodos cortos de tiempo, o cuando se regeneran fácilmente. Los enzi­
mas inmovilizados muy estables son, obviamente, el estado ideal cuando el enzima y/o 
soporte es caro y no se puede regenerar, de forma que el operador no está dispuesto a 
descartarlos después de un corto periodo de operación. 
Existen buenos ejemplos que demuestran que la inmovilización incrementa la es­
tabilidad operacional, particularmente cuando se utilizan células inmovilizadas y/o geles 
como soportes. Hay varios factores que influyen en la estabilidad de los enzimas y células 
inmovilizadas. Los desnaturalizantes obvios incluyen el calor, los metales pesados y los 
materiales que rompen la estructura terciaria de los enzimas. Estos factores pueden ac­
tuar directa o indirectamente. Los factores directos incluyen la modificación química del 
enzima, como por ejemplo las proteasas inmovilizadas que pueden estabilizarse mediante 
acilación (Maneepum y Klibanov, 1982). Para mantener la correcta conformación del 
enzima es importante la oxidación espontánea de los aminoácidos esenciales, especial­
mente en el caso de aquellos aminoácidos activos catalíticamente, por lo que los medios 
relativamente anaerobios de muchas matrices de inmovilización pueden ser beneficiosos. 
Un segundo efecto es el ataque por proteasas (secretadas por microorganismos contami­
nantes) que, en el caso de células inmovilizadas, pueden tener un origen endógeno, por 
lo que es importante minimizar la contaminación microbiana. Otros factores incluyen el 
mantenimiento de un medio ambiente con baja actividad de agua por utilización de altas 
concentraciones de reactantes. También hay otros ejemplos bien documentados en los 
que la estabilidad enzimática se ha mejorado uniendo el enzima a un soporte mediante 
enlaces múltiples, de forma que el grado de estabilización alcanzado en la estructura del 
enzima aumenta con el número de uniones de enlaces enzima-soporte (Cheethan, 1991). 
Los efectos indirectos incluyen la obturación de la preparaciones inmovilizadas 
de forma que la actividad enzimática se pierde porque las moléculas de sustrato no pue­
den acceder físicamente al enzima, como por ejemplo, el bloqueo por sólidos de los po­
ros de un enzima inmovilizado en una matriz. Algunos reactantes estabilizan el enzima, 
siendo bien conocido el fenómeno de la estabilización de los enzimas por sus sustratos, 




En investigación los principales problemas que se plantean son el tiempo y los re­
cursos necesarios para realizar los análisis de estabilidad, sobre todo cuando el enzima o 
las células inmovilizadas ya han demostrado tener una buena estabilidad en operaciones a 
gran escala. A veces, se ha recurrido a «análisis acelerado de estabilidad», que consiste 
en hacer operar deliberadamente al reactor a una temperatura por encima de la que se 
espera usar en la práctica. De esta forma, los factores que influyen en la velocidad con la 
que la preparación del enzima inmovilizado pierde actividad se observan con anteriori­
dad. Otra dificultad adicional es que el limite de estabilidad posible para cualquier prepa­
ración enzimática se desconoce durante el experimento, de forma que para cualquier 
tiempo dado no se sabe si se ha alcanzado el 1% o el 99% de la máxima longevidad po­
sible. 
2.3.5.1.2. ESTABILIDAD TÉRMICA 
La actividad catalítica de los enzimas se incrementa cuando se eleva la temperatu­
ra. Sin embargo, los enzimas son proteínas generalmente inestables al calor, de manera 
que habitualmente las reacciones enzimáticas no pueden llevarse a cabo a temperaturas 
altas. Esta estabilidad térmica puede verse incrementada mediante la inmovilización, que, 
de esta forma, amplia la utilización potencial de estos biocatalizadores. 
Se ha estudiado la estabilidad térmica de muchos enzimas y se ha observado que 
la inmovilización puede producir incrementos o descensos o no influir en la estabilidad 
frente a la temperatura de los distintos enzimas (Chibata, 1978). 
2.3.5.1.3. ESTABILIDAD AL ALMACENAMIENTO 
La estabilidad de los enzimas durante el almacenamiento es otro factor importan­
te a considerar. Un amplio estudio de diferentes enzimas inmovilizados sobre distintos 
soportes indicaba que este proceso puede afectar positiva o negativamente la estabilidad 
durante en el periodo de almacenamiento (Chibata, 1978). 
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2.3.5.2. PROPIEDADES CINÉTICAS 
En la inmovilización de un enzima, su actividad especifica disminuye frecuente­
mente debido a la desnaturalización causada por el procedimiento de inmovilización. Sin 
embargo, una vez inmovilizado el enzima está bajo la influencia del microambiente del 
soporte que puede ser netamente distinto al existente en la solución libre. El microam­
biente puede ser resultado de las propiedades físicas y químicas de la matriz soporte o 
deberse a las interacciones de la matriz con las moléculas de sustrato o producto impli­
cadas en la reacción enzimática. 
Se ha demostrado la existencia de cambios en el pH óptimo de un enzima produ­
cidos por la inmovilización. La comparación, a varios valores de pH, de la actividad de 
un enzima unido a una matriz con la actividad de su contrapartida libre ha puesto en evi­
dencia que si el enzima está unido a una matriz cargada negativamente, el pH óptimo 
evoluciona hacia la alcalinidad, es decir, el enzima inmovilizado alcanza la actividad má­
xima a un pH aparentemente más alto. Este efecto se debe a que los grupos de la matriz 
cargados negativamente atraen una delgada película de iones hidrógeno positivos, crean­
do de este modo un microambiente para el enzima unido con una mayor concentración 
de iones hidrógeno (menor pH) que la concentración en la solución donde se está mi­
diendo el pH (Katchalski et al, 1971). De forma similar, para una matriz cargada positi­
vamente el cambio aparente del pH óptimo es hacia el lado ácido, pero a fiíerzas iónicas 
altas este efecto desaparece. 
La constante aparente de Michaelis disminuye más de un orden de magnitud 
cuando se utiliza un sustrato de carga opuesta a la del soporte. Nuevamente, esto sólo 
sucede a fuerza iónica baja. Ambos efectos pueden estudiarse matemáticamente inclu­
yendo la distribución de carga de Maxweell-Boltzmann en el tratamiento del potencial 
electrostático y de las ecuaciones de Michaelis-Menten respectivamente. 
La difusión del sustrato desde el seno de la solución al microambiente de un en­
zima inmovilizado puede ser un factor importante en la limitación de la velocidad de 
reacción. Puede suponerse la existencia de una película de difusión (Lilly et al., 1968) 
que cubre la superficie del enzima inmovilizado, dentro de la cual la concentración de 




inmovilizado está relacionada con el espesor de la película de difusión, que a su vez de­
termina la concentración del sustrato en las proximidades del enzima y por tanto la velo­
cidad de reacción. El efecto de este control por la difusión es que la velocidad de reac­
ción varía con la velocidad de agitación, o la velocidad de flujo de la solución de sustrato 
en el caso de un lecho de relleno. El efecto del peso molecular del sustrato puede ser 
muy pronunciado, ya que las moléculas grandes difunden a velocidades menores y están 
más sujetas a interacciones estérícas con la matriz. Se ha demostrado que la actividad 
relativa de los enzimas inmovilizados sobre los sustratos de peso molecular elevado es 
menor que sobre los sustratos de peso molecular bajo. En algunos casos, este control por 
la difusión puede ser ventajoso frente a las moléculas grandes de inhibidor presentes en 
una mezcla de reacción que no podían afectar al enzima inmovilizado. Los efectos de 
difusión también pueden influir en el microambiente cuando se produzcan en la reacción 
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3.1. INDUCCIÓN DE ENZIMAS CELULOLITICOS 

Material y métodos 
La optimización de la producción de enzimas a partir de microorganismos depen­
de de una serie de factores interrelacionados. Ello significa, en términos prácticos, que un 
enzima sólo puede sintetizarse durante parte del ciclo de crecimiento. Una complicación 
adicional está en el hecho de que un enzima determinado sólo se produce cuando el mi­
croorganismo está creciendo en un medio cuya composición sea adecuada. 
Esencialmente existen dos clases identificables de enzimas: 
a) Constitutivos: en proporción minoritaria con respecto al total. Sin embargo 
se trata de enzimas que están implicados, en general en aspectos centrales del 
metabolismo. Se producen continuamente, al margen de la presencia o no de 
sustrato. 
b) Inductivas: grupo mucho más amplio que el anterior. Estos enzimas se sinte­
tizan en proporciones muy bajas, hasta que un sustrato adecuado pasa a estar 
disponible por el organismo, entonces, dicho sustrato o un producto derivado 
de su degradación induce un gran incremento de la síntesis. 
Los enzimas celulolíticos pertenecen a este último grupo de enzimas. No obstan­
te, las características del inductor natural no se conocen en su totalidad aunque se ha 
demostrado que celulosa, celobiosa, sefarosa y lactosa, entre otros carbohidratos, son 
buenos inductores del complejo celulolítico. 
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3.1.1. CULTIVO DE MICROORGANISMOS CELULOLITICOS 
Los enzimas celulolíticos utilizados en el presente trabajo de investigación, se 
obtuvieron a partir de inóculos de los hongos Aspergillus tjiger y Trichoderma reesei 
procedentes de la Colección Española de Cultivos Tipo. Dichos microorganismos se 
desarrollaron en los medios y condiciones de cultivo que se detallan a continuación. 
^A.lA.C\}l.Tl\OD¥. ASPERGILLUS NIGER 
3.1.1.1.1. CULTIVO EN MEDIO LÍQUIDO 
El medio de sales utilizado para el cultivo en medio liquido de A. niger estaba 
compuesto por las siguientes sales (WoUum II, 1982): 
-NaNOs 0,50 gl"^ 
-K2HPO4 1,00 g r ' 
- MgS04-7H20 0,50 g r^  
-FeS04-7H20 0,01 gl'^ 
El medio de cultivo se preparaba mezclando en agua destilada los compuestos 
anteriores en las cantidades indicadas, ajustando el pH a 7 con HCl 0,1 M y llevando el 
volumen final a 1 1. 
En matraces erlenmeyers de 250 mi se adicionaban 100 mi del medio de cultivo 
en el que se disolvían 0,2 g de peptona. Los matraces se tapaban con algodón hidrófobo 
y se autoclavaban durante 20 minutos a 121°C. Posteriormente, se dejaban enfriar apro-
ximadamente a 50°C, y se añadían 0,4 g de celobiosa (Calidad Sigma) como única fuente 
de carbono. Disuelto el inductor, se inoculaba cada uno de los matraces, con 5 mi de 
suspensión de esporas de A. niger, y se sometían a incubación estática a 30°C durante 7 
días. 
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3.1.1.1.2. CULTIVO EN MEDIO SÓLIDO 
Se utilizaron tubos de agar inclinado con un medio de agar Czapek-Dox: 
Sacarosa 30,00 g 1"^  
NaNOs 3,00 gl-^ 
MgS04 0,50 g r ' 
MgCb 0,50 g r^  
FeS04 0,01 gl-^ 
K2HPO4 1,00 g r ' 
- Agar-agar (Calidad Sigma) 13 g 1"^  
Se preparaba el medio mineral disolviendo los compuestos referidos (excepto el 
agar-agar) en 1 1 de agua destilada. En cada tubo de ensayo se pesaba 0,104 g de agar-
agar, donde se añadían 8 mi del medio salino. Una vez tapados los tubos con algodón 
hidrófobo, se disolvía el agar en un baño de agua caliente. Disuelto el agente solidificante 
se esterilizaban en autoclave a 12rC durante 20 minutos. A continuación, se dejaban 
enfriar en posición inclinada hasta que el agar Czapek-Dox estaba completamente solidi-
ficado. 
Los tubos de agar inclinado se inoculaban con un asa de siembra a partir de una 
suspensión de esporas de A. niger. Una vez inoculadas las muestras se introducían en un 
incubador de humedad controlada a 30°C durante 7 días. 
3.1.1.2. CULTIVO DE TRICHODERMA REESEI 
3.1.1.2.1. CULTIVO EN MEDIO LÍQUIDO. 
En el desarrollo del hongo celulolítico T. reesei se utilizó el medio auxihar Cza-
pek-Dox. Para ello, se disolvían los compuestos indicados a continuación en 1 1 de agua 
destilada y se ajustaba el pH final de la solución a 5,0 con HCl 0,1 M: 
- Sacarosa 30,0 g 1'^  
- NaNOs 3,0 g f^  
- MgS04 0,5 g r^  
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-MgCb 0,5 gl-' 
-FeS04 0,01 g r ' 
-K2HPO4 1,0 g r ' 
A 50 mi del medio mineral, previamente esterilizado, se adicionaba un inoculo de 
T. reesei, procedente de un tubo de agar inclinado (agar-glucosa-patata). Los cultivos se 
desarrollaban durante 7 días a 28°C bajo agitación orbital de 150 rpm. 
Para la inducción y, por consiguiente, producción masiva de los enzimas celulolí-
ticos, se utilizaba un medio mineral diferente al anterior que constaba de las siguientes 
sales: 1,4 g de sulfato amónico [(NH4)2S04]; 2,0 g de dihidrogenofosfato potásico 
(KH2PO4); 0,3 g de cloruro de calcio (CaCb); 0,3 g de urea; 0,6 g de sulfato magnésico 
heptahidratado (MgS04-7H20); 0,0098 g de sulfato ferroso heptahidratado 
(FeS04-7H20); 1,49 g de sulfato de manganeso (MnSOj); 0,00174 g de sulfato de cinc 
heptahidratado (ZnS04.7H20); y 0,75 g de peptona (Calidad Sigma) en un volumen final 
de 1 1. 
El medio era esterilizado en autoclave (121°C) durante 20 minutos y, una vez 
enfriado a temperatura ambiente, se le adicionaba celulosa MN-300 (Calidad Sigma) al 
0,4% como fílente de carbono e inductor de la síntesis enzimática. Posteriormente, se 
inoculaban 100 mi del medio de cultivo con 10 mi de caldo de T. reesei obtenido con el 
medio auxiliar Czapek-Dox. La mezcla se mantenía a 28°C, bajo agitación orbital (150 
rpm), durante 7 días. 
3.1.1.2.2. CULTIVO EN MEDIO sóLroo 
Se utilizaron tubos de agar inclinado, empleando agar-patata-glucosa como me­
dio de cultivo. Este medio consistía en una mezcla de los siguientes productos y en las 
concentraciones indicadas: 
- Infusión de patata 40 g f' 
- D-glucosa 20 g P' 
-Agar-agar 15 gl'^ 
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Los tubos se preparaban según se indica en el aptdo. 3.1.1.1.2. Posteriormente, 
se inoculaban con T. reesei y se incubaban en estufa, con humedad controlada, a 28°C 
durante 14 días. 
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3.1.2. AISLAMIENTO ENZIMATICO 
3.1.2.1. EXTRACCIÓN DE P-GLUCOSIDASA DEA NIGER 
Se utilizó P-glucosidasa exocelular procedente del hongo celulolítico A. niger. 
Para la separación del micelio del medio exocelular, se filtraban 100 mj del cultivo mi­
crobiano a través de filtros de 0,45 \xm. El extracto se purificaba parcialmente y se con­
centraba mediante ultrafiltración y diálisis fi^ente a tampón fosfato a pH 5,4, a través de 
membranas de 100.000 NMWL y 10.000 NMWL respectivamente, utilizando un sistema 
de filtración tangencial Minitan® de Millipore. Las muestras obtenidas se congelaban, 
liofilizaban y almacenaban a -18°C hasta su utilización. 
3.1.2.2. EXTRACCIÓN DE CELULASAS DE T. REESEI 
Las celulasas utilizadas en el presente trabajo se obtuvieron a partir de cultivos de 
T, reesei utilizando como inductor de la síntesis microbiana celulosa MN-300. El proce­
so de aislamiento implicaba filtrar el cultivo fiíngico a través de membranas de 0,45 \xm. 
para separar el micelio del medio extracelular. El extracto enzimático filtrado se dializaba 
a través de membranas de 10.000 NMWL, frente a tampón acetato a pH 5, utilizando el 
sistema de filtración tangencial Minitan® de Mllipore. Posteriormente, el extracto se 
congelaba, liofilizaba y almacenaba a -18°C hasta su posterior utilización. 
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3.2. TÉCNICAS DE INMOVILIZACIÓN DE ENZIMAS 
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3.2.1. INMOVILIZACIÓN EN GELES DE ALGINATO DE CALCIO 
El alginato es un polisacárido estructural muy abundante en algas marinas. Con­
tiene unidades de P-D-manopiranosil y a-gulopiranosil uronato en una secuencia regular 
de enlaces (1-4). Este polisacárido en presencia de cationes monovalentes forma solucio­
nes viscosas incluso a bajas concentraciones. Sin embargo, en presencia de cationes diva-
lentes (generalmente calcio) da lugar a la formación de geles. 
Hay que destacar que la estructura de los geles de alginato, puede destruirse por 
la presencia de agentes quelantes (como fosfatos y citratos), debido a la formación de 
complejos con el calcio. Por lo tanto, cuando se evaluaba la actividad p-glucosidasa in­
movilizada en geles de alginato de calcio, era necesario cambiar el tampón fosfato a pH 
5,4, empleado habitualmente como medio de incubación para este enzima, por tampón 
tris-maleico al mismo valor de pH. 
3.2.1.L REACTIVOS 
R.l. Alginato de sodio al 1, 2 y 3%: Pesar 1, 2 y 3 g, respectivamente, de 
alginato de sodio y adicionarlos lentamente sobre 80 mi de agua destila­
da. Una vez disueltos enrasar el volumen a 100 mi. 
R.2. CaCh 0,05; 0,10y 0,20M: Disolver 5,55; 11,10 y 22,20 g, respectiva­
mente, de cloruro de calcio, en 1 1 de agua. 
R.3. CaCli 0,03 M: disolver 3,33 g de cloruro de calcio en I 1 de agua desti­
lada. 
3.2.1.2. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
La inmovilización en alginato de calcio se realizaba mezclando 5 mi de solución 
enzimática con 10 mi de alginato de sodio (R. 1). Esta mezcla se extruía gota a gota me-
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diante una bomba peristáltica (7 mi min"') sobre 25 mi de CaCb (R.2) que se encontraban 
bajo agitación magnética moderada. A medida que las gotas caían sobre la solución de 
calcio se formaban las perlas de gel que se mantenían en agitación durante diferentes 
tiempos (30, 60, 120 y 240 min). Las perlas obtenidas, para cada uno de los tiempos 
aplicados se lavaban repetidas veces con 12,5 mi de CaCl2 0,03 M (R.3), hasta actividad 
enzimática nula de las aguas de lavado. Para evaluar la actividad p-glucosidasa se distri­
buía 1/5 del peso total de las perlas en cada bote de incubación (equivalente a 1 mi de 
enzima libre), y se determinaba la actividad enzimática según se indica en el aptdo. 3.3.1. 
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3.2.2. INMOVILIZACIÓN EN CELES DE POLIACRILAMIDA 
La poliacrilamida es una de las matrices más utilizadas para el atrapamiento de 
enzimas, fundamentalmente por su especial característica de ser un soporte no iónico. En 
este proceso de inmovilización el enzima queda atrapado en el interior de los espacios 
intersticiales formados por el polímero insoluble en agua. 
La inmovilización enzimática se lleva a cabo por copolimerización de acrilamida 
(en solución acuosa), en presencia del enzima, utilizando N,N-metilenbisacrilamida (BIS) 
como agente de unión. La reacción se iniciaba con una solución de persulfato amónico y 
se aplicaba como catalizador de la misma N,N,N',N'-tetraetiletilendiamina (TEMED). 
3.2.2.L REACTIVOS 
R.L Acrilamida al 5, 10, 15, 20 y 25% (p/v) /BIS al 0,4; 0,8; 1,2; 1,6 y 
2,0% (p/v): Se pesaban las cantidades adecuadas correspondientes a la 
concentración de cada uno de los monómeros, se disolvían en agua 
destilada y se enrasaba el volumen a 100 mi. 
R.2. (NH4)S208 al 2,5% (p/v): Se disolvían 0,25 g de persulfato amónico en 
agua destilada enrasando el volumen a 10 mi. 
R.3. Diamina de N,N,N',N'-tetraetileülendiamina (TEMED) al 0,5% (p = 
0,77gmi '): 0,65 mi de TEMED se llevaban a un volumen final de 10 
mi con agua destilada. 
R.4. Tampón fosfato de Sorensen (Na2HP04/KH2P04) a pH 5,4: Se disol­
vían 9,080 g de KH2PO4 en 1 1 de agua destilada (sol. A). Por otra par­
te, se disolvían 9,477 g de Na2HP04 en 1 1 de agua destilada (sol. B). 
Para ajustar el pH de la solución tampón a un valor de 5,4 se mezclaban 
las soluciones anteriores en la siguiente proporción: 
967 mi de sol. A + 33 mi de sol. B 
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3.2.2.2. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
Esta técnica de inmovilización suponía mezclar 3 mi de la solución de acrilamida / 
BIS (R. 1) con 1 mi de tampón fosfato (R.4) en el que previamente se habían disuelto 50 
mg de enzima. Posteriormente se adicionaban 0,5 mJ de persulfato amónico (R.2) y 0,5 
mi del catalizador TEMED (R.3). Teniendo en cuenta que la reacción es exotérmica, y 
que temperaturas elevadas afectan a la proteína enzimática, el proceso se realizaba en 
baño de hielo. 
Finalizada la polimerización (el tiempo variaba dependiendo de las concentracio-
nes de monómero utilizadas) se procedía a la homogeneización del gel. Para ello se adi-
cionaban al gel 25 mi de tampón fosfato a pH 5,4 y se sometía a la acción de un homo-
geneizador Ultra Turrax T25 durante 1 minuto a 9500 rpm. Durante todo el procedi-
miento las muestras se mantenían en un baño de hielo. La mezcla se separaba por filtra-
ción y el gel obtenido se lavaba varías veces con 10 mi de tampón fosfato hasta que en 
las aguas de lavado no se detectaba actividad enzimática. 
Hay que señalar que es necesario tomar todo tipo de precauciones en la manipu-
lación de las mezclas acrilamida /BIS pues los monómeros son sustancias altamente neu-
rotóxicas. 
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3.2.3, INMOVILIZACIÓN POR ASOCIACIÓN A HUMATOS 
EDÁFICOS 
La inmovilización por humatos edáficos suponía la estabilización del enzima por 
formación de enlaces débiles (iónicos, polares o hidrofóbicos) entre radicales aminoácido 
y los grupos hidroxilo y/o carbonilo abundantes en el material húmico. Además, el con-
tacto se prolongó el tiempo suficiente para facilitar también la formación de enlaces cova-
lentes. 
3.2.3.1. REACTIVOS 
R.L Na4P207 IOH2O 0,01 M: Se disolvían 4,461 g de pirofosfato de sodio 
decahidratado en 800 mi de agua, ajustando el pH a 12,5 con NaOH 0,5 
M. El volumen final se llevaba a 1 1 enrasando con agua destilada. 
3.2.3.2. EXTRACCIÓN DE HUMATOS EDÁFICOS 
Muestras de 20 g de un suelo Ocre humifero de montaña (ver aptdo. 3.4.2.3.1) se 
colocaban en un bote de polietileno de 250 mi junto con 100 mi de pirofosfato tetrasódi-
co 0,01 M a pH 12,5 (R. 1). El pH final de la mezcla, pH de extracción, se ajustaba a un 
valor de 7,5 con HCl 0,1 M. La suspensión se sometía a agitación vertical (1,05 x g) 
durante 18 horas. Transcurrido este tiempo la mezcla se centrifijgaba a 21.000 x g duran-
te 20 minutos a 4°C, y se filtraba el sobrenadante a vacío a través de papel Whatman n-
6. El residuo sólido se despreciaba y el sobrenadante se congelaba y liofilizaba. El liofili-
zado obtenido se almacenaba a -18°C hasta su utilización para la inmovilización enzimá-
tica. 
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3.2.3.3. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
En este trabajo se estudió el efecto de la concentración de ácidos húmicos sobre 
el proceso de inmovilización. Para ello, se prepararon 4 disoluciones de ácidos húmicos 
de concentraciones 1, 2, 4 y 10 mg humatos ml'V 
El protocolo de inmovilización consistía en mezclar en un bote de polietileno de 
25 mi, 3 mi de solución de ácidos húmicos con 3 mi de solución enzimática (2 mg enzima 
mi"') y 4 mi de tampón fosfato a pH 5,4. Las proporciones humatos/enzima estudiadas 
fueron: 1/2; 1/1; 2/1 y 5/1 (p/p). Las mezclas se sometían a agitación orbital (150 rpm) a 
diferentes temperaturas (4, 30 y 45°C) y tiempos de agitación (15, 60, 120 y 240 min). 
Paralelamente, y por separado se aplicaba el mismo tratamiento a una muestra de 
enzima libre y de extracto húmico. Para ello, se mezclaban 3 mi de solución de humatos, 
o de enzima, con 7 mi de tampón fosfato. 
Se ensayaba la actividad P-glucosidasa del enzima inmovilizado, del enzima libre 
y de las soluciones de humatos para cada temperatura y tiempo de inmovilización. 
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3.2.4. INMOVILIZACIÓN CON HUMATOS POR ENTRECRUZA-
MIENTO A TRAVÉS DE GLUTARALDEHÍDO 
De forma complementaria a la experiencia anterior se estudió el efecto de un 
agente bifuncional (glutaraldehído) en el grado de inmovilización. El glutaraldehído po­
sibilita la formación de enlaces cruzados entre grupos amino del material húmico y de la 
proteina enzimática. 
La inmovilización se llevaba a cabo mezclando 4 mi del reactivo bifuncional al 
2,50; 6,25 ó 12,50%, con 3 mi de extracto húmico y 3 mi de solución de enzima. De esta 
forma, se conseguían unas concentraciones finales de glutaraldehído durante el proceso 
de inmovilización del 1,0; 2,5 y 5,0%, respectivamente. La mezcla se sometía a agitación 
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3.2.5. INMOVILIZACIÓN POR COPOLIMERIZACION FENOLICA 
En este trabajo se planteó la síntesis de copolímeros de p-glucosidasa-resorcinol 
análogos a los complejos humato-enzima del suelo, como un método de estabilización de 
enzimas. 
3.2.5.1. REACTIVOS 
R. 1. H2O2 al 0,5%: 1,67 mi de peróxido de hidrógeno al 30% se llevaban a 
100 mi con agua destilada. 
R.2. Resorcinol 11,2 mg mi''\ se disolvían 1,120 g de resorcinol en 100 mi 
de tampón fosfato a pH 5,4. 
R.3. Peroxidasa 1 mg mi'': disolver 10 mg de peroxidasa calidad Bóehringer 
Mannheim (228,8 U mg'^ ) en 10 mi de tampón fosfato a pH 5,4. 
3.2.5.2. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
La técnica utilizada fue descrita por Sarkar y Bums (1984). Consistía en adicio-
nar a la misma velocidad (1,7 mi min"'), con ayuda de una bomba peristáltica, las solu-
ciones de H2O2 (Rl ) y resorcinol (R.2) sobre la solución de peroxidasa (R.3), que se 
mantenía en agitación. A los 5 minutos del inicio del bombeo (momento en que comen-
zaban a formarse las quinonas) se adicionaba, mediante una bomba peristáltica, 10 mi de 
extracto enzimático (5 mg mi*') a la velocidad de 1 mi h'\ En todo momento, tanto la 
solución de peroxidasa como las soluciones enzimáticas se mantuvieron en baño de hielo. 
Transcurridas las 10 h, la mezcla formada se dializaba frente a agua destilada en la pro-
porción 1:100 (v:v). 
Adicionalmente, se determinó la estabilidad térmica del enzima inmovilizado 
(aptdo. 3.4.4.1) y la vida media del copolímero a 55 y 60°C (aptdo. 3.4.4.2). 
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3.3.1. ENSAYO DE LA ACTIVIDAD B-GLUCOSIDASA 
El método de ensayo de la actividad P-glucosidasa (A^G) utilizado está basado 
en la determinación colorimétrica del p-nitrofenol (pNP) liberado por acción catalítica 
del enzima sobre un sustrato artificial, el p-nitrofenil-P-D-glucopiranósido (pNPG). 
La reacción catalizada corresponde a: 
CHjOH 
H 1 — 0 OH 
-*- VOHH)1 ^«-OH 
H o r n H 
H OH 
R = C /hNO^. 
3.3.LL REACTIVOS 
R. 1. Tampón fosfato de Sorensen a pH 5,4. 
R.2. Tampón tris-maleico a pH 5,4: Se disolvían 24,23 g de THAM 
(trishidroximetilaminometano) y 23,21 g de ácido maleico en 1 1 de agua 
destilada (sol. A). Se preparaba una solución de NaOH 0,2 N (sol. B). 
Para ajustar el pH de la solución tampón a pH 5,4 se mezclaban 250 mi 
de sol. A con 50 mi de sol. B y se diluían con agua hasta 1. 
R.3. Solución del sustrato p-nitrofenil-P-D-glucopiranósido (calidad Bóeh-
ringer) 10 mM: Se diluía la cantidad de sustrato necesaria en el volumen 
adecuado de tampón fosfato (R. 1). 
R.4. CaCU 0,5 M\ Se disolvían 55,495 g de CaCl2 en 1 1 de agua destilada. 
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R.5. Tampón THAM 0,1 M a pH 12: Se disolvían 12,144 g de THAM en 
800 mi de agua, ajustando el pH a 12,0 con NaOH 0,5 M y enrasando el 
volumen a 1 1. 
R.6. Tampón THAM 0,1 M a pH 12: Se disolvían 12,144 g de THAM en 
800 mi de agua y se enrasaba a 1 1. 
3.3.1.2. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
Para el ensayo de la actividad p-glucosidasa se introdujeron algunas modificacio-
nes al método propuesto por Hayano y Katami (1977). El procedimiento suponía mez-
clar 4 mi de extracto enzimático, o un volumen menor que se llevaba a 4 mi con tampón 
fosfato (R. 1), con 1 mi de sustrato (R.3). Las muestras, preparadas por triplicado, se 
tapaban y agitaban para homogeneizar correctamente la distribución del sustrato, y se 
sometían a incubación con agitación orbital (150 rpm) a 3TC durante 1 h. Se incluían 
muestras control en las que el sustrato se adicionaba después de la incubación. 
Transcurrido el tiempo de agitación, se añadía a cada muestra 2,5 mi de CaCb 
(R.4) para eliminar la materia orgánica presente. Posteriormente, se adicionaban 8 mi de 
tampón THAM a pH 12 (R.5), para la extracción del pNP liberado y paralización de la 
acción del enzima, y se incluía 1 mi de sustrato en cada uno de los blancos. Se filtraba 
todo el conjunto para eliminar posibles sólidos que hubieran podido permanecer en sus-
pensión. Finalmente, se medía la absorbancia directamente en el filtrado obtenido o si era 
necesario se realizaban diluciones de las muestras y blancos. En este último caso, se to-
maban 2 mi (muestra) ó 4 mi (blancos) y se enrasaban a 50 mi con agua destilada, previa 
adición de 10 mi de tampón THAM a pH 10 (R.6). La absorbancia debida al color ama-
rillo del p-nitrofenol se cuantificaba en un espectrofotómetro a 410 nm de longitud de 
onda. Los resultados de actividad se expresaban en jig de pNP ml*^  h'\ 
En el caso de inmovilización en geles de alginato de calcio no era posible la utili-
zación de tampón fosfato debido a su interacción con el soporte de inmovilización. Por 
esta razón, se sustituyó por tampón tris-maleico (R.2) que no presentaba ningún proble-
ma y que además, amortiguaba en las mismas condiciones. 
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3.3.1.3. CURVA DE CALIBRADO 
Se preparaba una solución de pNP de 50 ppm (sol. A), a partir de la cual se reali­
zaban las siguientes diluciones: 
f.ig pNP ml'^  
0 mi de sol. A + 10 mi de THAM pH 10 O 
1 mi de sol. A + 10 mi de THAM pH 10 5 
2 mi de sol. A + 10 mi de THAM pH 10 10 
3 mi de sol. A + 10 mi de THAM pH 10 15 
4 mi de sol. A + 10 mi de THAM pH 10 20 
5 mi de sol. A + 10 mi de THAM pH 10 25 
Todos los matraces se enrasaban a 50 mi con agua destilada. Un ejemplo de 
ajuste de recta de calibrado, se detalla en la Fig. 3.1: 
STD# ABS CONC 
1 0,000 0,000 
2 0,127 1,000 
3 0,242 2,000 
4 0,366 3,000 
5 0,484 4,000 
6 0,608 5,000 
CONC = Ko + Ki.ABS 
Ko = -0,0162 
K, i = 8,2635 
r = 0,9999 
Fig. 3.1. Curva de calibrado de pNP. 
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3.3.2. ENSAYO DE LA ACTIVIDAD CARBOXIMETIL- CELULASA 
Este enzima hidroliza las cadenas de celulosa al azar produciendo una mezcla de 
glucosa, celobiosa (principales productos de la reacción) y otros oligosacáridos solubles. 
La actividad carboximetilcelulasa (CMCasa) se determinaba a través del ensayo de azú-
cares reductores siguiendo el método propuesto por Somogyi-Nelson (Wood y Bhat, 
1988). Tal y como se ha indicado en el apartado 3.5.3.1, la determinación de azúcares 
reductores producto de la hidrólisis enzimática, se realizaba en base a su capacidad para 
reducir el ion Cu^ ^ en medio alcalino. 
3.3.2.L REACTIVOS 
Además de los reactivos R. 1, R.2 y R.3 incluidos en el apartado 3.5.3.1.1 del 
ensayo de azúcares reductores, se utilizó: 
R.4. Carboximetilcelulosa (sal sódica) al 1%: se disolvía 1 g de CMC en 
agua destilada y se diluía a 100 mi. 
3.3.2.2. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
El procedimiento de ensayo suponía mezclar en un tubo de ensayo con tapa ros-
cada, 1 mi de solución enzimática ( o un volumen menor que se enrasaba a 1 mi con 
tampón acetato a pH 5) con 1 mi del sustrato (R.4). Las muestras, preparadas por tripli-
cado, se agitaban para homogeneizar el sustrato, y se incubaban en baño de agua a 50°C 
durante 2 h. Se incluían 2 muestras control (blancos) en las que el sustrato se añadía des-
pués de la incubación. 
Transcurrido el tiempo de incubación se determinaba la cantidad de azúcares re-
ductores liberados según se indica en el apartado 3.5.3.1. Los resultados de actividad se 
expresaban en |j.g glucosa ml'^  h"*. 
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3.4.1. ESTUDIO DE LAS C A R A C T E R Í S T I C A S CINÉTICAS 
3.4.1.1. CINÉTICA DE MICHAELIS-MENTEN 
Para calcular los valores de las constantes cinéticas de Michaelis, se determinaba 
la velocidad de reacción enzimática a diferentes concentraciones de sustrato (pNPG): 
0,5; 1;2;5;8; lOy 15mM. 
La ecuación empleada para el cálculo de las constantes cinéticas fue la de Li-
neweaver-Burk: 
1/V = (K„, / Vn,ax)- 1/[S] + 1/Vn,ax 1/V = f ([S]) 
en la que se relaciona la velocidad de catálisis (V) con la concentración de sustrato [S], 
para una concentración de enzima determinada. Las rectas obtenidas por esta represen­
tación se ajustaban mediante cálculo automático por mínimos cuadrados, permitiendo 
calcular las constantes K,n y Vmax-
3.4.L2. INFLUENCIA DEL pH SOBRE LA ACTIVIDAD ENZIMÁTICA 
Se estudió el comportamiento del enzima p-glucosidasa libre e irmiovilizado 
frente a variaciones del pH. Para ello, las muestras se sometían a diferentes pH del medio 
de incubación (2,0; 3,0; 4,0; 5,0; 5,4; 6,0; 7,0 y 8,0), utilizando las siguientes soluciones 
tampón: 
a) Tampón citrato disódico / HCl 0,1 M: 
Solución A: citrato disódico (0,1 M) (21,01 g !"' de CeHgOT-lHíO + 200 mi de 
NaOH 1 N) 
Solución B: HCl 0,1 N 
pH = 2: 30,2 mi sol. A+ 69,8 mi sol. B 
pH = 3: 39,4mlsoi. A + 60,1 mlsol. B 
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b) Tampón acetato 0,1M: 
Solución A: Acetato de sodio 0,1 M (8,204 g 1"' de C3H302Na) 
Solución B: Acido acético 0,1 M ( 6,005 g 1"' de CH3COOH) 
pH = 4: 16,6 mi sol. A+83,4 mi sol. B 
pH = 5: 67,8 mi sol. A + 32,2 mi sol. B 
c) Tampón tris-maleico: 
Solución A: (24,23 g trishidroximetilaminometano + 23,21 g ácido maleico) / 
litro 
Solución B:NaOH 0,2 N 
pH=5,4: 25 mi sol. A + 5,0 mi sol. B + 70,0 mi H2O 
pH = 6,0: 25 mi sol. A + 12,4 mi sol. B + 62,6 mi H2O 
pH = 7,0: 25 mi sol. A + 23,7 mi sol. B + 51,3 mi H2O 
pH = 8,0: 25mlsol. A + 33,9mlsol. B + 41,1 mlHzO 
3.4.1.3. EFECTO DE LA TEMPERATURA DE INCUBACIÓN SOBRE LA AC­
TIVIDAD ENZEMÁTICA 
La temperatura óptima de actividad enzimática se determinó por incubación de 
muestras del enzima libre e inmovilizado a 30, 40, 50, 60, 70 y 90°C. 
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3.4.2. ESTUDIO DE LA ESTABILIDAD ENZIMATICA 
3.4.2.1. ESTABILIDAD TÉRMICA DE LOS ENZIMAS 
3.4 .2 .1 .1 . P R E T R A T A M I E N T O TÉRMICO DE 1 h 
En esta prueba se determinaba el comportamiento de los enzimas libre e inmovili­
zados, cuando se sometían a un tratamiento térmico de corta duración (1 h) con calor 
seco a diferentes temperaturas (30, 40, 50, 60, 70 y 90°C). Finalizado el tratamiento se 
evaluaba en las muestras la actividad enzimática. 
3.4.2.1.2. VIDA M E D U DE LOS ENZIMAS 
Para el cálculo de la vida media, enzimas libres e inmovilizados se sometían a 
diferentes temperaturas (55, 60 y 65°C) durante intervalos fijos de tiempo (O, 1, 2, 3, 4, 
5, 6 y 7 h), evaluándose la actividad enzimática residual. Posteriormente, se determina­
ban las constantes de declive térmico para cada una de las temperaturas por medio del 
análisis de regresión lineal de la representación semilogarítmica del porcentaje de activi­
dad frente al tiempo (Srivastava et al, 1984). 
3.4.2.2. ESTABILIDAD FRENTE A ENZIMAS PROTEOLÍTICOS 
En esta experiencia se estudió la estabilidad de los enzimas frente a la acción de 
proteasas. Para ello, se mezclaban 0,5 mi de la solución de enzima libre con una solución 
tamponada (Tris-maleico pH 7,5) de pronasa liofilizada de Streptomyces griseus (calidad 
Bóehringer Mannhein). La concentración final del enzima proteolítico en la mezcla co­
rrespondía a 0,5 mg mr\ Las muestras se incubaban durante distintos tiempos (O, 1, 3, 6, 
8, 10 y 24 h) a 37°C. Finalmente, se evaluaba la actividad enzimática residual, habiendo 
ajustado previamente el pH de las muestras a 5,4 con HCl 2 M. 
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3.4.2.3. ESTABILIDAD DE LOS ENZIMAS ADICIONADOS AL SUELO 
3.4.2.3. ESTABILIDAD OPERACIONAL EN MEDIOS EDAFICOS 
La actividad enzimática del suelo está estrechamente ligada a su fertilidad. En 
base a este concepto se ha tratado de controlar la actividad enzimática y microbiana del 
suelo, buscando aplicaciones prácticas en un mejor aprovechamiento de los fertilizantes 
agrícolas y la descontaminación del medio ambiente. Por consiguiente, en algunos casos 
sería interesante incrementar y estabilizar la actividad de algunos enzimas, cuya concen-
tración es escasa o nula en el suelo. 
3.4.2.3.L DESCRIPCIÓN DEL SUELO 
El suelo utilizado fue recogido en la provincia de Burgos y correspondía, según la 
clasificación francesa, a un Ocre humífero de montaña. Las muestras utilizadas pertene-
cían al horizonte superficial Ai^  (0-10 cm), habiéndose tamizado a 2 mm y almacenado 
con humedad de campo en bolsas de plástico cerradas a 4°C. 
Las características más importantes del suelo utilizado se detallan en la Tabla 3.L 














4,3 16,5 5,7 14,9 0,00 17,5 48,6 13,3 
^ Capacidad de intercambio catiónico en meq NHi^  100 g' suelo 
3.4.2.3.2. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
A muestras de 50 g de suelo se les adicionaban cantidades variables de enzima 
dependiendo si se aplicaba enzima en forma libre o inmovilizada. Las proporciones utili-
zadas fueron las siguientes: 
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- 0,250 mi de enzima libre / g de suelo. 
- 0,840 mi de enzima inmovilizado en geles de alginato de calcio al 3% / g de 
suelo. 
- 0,400 mi de enzima inmovilizado en geles de acrilamida/BIS (20%/l,2%) / g de 
suelo. 
- 0,200 mi de enzima inmovilizado por ácidos húmicos a través de glutaraldehído 
al 1% / g de suelo. Además se incluía un control con la mezcla humatos-
glutaraldehído sin enzima. 
- 0,250 mi de copolímero fenólico (previamente era concentrado en rotavapor 
hasta reducir su volumen a la cuarta parte) / g de suelo. 
Todas las muestras se realizaban por triplicado, incluyendo además muestras 
control con suelo sin enzima. 
Tanto las muestras como los controles se incubaban en estufa con humedad con­
trolada, a 25°C. Se tomaban muestras a intervalos de tiempo fijos (O, 1, 3, 7, 10, 16, 20, 
30 y 60 días) y se determinaba la humedad y la actividad enzimática residual. 
3.4.2.3.3. DETERMINACIÓN DEL CONTENIDO DE HUMEDAD DE LAS MUESTRAS 
Para calcular la humedad, se utilizaba el método propuesto por Nutting (1943), 
basado en medidas gavimétricas directas de suelo. Para ello, se pesaban 0,5 g de muestra 
y se introducían en estufa a 105-110°C hasta pesada constante (48 h aproximadamente). 
A continuación, se dejaban enfriar en un desecador y pesaban nuevamente. Por diferencia 
de pesos se establecía el contenido porcentual de humedad. Cada valor de humedad era 
el resultado promedio de tres muestras. 
En cada toma de muestra se realizaba el correspondiente cálculo del contenido en 
humedad, ya que todos los resultados experimentales se refirieron a unidad de peso seco. 
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La biodegradación de los materiales lignocelulósicos implica dos etapas funda­
mentales que quedan representadas en la Fig. 3.2. 
Material ligiiocelulósico 
Pretratamiento 
M. lignocelulósico modificado 
Hidrólisis enzimática 
Azúcares monoméricos 
Fig. 3.2. Fases de la degradación de materiales lignocelulósicos. 
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3.5.1. CARACTERIZACIÓN DE LA PAJA DE CEREAL 
El material lignocelulósico estudiado, fue paja de trigo de la variedad Mañero, 
recogida en la zona de Sasamón (Burgos). 
La caracterización de la paja de cereal implicaba un cálculo de la humedad, con-
tenido en materiales solubles, lignina, hemicelulosa, celulosa y cenizas. En el análisis de 
los componentes químicos se siguió el método de Harper y Lynch, (1981). 
Para llevar a cabo el análisis gravimétrico se troceaba la paja a un tamaño apro-
ximado de 1 cm de longitud. Posteriormente, y con estas muestras se llevaban a cabo las 
siguientes experiencias: 
A) Contenido de humedad: Una muestra (1 g) se secaba a 100°C durante 16 h. 
Por diferencia de pesada antes y después del tratamiento térmico se calculaba el % de 
humedad. 
B) Contenido en materiales solubles en apta caliente: 1 g de paja se mezclaba 
con 75 mi de agua destilada y se hervía durante una hora. Tras cambiar el agua, se man-
tenía 1 h más en ebullición. Se secaba a 60*^ 0 durante 16 h y se pesaba. La diferencia de 
pesos permitía calcular el % en materiales solubles en agua caliente. 
C) Contenido en ligtiina: El residuo anterior se mezclaba con 30 mi de H2O 
destilada con 2 mi de ácido acético al 10% y 0,6 g de hipoclorito de sodio (NaClO) y se 
calentaba la mezcla a 75°C durante 1 h. Pasado este tiempo, se adicionaban 2 mi de ácido 
acético y 0,6 g de NaClO. Después de 2 h más de calentamiento las muestras se lavaban 
5 veces con agua, 2 veces con acetona y I vez con éter. A continuación, se secaban las 
muestras a 105°C durante 90 min y se pesaban. La diferencia de pesos permitía calcular 
el % de lignina. 
D) Contenido en hemicelulosa: Se añadían 20 mi de KOH (al 24 %) al residuo 
anterior de paja, permaneciendo la mezcla a temperatura ambiente (20°C) durante 2 h. A 
continuación, se lavaban las muestras sucesivamente con agua (5 veces), ácido acético al 
5% (1 vez), agua (1 vez), acetona (1 vez) y éter (1 vez). Finalmente, se secaba a 105°C 
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durante 90 min y se pesaba. La diferencia de pesos permitía obtener el % de hemicelulo-
sa. 
E) Contenido de celulosa: El peso del residuo corregido por el contenido en ce­
niza era considerado como la cantidad de celulosa. 
F) Contenido en cenizas: La determinación del contenido en cenizas se realizó 
sometiendo 1 g de paja sin tratar a una temperatura de 450**C en una estufa mufla duran­
te 4 h. El peso del residuo permitía calcular el % de cenizas. 
Todas las muestras se realizaron por triplicado, y los datos se expresaron en % 
con respecto a peso seco. 
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3.5.2. PRETRATAMIENTO DE LA PAJA DE CEREAL 
La paja de trigo se sometía a 3 tratamientos previos diferentes: 
1) Tratamiento con un peróxido alcalino (H2O2). 
2) Tratamiento con butilamina. 
3) Tratamiento con NaOH. 
En todos los casos se determinaba la composición del residuo sólido resultante y 
se realizaba un espectro (barrido de longitudes de onda) en el U.V. de las aguas de lava­
do. Para realizar los espectros se diluían en cada caso las aguas de lavado en la propor­
ción adecuada y se registraba la adsorbancia en el rango completo de longitudes de onda 
del ultravioleta. Además, se realizaba un espectro del reactivo utilizado en el pretrata-
miento. 
3.5.2.1. TRATAMIENTO CON PERÓXIDO ALCALINO 
3.5.2.1.1. REACTIVOS 
R. 1. Agua oxigenada al 1% (v/v): Se diluían 3,33 mi de H2O2 de 110 volú­
menes hasta 100 mi con agua destilada. 
R.2. NaOH 0,J N: Se disolvían 4 g de NaOH en 1 1 de agua destilada. 
3.5.2.1.2. P R O T O C O L O EXPERIMENTAL 
Muestras de 1 g de paja (previamente cortadas entre 1-2 cm) se mezclaban con 
50 mi de H2O2 (R.!)• A la suspensión resultante se le ajustaba el pH a 11,5 con NaOH 
0,1 N (R.2) y se sometía a agitación orbital débil (100 rpm) durante 20 h (Gould, 1985). 
El residuo insoluble se recogía por filtración, lavando repetidas veces con H2O 
destilada hasta alcanzar un valor neutro de pH en el filtrado. Finalizada esta operación se 
procedía al secado de las muestras a 110°C durante 48 h hasta pesada constante (Gould, 
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1984). Una vez seca la paja tratada se procedía a su análisis gravimétrico para determinar 
su composición. 
3.5.2.2. TRATAMIENTO CON BUTILAMINA 
3.5.2.2.1. REACTIVOS 
R.l. Bu ti lamina al 1% (p/p)\ 1 g de butilamina se disolvía en 100 mj de 
agua. 
3.5.2.2.2. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
4 g de paja previamente cortados a 1-2 cm, se mezclaban con 80 mi de butilamina 
al 1% (R.l), y se sometían a autoclavado durante 1 h a 121°C. La mezcla enfriada se 
filtraba, y el residuo sólido se lavaba con agua destilada hasta conseguir un pH neutro de 
las aguas de lavado. Posteriormente, se secaba la paja a 105°C durante una noche 
(Tanaka et al, 1988). Una vez seca, se determinaba la composición de la paja mediante 
análisis gravimétrico. 
3.5.2.3. TRATAMIENTO CON HIDRÓXIDO DE SODIO 
3.5.2.3.1. REACTIVOS 
R.l. NaOHal 1% (p/v): 1 g de NaOH se disolvía en agua destilada y se en­
rasaba el volumen a 100 mi. 
3.5.2.3.2. PROCEDIMIENTO EXPERIMENTAL 
Muestras de un gramo de paja, previamente troceada a 1-2 cm, se mezclaba con 
50 mi de NaOH al 1% (R.l), y se sometían a autoclavado a 12rC (2 kg/cm^) durante 1 
h. La mezcla resultante se filtraba y se lavaba con agua destilada hasta conseguir un valor 
de pH neutro en las aguas de lavado. A continuación, se secaba la paja tratada a 120 °C 
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durante 12 h (Estrada el al, 1988). Adicionalmente, se realizaba un análisis de la com­
posición del material lignocelulósico obtenido. 
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3.5.3. HIDRÓLISIS ENZIMATICA DE PAJA DE CEREAL Y DE 
CELULOSAS COMERCIALES 
Para el estudio de las condiciones de hidrólisis enzimática se seleccionaron dos 
grupos diferenciados de materiales lignocelulósicos: (i) sustratos celulósicos comerciales 
(carboximetilcelulosa (CMC) como sustrato soluble, celulosa MN-300 como celulosa 
amorfa y celulosa 4613 como celulosa microgranular) y (ii) paja de trigo nativa y pretra-
tada (ver aptdo. 3.5.2). Todas las experiencias se desarrollaron en condiciones asépticas, 
previo autociavado del material (ligno)celulósico seleccionado, durante 20 min a 121°C. 
Los enzimas celuloliticos empleados fueron: carboximetilcelulasa (CMCasa) ex-
traida de T. reesei (actividad de 825,6 }ig glucosa mg'^  h"^ ) y |3-glucosidase extraída de 
A. niger (21,08 |ig pNP mg'^  h"' de actividad). Las variables del proceso estudiadas fue-
ron: la temperatura de hidrólisis, el pH, la concentración de enzimas celuloliticos, la pro-
porción CMCasa/p-glucosidase inoculadas y la concentración de sustrato hidrolizable. 
Para llevar a cabo la hidrólisis se pesaban, en matraces de 250 mi, 2.5 g de cada 
uno de los sustratos (celulosas comerciales y paja de cereal) autoclavados previamente y 
se añadían 100 mi de tampón acetato a pH 5.0, 25 mg de CMCasa de T. reesei y 25 mg 
de P-D-glucosidasa de A. niger. Posteriormente se incubaban las mezclas a 50°C someti-
das a agitación orbital a 150 rpm. En el trascurso del proceso se tomaron muestras pun-
tuales de 5 mi a distintos intervalos de tiempo (2, 5, 12, 24, 36 y 48 h) y se sometían a 
centrifugación refrigerada (4°C) a 3.500 x g durante 30 min para eliminar los residuos 
sólidos, evaluando posteriormente el contenido de azúcares reductores y de glucosa en el 
sobrenadante. Este proceso se repetía por duplicado para cada sustrato, incluyendo un 
testigo o blanco (el sustrato disperso en el tampón correspondiente sin enzimas). De cada 
matraz de hidrólisis se sacaban 2 muestras para determinar los azúcares liberados durante 
la hidrólisis. Cada valor que aparece en las tablas es el resultado de sustraer a las mues-
tras el valor de los blancos. 
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3.5.3.1. EFECTO DE LA TEMPERATURA 
Teniendo en cuenta que la temperatura de incubación afecta de forma determi­
nante la actividad catalítica de los enzimas, se estudió el efecto, sobre la hidrólisis de los 
materiales celulósicos y lignocelulósicos, a cuatro temperaturas diferentes : 30, 40, 50 y 
60 °C. 
3.5.3.2. EFECTO DEL pH 
Para evaluar el efecto producido por los cambios de pH sobre la actividad catalí­
tica, se ensayaba la actividad hidrolítica cuando el enzima se mezclaba con cinco solucio­
nes de tampón acetato a valores de pH diferentes: 4,0; 4,5; 5,0; 5,5 y 6,0. Con los resul­
tados de este estudio se representaban las curvas pH/actividad y se determinaba el valor 
de pH óptimo de operación para cada sustrato. 
3.5.3.3. EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DE ENZIMAS. 
Como es lógico, la composición de la mezcla de enzimas utilizada en los procesos 
hidrolíticos influía, de manera importante, en los pretratamientos hidrolíticos. Por ello, se 
estudió el efecto producido sobre el proceso cuando se empleaban las siguientes propor­
ciones de CMCasa/p-glucosidasa: 
a) 25 mg CMCasa / O mg p-glucosidasa en 100 mi (CMCasa/pCasa; 1:0) 
b) 25 mg CMCasa / 25 mg P-glucosidasa en 100 mi (CMCasa/pGasa; 1:1) 
c) 50 mg CMCasa / 25 mg p-glucosidasa en 100 mi (CMCasa/pGasa; 2:1) 
d) 100 mg CMCasa / 25 mg p-glucosidasa en 100 mi (CMCasa/pOasa; 4:1) 
e) 25 mg CMCasa / 50 mg P-glucosidasa en 100 mi (CMCasa/pGasa; 1:2) 
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3.5.3.4. EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DE SUSTRATO 
La eficacia del proceso hidrolítico fue ensayada a las siguientes concentraciones 
de sustrato (tanto para celulosas comerciales como para paja de cereal): 0,5; 1,0; 2,5; 5,0 
y 10,0%. Las condiciones de ensayo fueron las indicadas en el apartado 3.5.3. 
3.5.3.5. HIDRÓLISIS DE LOS MATEIUALES LIGNOCELULÓSICOS CON 
ENZIMAS INMOVILIZADOS 
Una vez estudiadas las condiciones óptimas de operación para cada sustrato se 
ensayó un proceso de hidrólisis con enzimas inmovilizados. El estudio supuso la realiza-
ción de tres pruebas paralelas donde los enzimas eran los siguientes: 
1) CMCasa libre + P-glucosidasa libre, 
2) CMCasa libre + p-glucosidasa inmovilizada, 
3) CMCasa + p-glucosidasa coinmovilizadas. 
Para realizar el estudio citado, se añadían las cantidades siguientes de cada enzi-
mas libre e inmovilizado por cada 100 mi de medio de reacción: 
1) 100 mg de CMCasa (para las celulosas comerciales) ó 50 mg de CMCasa 
(para la paja de cereal) con 50 mg de P-glucosidasa. 
2) a) 100 mg de CMCasa (para las celulosas comerciales) ó 50 mg de CMCa-
sa (para la paja de cereal) con 150 mg de P-glucosidasa inmovilizada en 
50 mi de gel de alginato de calcio al 3%. 
b) 100 mg de CMCasa (para las celulosas comerciales) ó 50 mg de 
CMCasa (para la paja de cereal) con 150 mg de P-glucosidasa inmovili-
zada en 50 mi de gel de poliacrilamida (acrilamida / BIS; 20/1,2%). 
3) a) 150 mg de CMCasa (para las celulosas comerciales) ó 75 mg de 
CMCasa (para la paja de cereal ) junto con 150 mg de p-glucosidasa, 
inmovilizados en 50 mi de gel de alginato de calcio al 3%. 
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b) 150 mg de CMCasa (para las celulosas comerciales) ó 75 mg de 
CMCasa (para la paja de cereal) junto con 150 mg de P-glucosidasa, 
inmovilizados en 50 mi de gel de poliacrilamida (acrilamida / BIS; 
20/1,2%). 
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3.5.3. DETERMINACIONES ANALÍTICAS 
3.5.3.1. ENSAYO DE AZÚCARES REDUCTORES 
La determinación de azúcares reductores se realizaba siguiendo el método de 
Somogyi-Nelson (Nelson, 1944; Somogyi, 1952), basado en una medida colorimétrica, 
con lo que se podía llevar a cabo el ensayo de un número elevado de muestras (a dife-
rencia de otras metodologías que al aplicar medidas volumétricas incrementan no sólo el 
material utilizado sino también los tiempos de desarrollo). El método de Somogyi-Nelson 
permite la determinación cuantitativa de azúcares reductores basándose en la capacidad 
de este compuesto de reducir al ion Cu"^ ^ hasta Cu^ en medio alcalino. El Cu^ en presen-
cia de arsenomolibdato amónico forma un complejo estable de color azul, cuya intensi-
dad se mide espectrofotométricamente. 
3.5.3.1.1. REACTIVOS 
R. 1. a) Reactivo de Somogyi I\ Se disolvían por separado 72 g de Na2S04, 6 
g de tartrato sódico-potásico, 12 g de Na2C03 y 6 g de NaHCGs. Se 
mezclaban y se llevaban a un volumen final de 400 mi. 
b) Reactivo de Somogyi II: Se disolvían por separado 18 g de Na2S04, y 
2 g de CUSO4. Se mezclaban ambas disoluciones y se llevaba el volu-
men final hasta 100 mi. 
Estas disoluciones se almacenaban en estufa a 27°C y en el mo-
mento de utilizarse se mezclaban los reactivos Somogyi I y II en la pro-
porción 4:1 (v:v). 
R.2. Reactivo de Nelson: Se disolvían 12,5 g de (NH4)6Mo7024-4H20 en 225 
mi de agua destilada. Sobre esta disolución se vertían lentamente 10,5 
mi de H2SO4 concentrado y se añadían 1,5 g de Na2HAs04'7H20 disuel-
tos en 12,5 mi de agua. La mezcla se incubaba a 37°C durante un perio-
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do de 24-28 h en botella de cristal ámbar y transcurrido este tiempo, se 
almacenaba a temperatura ambiente hasta su uso. 
R.3. Tampón acetato apH 5: Se disolvían 8,204 g de acetato de sodio en 1 1 
de agua (solución A). Por otra parte se pesaban 6,05 g de ácido acético 
glacial y se disolvían en 1 1 de agua (solución B). Para ajustar el pH de 
la solución tampón a un valor de 5 se mezclaban las soluciones anterio-
res en la proporción 678 mi de solución A + 322 mi de la solución B. 
3.5.3.1.2. P R O T O C O L O EXPERIMENTAL 
Para ensayar la cantidad de azúcares reductores se diluían 0,2 mi de muestra (o 
un volumen menor dependiendo de la concentración de azúcares en la muestra) con tam-
pón acetato a pH 5 (R.3) hasta un volumen final de 2 mi en un tubo de ensayo con tapa 
roscada. A continuación, se añadían a cada tubo 2 mi de reactivo de Somogyi (R.l) y se 
introducían en un baño de agua hirviendo durante 15 min. Pasado este tiempo, los tubos 
se enfi*iaban en un baño de agua fi"ía circulante. Una vez alcanzada la temperatura am-
biente, se añadían 2 mi del reactivo de Nelson (R.2) y 4 mi de agua destilada. Por último, 
y tras agitación (y filtrado cuando era necesario), se cuantificaba la absorbancia del fil-
trado en un espectofotómetro a una longitud de onda de 520 nm. Todas las muestras se 
preparaban por triplicado. 
3.5.3.1.3. CURVA DE CALIBRADO 
A partir de una disolución de 250 ppm de glucosa anhidra (solución A) se prepa-
raba una curva patrón mediante las siguientes diluciones: 
Ug glucosa ml"^  
Las 
0,0 mi de sol. A + 2,0 mi de R.3 0 
disoluciones 
0,2 mi de sol. A + 1,8 mi de R.3 5 
anteriores se 
0,4 mi de sol. A + 1,6 mi de R.3 10 
sometían al 
0,6 mi de sol. A + 1,4 mi de R.3 15 
mismo trata-
0,8 mi de sol. A + 1,2 mi de R.3 20 
miento descri-
1,0 mi de sol. A + 1,0 mi de R.3 25 
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to para las muestras. 
Un ejemplo de ajuste de la recta de calibrado se muestra en la Fig. 3.3. 
STD# ABS CONC 
1 0,000 0,0 
2 0,226 5,0 
3 0,473 10,0 
4 0,735 15,0 
5 0,943 20,0 
6 1,207 25,0 
CONC = Ko + Ki. ABS 
K, , = 0,1340 
K, 1 = 20,720 
r = 0,9996 
Fig. 3.3. Curva de calibrado de glucosa. 
3.5.3.2. ENSAYO DE LA CONCENTRACIÓN DE GLUCOSA 
Para la determinación de glucosa se utilizó un método enzimático basado en la 
propuesta realizada en 1956 por Keston sobre el empleo de peroxidasa en presencia de 
glucosa y de un aceptor de oxígeno (p.e. o-dianisidina u o-toluidina). El procedimiento 
aplicado en nuestro trabajo se basaba en las siguientes reacciones enzimáticas acopladas: 
Glucosa oxidasa 
Glucosa + 2 H2O + O2 • Acido Glucónico + H2O2 
Peroxidasa 
H2O2 + o-Dianisidina • o-Dianisidina oxidada 
(incoloro) (color marrón) 
La intensidad del color marrón, evaluada en espectrofotómetro a 450 nm, era 
proporcional a la concentración de glucosa presente en la muestra. 
3.5.3.2. L REACTIVOS 
R. 1. Solución combinada enzima/color (calidad Sigma): 
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a) Solución enzimática: Se disolvía el contenido de una cápsula de en-
zimas PGO [cada cápsula contenia 100 unidades de peroxidasa (de 
rábano) y 500 unidades de glucosa oxidasa (de Aspergilhis niger)\ en 
100 mi de agua destilada. Se almacenaba en un frasco de color topa-
cio a una temperatura de 2-6°C. 
b) Reactivo de color: Se disolvían 50 mg de o-dianisidina en 20 mi de 
agua destilada. Esta solución era estable durante 3 meses si se alma-
cenaba a 4°C. 
c) Reactivo combinado enzima/color: Se preparaba mezclando 100 mi 
de la solución de enzima (a) con 1,6 mi del reactivo de color (b). 
R.2. Ba(0H)2 0,3N (Calidad Sigma), 
R.3. ZnS04 0,3N(CalidadSigma). 
R.4. Solución patrón de glucosa de 250 ppm: Se disolvían 12,5 mg de glu-
cosa en 50 mi de tampón acetato a pH 5,0 para conseguir la concentra-
ción señalada. 
R.5. Tampón acetato apH 5 (ver aptdo. 3.5.3.1.1). 
3.5.3.2.2. PROTOCOLO EXPERIMENTAL 
Una alícuota de muestra (0,5 mi) se mezclaba con 1,5 mi de tampón acetato (pH 
5,0), 1 mi de Ba(0H)2 (R.2) y 1 mi de ZnS04 (R.3) y se agitaba cuidadosamente durante 
varios minutos. La mezcla resultante se centrifugaba a 3000 rpm durante 30 min. Un 
volumen de 0,5 mi del sobrenadante se mezclaba con 5 mi del reactivo de color (R. 1) y 
se incubaba a 37°C durante 30 min. Finalmente se determinaba la absorbancia a 450 nm. 
3.5.3.2.3. CURVA DE CALIBRADO 
A partir de una solución de glucosa anhidra de 250 ppm (sol. A) se preparaban 
las siguientes diluciones: 
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Ug glucosa ml'^  
0,00 mi de sol. A + 0,50mldeR.5 0 
0,11 mi de sol. A + 0,39mldeR.5 5 
0,22 mi de sol. A + 0,28mldeR.5 10 
0,33 mi de sol. A + 0,17mldeR.5 15 
0,44 mi de sol. A + 0,06mldeR.5 20 
A cada una de estas diluciones se le añadían 5 mi de reactivo de color y se incu-
baban durante 30 min a 37°C. Un ejemplo de la recta de calibrado obtenida se muestra en 
laFig. 3.4. 
STD# ABS CONC 
1 0,000 0,0 
2 0,273 5,0 
3 0,545 10,0 
4 0,820 15,0 
5 1,110 20,0 
CONC = Ko + Ki. ABS 
K 0 = ,0702 
K, = 18,067 
r = 0,9999 
Fig. 3.4. Curva de calibrado de glucosa. 
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4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

4.1. INMOVILIZACIÓN DE p-D-GLUCOSIDASA 

Resultados y discusión 
Para degradar enzimáticamente los materiales lignocelulósicos, es absolutamente 
necesario la acción catalítica final de la P-glucosidasa, que, al hidrolizar celobiosa y oli-
gosacáridos de pequeños tamaño, es capaz de evitar la fuerte inhibición que sobre las en-
doglucanasas y exoglucanasas produciría la celobiosa si se acumulase en el medio de 
reacción. Sin embargo, la P-glucosidasa es inhibida a su vez por su producto, la glucosa, 
con lo cual, se hace necesario bien suplementar el complejo con p-glucosidasa exógena o 
bien retirar del medio la glucosa producida en las preparaciones celulolíticas microbianas 
(Stenberg eí al., 1977). Por tanto, la inoculación de P-glucosidasa conduce a un incre-
mento de la velocidad y extensión de la hidrólisis celulolítica (Desrochers eí al., 1981; 
Pérez-Mateos, 1989), aunque provocando un aumento en los costos del proceso global. 
En este sentido, la reutilización y/o incremento en la estabilidad de los enzimas implica-
dos en la degradación de celulosas es esencial para rebajar el costo de los productos fina-
les de reacción. 
La inmovilización de enzimas, una técnica que puede utilizarse para conseguir 
ambos efectos, presenta, en el caso concreto de las celulasas, muchos inconvenientes 
debido a la insolubilidad del sustrato que dificulta enormemente la interacción de éste 
con los enzimas inmovilizados. Por el contrario, la fijación de la P-glucosidasa a un so-
porte no sólo no plantea problemas en la difusión del sustrato, sino que podría reducir la 
inhibición producida por la celobiosa, mejorando así el proceso. Vallander y Eriksson 
(1990) han propuesto la inmovilización de p-glucosidasa, para conseguir dos objetivos: 
(i) mejorar su estabilidad y (ii) disminuir su consumo al posibilitar su recuperación. 
En base a estas consideraciones, hemos estudiado, en la primera parte de este 
trabajo, las condiciones óptimas de inmovilización de P-glucosidasa exocelular, inducida 
en y extraída de cultivos de A. niger, aplicando técnicas de retención de enzimas, como 
paso previo al estudio de la degradación acelerada con enzimas de celulosas comerciales 
y residuos agrícolas. 
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Resultados y discusión 
4.1.1. INMOVILIZACIÓN DE p-GLUCOSIDASA POR ATRAPA-
MIENTO EN CELES 
Tal y como hemos visto en el aptdo 2.3.3.1, la inmovilización por atrapamiento 
en geles supone la retención de los enzimas en los espacios intersticiales de una matriz 
polimérica, cuyo tamaño de poro puede regularse. De hecho, en esta técnica las molécu-
las de enzima quedan confinadas en el enrejado polimérico, impidiéndose su salida fuera 
de la matriz del gel. Sin embargo, los sustratos y productos de reacción de menor peso 
molecular, son capaces de atravesar la red asegurando una transformación continua. 
La inmovilización de enzimas por atrapamiento resulta de amplia apücación debi-
do principalmente a que el enzima no se une de forma directa a la matriz del gel y por 
tanto, no suele provocar grandes cambios en las características intrínsecas de la proteína 
enzimática. No obstante, las condiciones exigidas durante el proceso de polimerización, 
necesario para preparar el gel, pueden llegar a reducir la actividad enzimática, por lo que 
es necesario seleccionar en cada caso, las condiciones más adecuadas de tratamiento. 
Las características físico-químicas de la matriz, en estado de gel, pueden modifi-
car la actividad del enzima atrapado en él. En este sentido, el tamaño de poro y/o su con-
centración, son parámetros críticos a la hora de seleccionar una matriz para una proceso 
determinado ya que, pueden afectar la difiisión del sustrato y producto, limitando la ve-
locidad de reacción de los enzimas atrapados. Sustratos y productos de bajo peso mole-
cular pueden difijndir fácilmente hacia dentro o fuera de una matriz con tamaños de poro 
grandes, aunque, en ese caso, se puede producir la liberación de los enzimas atrapados. 
De hecho, uno de los factores más importantes para seleccionar el sistema de inmovih-
zación por atrapamiento es el tamaño de poro, determinado por el tamaño molecular y la 
estructura del compuesto utilizado como soporte (Tanaka et ai, 1984). 
Unos polímeros de gran utilidad para el atrapamiento de enzimas son los geles de 
alginato de calcio (Fukushima et al, 1988) y los geles de poliacrilamida (Trevan y Gro-
ve, 1979), aunque se han empleado también otros muchos polímeros naturales o sintéti-
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eos tales como almidón, silicagel, silastic®, agar, colágeno o poliestireno (Mansfeld y 
Schellenberger, 1987). 
4.1.1.1. INMOVILIZACIÓN EN GELES DE ALGINATO 
Los geles de alginato puede sintetizarse en condiciones suaves, por lo que pro­
porcionan una matriz adecuada para la inmovilización de células microbianas enteras, or-
gánulos subcelulares y enzimas aislados (Kierstan y Bucke, 1977). En este trabajo prepa­
ramos geles de alginato de calcio extruyendo gota a gota una mezcla de solución de P-
glucosidasa con alginato de sodio sobre una solución de CaCb (ver aptdo. 3.2.1). 
Los rendimientos de inmovilización de P-glucosidasa en geles de alginato calcico 
cuando se estudiaba la influencia de la concentración de alginato de sodio, la de CaCb y 
el tiempo de inmovilización pueden observarse en la Tabla 4.1. Estas variables afectaban 
la estabilidad y propiedades del gel (Jamuna et al, 1992), por lo que incidían directamen­
te sobre la eficacia del proceso de inmovilización (Stewart y Swaisgood, 1993). De he­
cho, cuando se fijaba la concentración de alginato y el tiempo de tratamiento, los incre­
mentos de la concentración de CaCb no producían grandes alteraciones del porcentaje de 
inmovilización. Estos resultados coinciden con los obtenidos por Jain y Ghose (1984), 
los cuales comprobaron que un incremento en la concentración de la solución de CaCb 
no conducía a un aumento de la inmovilización, aunque mejoraba la estabilidad del gel. 
Por su parte, la concentración de alginato si influía en la cantidad de enzima in­
movilizada, ya que cuando se aumentaba la concentración de alginato, se observaba ma­
yor actividad del enzima inmovilizado, sobre todo si la concentración de iones calcio era 
de 0,2 M. Este resultado podría entenderse en fianción de que con más cantidad de algi­
nato se podía formar una mayor cantidad de gel, y por consiguiente, se ofrecía más po­
sibilidades de atrapamiento del enzima en la matriz del polímero. Es evidente que las 
concentraciones elevadas de alginato de sodio precisan a su vez de mayores cantidades 
de Ca^ ^ para su completa gelificación, mientras que concentraciones bajas o intermedias 
de alginato implicarían menor dependencia de la concentración de Ca^ * para completar la 
polimerización. 
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Tabla 4.1. Influencia de la concentración de alginato de sodio, CaClj y del tiempo de tratamiento sobre el atrapamiento de p-glucosidasa 









alginato 1% ^ alginato 2%" alginato 3% "^ alginato 1% alginato 2% alginato 3% 
30 14,83 17,40 21,63 32,80 43,14 53,03 
0,05 
60 16,29 14,64 20,25 36,03 36,30 49,64 
120 13,31 13,77 19,75 29,44 34,14 48,42 
240 9,55 11,11 13,78 21,12 27,55 33,78 
30 14,84 17,16 24,18 32,82 42,55 59,28 
0,10 
60 13,66 15,09 21,44 30,20 37,42 52,56 
120 10,92 13,68 17,98 24,15 33,92 44,08 
240 7,45 8,99 10,47 16,48 22,31 25,67 
30 16,83 20,60 24,31 37,23 51,08 59,60 
0,20 
60 16,51 16,38 26,81 36,52 40,61 65,73 
120 13,23 13,52 24,61 29,26 33,52 60,33 
240 11,32 9,13 17,44 25,04 22,64 42,76 
«*4 
'EnugpNPmr 'gelh ' 
''•'•'' Actividad del enzima añadido A: b: 45,21; c: 40.33 y d: 40,79 ^gpNP ml'gel h"' 
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En definitiva, observamos que para una concentración determinada de CaCb, los 
mejores rendimientos se producían a concentraciones elevadas de alginato (3%), consi-
guiéndose porcentajes de inmovilización superiores al 65%. Estos resultados, que pue-
den considerarse realmente satisfactorios, contrastan con las criticas realizadas por cier-
tos autores a los geles de alginato de calcio sobre todo por su elevado tamaño de poro 
que podría permitir la liberación de la proteína enzimática (Fukushima et al, 1988). Sin 
embargo, no sólo es el tamaño de poro sino también la estructura de las moléculas impli-
cadas la que afecta la difusión de las sustancias hacia el interior y exterior de los geles, 
siendo evidente que tanto el peso molecular como la estructura de las moléculas de algi-
nato varían en función de las fuentes de obtención (Tanaka et ai, 1984). 
Cuando el tiempo de contacto de las perlas de alginato con la solución enzimática 
se incrementaba por encima de 60 min, la cantidad de enzima inmovilizado disminuía 
(Fig. 4.1). En concreto, a concentraciones bajas de CaCb y tiempos cortos de tratamien-
to se alcanzaban porcentajes similares de inmovilización que a concentraciones altas de 
CaCb y tiempos de tratamiento elevados. Sin embargo con una concentración fija de al-
ginato y de CaCb, el incremento del tiempo de agitación implicaba un cierto incremento 
de la estabilidad del gel (Jain y Ghose, 1984). Este aumento de estabilidad probablemente 
esté asociado a modificaciones de la estructura y densidad del gel, provocando una dis-
minución de la actividad retenida. Este efecto aparecía más acusado con la concentración 
de alginato más elevada (3%), probablemente debido a que las modificaciones en el inte-
rior del gel implicaban mayor compactación del mismo y por lo tanto mayor alteración de 
la actividad retenida en su interior. 
A la vista de los resultados incluidos en la Tabla 4.1 y la Fig. 4.1, se selecciona-
ron para el resto de pruebas de este tipo de inmovilización: alginato de sodio al 3%, 
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Fíg. 4.1. Influencia del tiempo de tratamiento sobre la inmovilización de P-glucosidasa en geles de alginato de calcio a diferentes concen­
traciones de alginato. - I 
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4.1.1.2. INMOVILIZACIÓN EN GELES DE POLIACRDLAMIDA 
Los geles de poliacrilamida han sido posiblemente los más ampliamente utilizados 
para la inmovilización de catalizadores enzimáticos. El proceso de inmovilización se lleva 
a cabo por polimerización de acrilamida utilizando como agente entrecruzante N, N'-
metilenbisacrilamida (BIS) en presencia de la proteína enzimática (Chibata, 1978). 
Según Zaborsky (1983) la concentración total y la proporción de acrilamida y bi-
sacrilamida utilizadas determinan el tamaño de poro de los espacios intersticiales dentro 
de los cuales quedan atrapadas las moléculas de enzima, así como las propiedades físicas 
de este polímero insoluble. Por ello, se llevó a cabo la inmovilización de P-glucosidasa de 
A. niger en geles de poliacrilamida obtenidos a partir de variaciones en la concentración 
del monómero (acrilamida) y del agente entrecruzante (BIS). 
Inicialmente se utilizó una concentración de bisacrilamida al 0,8% ñja y constante 
y se modificó la concentración de acrilamida entre el 5% y el 25% (Tabla 4.2). El proce-
so de inmovilización era claramente dependiente de la concentración de acrilamida pre-
sente en los geles, produciéndose la máxima retención de enzima (aproximadamente un 
45% de la actividad inicial) cuando el gel con se preparaba a una concentración de acri-
lamida del 20% (Fig. 4.2). 
Tabla 4.2. Influencia de la concentración de acrilamida sobre el atrapamiento de 






% de inmovilización '^  
(B/A)-100 
5 14,70 6,98 
10 39,81 18,88 
15 74,49 35,34 
20 94,17 44,67 
25 75,85 35,98 
' Concentración de bisacrilamida: 0,8% (p/v) 
*• En jig pNP ml'gel h"' 
' Actividad del enzima añadido: A = 210,800 \xg pNP ml'gel h ' 
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Fig. 4.2. Efecto de la concentración de acrilamida y BIS sobre 
la inmovilización de p-glucosidasa en geles de 
poliacrilamida. 
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Fawett y Morris (1966) comprobaron que para una concentración fija de bisacri-
lamida, el tamaño de poro variaba inversa y casi linealmente con la concentración total de 
monómero. Por tanto, cuando incrementábamos la concentración de acrilamida disminuía 
la porosidad del gel y consecuentemente se evitaba la difusión del enzima a la fase gruesa 
de la disolución. Sin embargo, y como es lógico, este efecto se producía hasta un deter-
minado tamaño de poro, a partir del cual se impedía también el acceso del sustrato y/o la 
salida del producto. Por eso, cuando se utilizaban geles preparados con concentraciones 
de acrilamida superiores al 20%, se producía una disminución del rendimiento de la in-
movilización. Esta disminución podría atribuirse también a una posible inactivación del 
enzima ocurrida en la mezcla de polimerización debido aparentemente a que la acrilamida 
actuaba como un agente desnaturalizante de la P-glucosidasa (Degani y Mirón, 1964). 
Una vez estudiada la influencia de la concentración de acrilamida, se preparó el 
polímero aplicando diferentes concentraciones del agente entrecruzante bisacrilamida 
obteniéndose los resultados incluidos en la Tabla 4.3. Los resultados demostraban que la 
concentración de BIS no influía mucho en la cantidad de enzima, alcanzándose un máxi-
mo de actividad del inmovilizado para una concentración del agente entrecruzante del 
1,2% (Fig. 4.2). La interpretación de los resultados podría ser la misma que en el caso 
anterior, es decir, que las bajas concentraciones de bisacrilamida provocaban mayor po-
rosidad del gel (Ohmiya et ai, 1975) y por tanto menor actividad retenida, mientras que 
a concentraciones elevadas de BIS podía producirse una inactivación del enzima 
(Stranberg y Smiley, 1971). 
La desnaturalización de la proteína enzimática y/o su liberación del interior del 
gel parecen ser las principales causas que ocasionan pérdidas de actividad en el proceso 
de inmovilización de enzimas en geles de poliacrilamida (Goldman et al, 1971). Por 
consiguiente, y con objeto de disminuir la inactivación de la P-glucosidasa atrapada, se 
llevó a cabo su inmovilización en geles de poliacrilamida con las condiciones óptimas en-
contradas en las pruebas anteriores, pero en presencia de dos agentes protectores: (i) di-
tiotreitol (DTT) y (ii) celobiosa. 
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Tabla 4.3. Influencia de la concentración de bisacrilamida sobre la inmoviliza-






% de inmovilización '^ 
(B/A)-100 
0,4 88,87 42,16 
0,8 107,36 50,93 
1,2 115,27 54,68 
1,6 111,91 53,09 
2,0 82,14 43,71 
' Concentración de acrilamida: 20% (p/v) 
''En^lgpNPm^'gelh•' 
' Actividad del enzima añadido: A = 210,800 ng pNP mr'gel h ' 
La adición de ditiotreitol (8 mg ml'^ ) durante el proceso de inmovilización tenía 
por objeto proteger los grupos tiol del enzima frente a una posible oxidación producida 
durante el proceso de inmovilización (Ohmiya et al, 1975). Desafortunadamente, la pre-
sencia de este agente protector en el medio de reacción interfería la polimerización, por 
lo que la prueba se hacía inviable. Por ello, y con objeto de proteger el centro activo de 
la proteína enzimática durante el proceso de inmovilización, se ensayó la posibilidad de 
añadir celobiosa (el sustrato de P-glucosidasa) a distintas concentraciones (O, 10, 20 y 40 
mg ml'^  gel). La influencia de la celobiosa sobre los rendimientos de inmovilización se 
muestra en la Tabla 4.4. Las concentraciones bajas de celobiosa (10 mg ml"^  gel) ejercían 
probablemente una cierta protección sobre la proteína enzimática, ya que a esas concen-
traciones se obtenía un ligero incremento de los porcentajes de inmovilización (Fig. 4.3). 
Por el contrario, cuando la concentración del sustrato se incrementaba hasta los 20 mg 
mi" gel, se provocaba una disminución de la actividad del inmovilizado. 
En cualquier caso, la aplicación de celobiosa no mejoraba notablemente el proce-
so (quizás la modificación del centro activo no era la principal responsable de la inacti-
vación observada durante el proceso de inmovilización). Teniendo en cuenta este hecho 
y el relativamente elevado precio del disacárido (que influiría en un incremento de los 
costes del proceso global), se optó por eliminar este reactivo en las pruebas sucesivas. 
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Tabla 4.4. Efecto de la presencia de celobiosa sobre la inmovilización de 
P-glucosidasa en geles de poliacrilamida *. 
Celobiosa'' 
Actividad P-glucosidasa 
inmovilizada *^  
(B) 
% Inmovilización ^ 
(B/A)-100 
0 115,27 54,68 
10 120,29 57,06 
20 88,43 41,95 
40 81,67 38,74 
* Acrilamida al 20%; BIS al 1.2% 
'' En mgmr'gel 
'Enf igpNPml 'geih ' 







O 10 20 30 40 
Celobiosa añadida (mg mi '^ el) 
Fig. 4.3. Influencia de la presencia de celobiosa sobre el atra-
pamiento de P-glucosidasa en geles de poliacrilamida. 
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Complementariamente, se estudió la influencia en el proceso de inmovilización de 
la cantidad de enzima añadido (Fig. 4.4): Cuando la cantidad de enzima añadido era de 2 
mg ml"^  gel, el porcentaje de inmovilización se incrementaba bruscamente. De hecho, 
cuando se aumentaba la concentración de enzima de 1 a 2 mg mi"' gel, la inmovilización 
se incrementaba en un 32%, mientras que cuando la cantidad de p-glucosidasa añadido 
aumentaba de 2 a 50 mg mP' gel, el porcentaje subía únicamente un 14% (Tabla 4.5). 
Este resultado es lógico puesto que se aumentaba la cantidad de enzima susceptible de 
atrapamiento, aunque a partir de una determinada concentración de enzima se alcanzaba 








O 50 100 
Concentración de 6-glucosidasa (mg mi "'gel) 
Fig. 4.4. Influencia de la concentración de enzima sobre la in-
movilización de P-glucosidasa en geles de polia-
crilamida. 
Teniendo en cuenta tanto los resultados de inmovilización como el efecto de la 
cantidad de P-glucosidasa añadida, se empleó en las pruebas sucesivas una concentración 
de p-glucosidasa de 10 mg ml'^  gel. 
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Tabla 4.5. Influencia de la concentración de enzima sobre la inmovilización de P-glucosi-
dasa en geles de poliacrilamida ^ 
Concentración del 
enzima añadido 
mg mK g^el 







1 18,104 0,47 2,60 
2 36,208 12,64 34,92 
5 90,520 35,56 39,29 
10 181,040 79,16 43,72 
50 362,080 174,53 48,20 
• Acrilamida al 20%; BIS al 1,2% 
"En^igpNPml'gelh' 
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4.1.2, INMOVILIZACIÓN DE P-GLUCOSIDASA POR ASOCIA­
CIÓN A POLÍMEROS FENÓLICOS 
Ciertos enzimas, entre los que se encuentra la p-glucosidasa, lian sido extraídos 
del suelo en forma de complejos en los que se encontraban inmovilizados por asociación 
a coloides edáficos (p.e. Pérez-Mateos et ai, 1988; Busto y Pérez-Mateos, 1995). No 
obstante, la relación entre los enzimas y los soportes poliaromáticos a los que con fre­
cuencia se asocian, así como su formación en el suelo y su posible función en el sistema 
suelo-rizosfera no se conocen todavía con detalle (Greco et ai, 1990). 
Estas asociaciones confieren a las proteínas enzimáticas una marcada estabilidad 
en comparación con sus contrapartidas solubles, las cuales son rápidamente desnaturali­
zadas, degradadas o inactivadas en el suelo (Zantua y Bremmer, 1977). No obstante, y 
aunque los complejos húmico-enzimáticos han sido extraídos del suelo, purificados y 
analizadas las distintas fracciones, no se ha encontrado la relación que existe entre los 
enzimas y sus soportes poliaromáticos. 
Dos mecanismos para el conocimiento de estas asociaciones son (i) la utilización 
de ácidos húmicos extraídos del suelo y estudiar sus interacciones y efecto sobre los en­
zimas (Maignan, 1982; Ruggiero y Radogna, 1988) y la síntesis de copolímeros fenólicos 
análogos a los del suelo (Sarkar, 1986; Greco et al, 1990). 
4.L2.1. INMOVILIZACIÓN POR ASOCL\CIÓN A HUMATOS EDÁFICOS 
La asociación de enzimas a humatos edáficos resultaba especialmente interesante 
por cuanto que podría suponer una copolimerización adicional de derivados fenólicos, 
procedentes de la degradación de la lignina, con las estructuras enzimáticas. Esta asocia­
ción podría conferir a los enzimas una estabilidad remarcada en comparación con sus 
contrapartidas solubles, que normalmente resultan rápidamente desnaturalizadas, degra­
dadas o inactivadas. Partiendo de la idea de que en el suelo los humatos han demostrado 
capacidad para inmovilizar y estabilizar enzimas, se procedió en este trabajo a la extrac-
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ción y posterior utilización de humatos como soporte de inmovilización de P-glucosidasa 
extracelular aislada de A. niger. 
Los humatos se aislaron de un suelo ocre humífero, utilizando el método de ex­
tracción descrito por Pérez-Mateos et al. (1988). Los complejos enzimáticos se obtuvie­
ron mezclando los extractos húmicos junto con p-glucosidasa mediante agitación orbital 
variando las condiciones del tiempo (15, 60, 120 y 240 min) y la temperatura de trata­
miento (4, 30 y 45°C) (ver aptdo. 3.2.3). Las concentraciones de humatos en los comple­
jos sintetizados fueron de 0,3; 0,6; 1,2 y 3,0 mg ml'\ mientras que la concentración de 
enzima era de 0,6 mg ml'^ siendo por lo tanto la proporción humatos/enzima de 0,5/1, 
1/1, 2/1 y 5/1 (en p/p), respectivamente. Los resultados de actividad del enzima inmovili­
zado, obtenidos cuando se mezclaban durante distintos tiempos los humatos con la p-
glucosidasa en las diferentes proporciones a 4, 30 y 45°C, se muestran en las Tablas 4.6, 
4.7 y 4.8 respectivamente. Estos resultados muestran que la asociación del enzima a hu­
matos edáficos provocaba un fuerte incremento en la actividad de los inmovilizados con 
respecto a sus contrapartidas solubles. Los porcentajes de inmovilización enzimática 
(Tabla 4.9) eran función directa de la temperatura de inmovilización: a medida que au­
mentaba la temperatura del tratamiento se incrementaban los rendimientos del inmovili­
zado. Mientras que a 4°C los porcentajes oscilaban entre el 80% y el 100%, a 45°C se 
producían activaciones que alcanzaban porcentajes de hasta un 180% cuando el trata­
miento se prolongaba durante 4 h de agitación. Aunque el tiempo de inmovilización tenía 
mínima influencia sobre el proceso a 4°C, tenía una influencia decisiva a temperaturas de 
30 y 45°C. En concreto, la actividad de la mezcla humatos-enzima, se incrementaba so­
bre un 30% o incluso un 60% al aumentar el tiempo de agitación de 15 min a 4 h para 30 
o 45°C respectivamente. 
Por tanto, la asociación de los humatos a los extractos enzimáticos suponía una 
mayor o menor activación de la proteína enzimática que dependía de la temperatura y 
tiempo de inmovilización. Aunque los humatos extraídos presentaban ya una cierta acti­
vidad P-glucosidasa, ésta no resultaba suficiente como para explicar los incrementos 
apreciados. Únicamente en los complejos sintetizados a 4°C con concentraciones de hu­
matos de 0,6 y 1,2 mg ml'^  se observaba una ligera inactivación enzimática. El hecho de 
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Tabla 4.6. [nmovilización de P-glucosidasa a 4°C por asociación a humatos. 
Tiempo 
(min) 
Actividad p-•glucosidasa a 
0,5/1 ^ 1/1 ' 2/1** 5/1 ' 
Libre U' Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 20,06 0,67 n.d. 25,66 1,47 n.d. 27,68 2,41 n.d. 19,47 4,19 n.d. 
15 20,40 0,72 19,45 26,04 1,58 24,14 28,10 2,60 25,48 19,76 4,50 23,98 
60 19,12 0,67 18,89 24,53 1,45 22,24 26,46 2,37 24,58 18,61 4,13 23,30 
120 18,60 0,66 19,95 21,35 1,45 23,80 23,03 2,37 25,28 16,20 4,13 24,26 
240 19,25 0,66 20,21 24,84 1,30 23,65 26,79 2,12 24,31 18,85 3,69 24,42 
• En ng pNP mr' b' 
^ 0,3 mg humatos mi' 
' 0,6 mg humatos mi' 
1,2 mg humatos mi' 
' 3,0 mg humatos mi 







Tabla 4.7. Inmovilización de p-glucosidasa a 30°C por asociación a humatos. 
Tiempo 
(min) 
Actividad P-•glucosidasa a 
0,5/1 '' 1/1 ' 2/1' ' 5/r 
Libre H^ Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 20,02 0,67 n.d. 25,67 1,47 n.d. 27,68 2,41 n.d. 19,47 4,20 n.d. 
15 18,78 0,71 20,03 24,31 1,57 23,68 26,21 2,57 26,48 18,44 4,48 24,14 
60 18,52 0,69 21,63 23,69 1,51 25,18 25,55 2,47 27,05 17,97 4,30 26,16 
120 19,18 0,73 23,73 24,95 1,61 28,58 26,90 2,64 29,68 18,92 4,61 27,86 
240 21,12 0,82 27,00 27,21 1,77 29,16 29,34 2,89 29,81 20,64 5,04 29,58 
'En^ igpNPmr 'h ' 
'' 0,3 mg humatos mi' 
' 0,6 mg humatos mr' 
^ 1,2 mg humatos mi ' 
' 3,0 mg humatos mi' 




Tabla 4.8. [nmovilización de p-glucosidasa a 45°C por asociación a humatos. 
Tiempo 
(min) 
Actividad p--glucosidasa a 
0,5/1 '' 1/1 ' 2/1 ^ 5/r 
Libre H^ Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 19,72 0,74 n.d. 25,67 1,47 n.d. 27,68 2,41 n.d. 19,47 4,20 n.d. 
15 20,18 0,58 27,07 26,34 1,27 28,37 28,40 2,07 29,90 19,91 3,62 28,42 
60 25,97 0,60 33,21 33,99 1,31 37,53 36,65 2,14 40,16 25,78 3,73 37,56 
120 28,38 0,64 34,69 36,09 1,26 37,75 38,92 2,07 43,73 27,37 3,61 38,08 
240 27,96 0,56 36,65 35,63 1,21 42,01 38,42 1,99 43,78 27,02 3,47 38,72 
' En ng pNP mr' li ' 
'' 0,3 mg humatos mi ' 
' 0,6 mg humatos mi ' 
'' 1,2 mg humatos mi' 
' 3,0 mg humatos mi' 
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Tabla 4.9. Porcentajes de inmovilización de P-glucosidasa por asociación a humatos a diferen­





% de inmovilización '^ 
0,5/1 ^ 1/r 2/1'^ 5/r 
15 93,83 88,98 84,68 101,35 
60 91,12 81,98 81,69 98,48 
4 120 96,24 87,73 84,01 102,54 
240 97,49 87,17 80,79 103,21 
15 96,81 87,25 88,00 101,99 
60 104,54 92,78 89,90 110,52 
30 
120 114,69 105,31 98,64 117,70 
240 130,50 107,44 99,07 124,97 












240 180,54 154,79 145,50 163,58 
* En % respecto a la actividad inicial 
*" 0,3 mg humatos mi'' 
' 0,6 mg humatos mi ' 
''1,2 mg húmalos mi ' 
'3,0 mg humatos mi'' 
que aparezca una activación e inhibición sobre el mismo enzima implica que el efecto de 
los humatos se producía principalmente sobre el enzima y no sobre el sustrato (Ladd y 
Butler, 1969). Podría pensarse que la proteína enzimática se asociaba a la materia húmica 
a través de una serie de mecanismos de intercambio iónico, atrapamiento entre núcelas 
tridimensionales, reacciones lipofílicas, enlaces de hidrógeno o covalentes de manera tal 
que producían una modificación del efecto catalítico del enzima (Burns, 1984; Pérez-
Mateos y Rad, 1989; Pérez-Mateos e/fl/., 1990). 
Butler y Ladd (1975) supusieron que las uniones de humatos con distintos enzi­
mas eran reversibles y seguían un mecanismo de intercambio catiónico a través de grupos 
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carboxilato. También sugerían la intervención de los grupos amino de las proteínas enzi-
máticas en su asociación con los materiales húmicos del suelo (Ladd y Butler, 1975). A 
pesar de ello, el tipo exacto de interacción de los polímeros aniónicos naturales con las 
proteínas enzimáticas no está clarificada. El estudio de su comportamiento frente al pH y 
de reversibilidad con varios agentes bloqueantes selectivos indicaban la existencia de al 
menos tres tipos de uniones: iónicas, por puentes de hidrógeno y covalentes. Estas unio­
nes juegan un papel mayor o menor dependiendo de los polímeros implicados y de las 
condiciones utilizadas. Según Ladd y Butler (1975), con tiempos de inmovilización cor­
tos, la mayor parte de las uniones suelen ser de tipo iónico. Si se utilizan reactivos de pe­
so molecular alto a valores de pH bajos, los puentes de hidrógeno comienzan a tener ma­
yor importancia y en experiencias con tiempos de tratamiento prolongado probablemente 
empiecen a tener importancia las uniones covalentes. En base a estas consideraciones, 
podría entenderse porqué cuando utilizábamos tiempos cortos de tratamiento (15 min), 
la actividad de los complejos húmico-enzimáticos era similar a la actividad enzimática 
inicial y porqué experimentaba un incremento considerable a las 4 h de tratamiento 
(Tabla 4.9). La activación de los complejos sintetizados estaría directamente relacionada 
con el establecimiento de enlaces covalentes entre la materia húmica y el enzima, enlaces 
que se verían favorecidos a temperaturas elevadas (45°C). Estas uniones podrían produ­
cir cambios en torno al centro activo del enzima provocando mayor facilidad para la ac­
ción catalítica. Adicionalmente, podría pensarse en una posible participación directa de la 
estructura fenólica en catálisis general del tipo ácido-base, covalente, etc. 
Por otra parte, la concentración de humatos en la mezcla afectaba también a la 
actividad enzimática del complejo formado. De forma general, a todas las temperaturas 
estudiadas, cuando se incrementaba la concentración de humatos desde 0,3 hasta 1,2 mg 
m\'\ se producía una inactivación del complejo enzimático (Fig. 4.5). No obstante, al 
aumentar la concentración de humatos hasta 3,0 mg mi"', se observaba un comportamien­
to anómalo, ya que se incrementaba la actividad de los complejos. A esta concentración 
de ácidos húmicos (10 veces superior a la del enzima), la concentración del enzima se 
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Fig. 4.5. Influencia de la proporción humatos/enzima (p/p) sobre la inmovilización de P-glucosidasa en humatos edáficos a diferentes 
temperaturas y tiempos de tratamiento. 
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de las estmcturas fenólicas entre sí, dando como resultado complejos de mayor actividad 
enzimática a lo que era previsible. 
4.1.2.2. ENTRECRUZAMEENTO CON HUMATOS A TRAVÉS DE GLUTA-
RALDEHÍDO 
Para estudiar la posibilidad de incrementar los rendimientos de inmovilización por 
unión covalente de la molécula enzimática al polielectrolito húmico extraído del suelo, se 
procedió a la inclusión en la mezcla de inmovilización de un agente de entrecruzamiento 
homobifüncional. El entrecruzamiento mediante reacción química de enzimas puede lle­
varse a cabo fácilmente con reactivos bifuncionales. Estos reactivos son capaces de ata­
car nucleofílicamente cadenas de aminoácidos, tales como grupos sulfhidrílo de císteina, 
grupos amino de lisina, grupos amino terminales, grupos carboxilato de aspartato y glu-
tamato, grupos carboxi-terminales de aminoácidos, grupos imidazol de histidina, y gru­
pos tioéter de metionina (Wong y Wong, 1992). 
Los reactivos multiíüncionales pueden utilizarse para introducir grupos funciona­
les reactivos en el interior de polímeros, facilitando la reacción covalente con el enzima. 
Un ejemplo de este método es la modificación de los humatos extraídos del suelo por 
acción del glutaraldehído (Busto, 1992). En este caso, una parte del reactivo bifiancional 
es empleado para introducir una funcionalidad apropiada a los humatos, es decir, para in­
crementar los grupos reactivos del esqueleto polimérico, mientras que otra parte del 
reactivo se utiliza para la unión del enzima (Zaborsky, 1972). El reactivo homobifüncio­
nal (dos grupos reactivos idénticos) más frecuentemente utilizado es el glutaraldehído, 
tanto para el entrecruzamiento de proteínas (Ottensen y Svensson, 1971; Payne, 1973), 
como para la preparación de derivados insolubles de enzimas (Quiocho y Richards, 1964; 
Jansen y Olson, 1969; Shejter y Bar-Eli, 1970). 
En el apartado que nos ocupa, se llevó a cabo ja inmovilización tal y como se ha 
indicado en el aptdo. 3.2.2 (con concentraciones de ácidos húmicos de 0,3; 0,6; 1,2 y 3,0 
mg mi'*, tiempos de agitación de 15, 60, 120 y 240 min y temperaturas de tratamiento de 
4, 30 y 45°C), pero aplicando glutaraldehído a tres concentraciones: 1,0; 2,5 y 5,0%. 
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Los resultados de la inmovilización de P-glucosidasa por entrecruzamiento con 
glutaraldehído al 1% a 4, 30 y 45T se detallan respectivamente en las Tablas 4.10, 4.11 
y 4.12 . Los resultados demuestran que la temperatura de tratamiento es un parámetro 
determinante en el proceso de inmovilización, observándose tanto inhibiciones como ac-
tivaciones, dependiendo de las condiciones de inmovilización. 
La inmovilización con glutaraldehído al 1% a una temperatura de 4°C suponía 
una disminución en la actividad del enzima inmovilizado con respecto a la de su contra-
partida soluble. Este descenso de la actividad de los complejos húmico-enzimáticos po-
dría deberse a una acción específica del glutaraldehído sobre la proteína enzimática, ya 
que no dependía ni de la concentración de ácidos húmicos ni del tiempo de tratamiento. 
En todos los casos estudiados se obtenía una inactivación próxima al 20% (Tabla 4.13). 
En contraste con el caso anterior, cuando la temperatura de inmovilización era de 
30°C, el tiempo de inmovilización sí afectaba la actividad enzimática de los complejos. 
Tratamientos cortos de 15 o incluso 60 min producían una inactivación parcial (en menor 
grado que a 4°C), mientras que tiempos de agitación superiores provocaban un incremen-
to sustancial de la actividad del enzima inmovilizado: hasta un 30% después de 4 h de 
tratamiento para los inmovilizados a las menores concentraciones de humatos (Fig. 4.6). 
Sin embargo, cuando la concentración de humatos en los complejos era de 1,2 y 3,0 mg 
mr\ se observaba una pérdida de actividad p-glucosidasa en los inmovilizados con res-
pecto a las muestras preparadas con concentraciones inferiores de polímero húmico. 
Cuando la temperatura de inmovilización se incrementaba a 45°C, los complejos 
húmico-enzimáticos entrecruzados con glutaraldehído presentaban la mayor activación 
respecto a la actividad del enzima añadido inicialmente (Tabla 4.13, Fig. 4.6). A esta 
temperatura, tanto la concentración de humatos como el tiempo de tratamiento influían 
determinantemente en la actividad final de los complejos sintetizados. Cuando se usaban 
las concentraciones más bajas de humatos (0,3 y 0,6 mg ml'^ ) se obtenían complejos cuya 
actividad era 2 veces superior a la inicial después de 2 h de tratamiento. En contraste, 
aunque en concordancia con los resultados previos obtenidos cuando se operaba a 30°C, 
el incremento de la concentración en humatos conducía a una disminución de la actividad 
del inmovilizado, tanto mayor cuanto más elevada era la concentración de los polímeros 
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Tabla 4.10. Inmovilización de p-glucosidasa a 4''C por entrecruzamiento con humatos a través de glutaraldehído al 1,0%. 
Tiempo 
(min) 
Actividad p- glucosidasa a 
0,5/1 " 1/1 c 2 / 1 ' 5/r 
Libre H^ Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 14,73 0,59 n.d. 16,81 1,57 n.d. 15,31 2,86 n.d. 14,35 6,24 n.d. 
15 14,98 0,63 11,71 17,10 1,69 14,96 15,57 3,07 14,60 14,59 6,71 15,94 
60 14,04 0,59 11,51 16,02 1,57 15,38 14,59 2,86 14,25 13,68 6,24 15,51 
120 13,65 0,58 11,69 15,58 1,55 15,62 14,19 2,82 15,03 13,30 6,15 15,59 
240 14,14 0,58 11,20 16,14 1,55 14,36 14,70 2,82 14,17 13,78 6,15 15,37 
* En i^g pNP mr' h ' 
b Con 0,3 mg húmalos mi' 
' Con 0,6 mg húmalos mi' 
'' Con 1,2 mg humatos mi' 





Tabla 4.11. Inmovilización de p-glucosidasa a 30*'C por entrecruzamiento con humatos a través de glutaraldehído a 1,0%. 
Tiempo 
(min) 
Actividad P-•glucosidasa a 
0,5/1 ^ 1 / 1 •= 2 / 1 ' 5/r 
Libre H' Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 14,73 0,59 n.d. 16,81 1,57 n.d. 15,31 2,86 n.d. 14,35 6,24 n.d. 
15 13,82 0,63 11,72 15,77 1,66 15,58 14,36 3,03 14,86 13,46 6,61 15,28 
60 13,63 0,61 14,58 15,55 1,62 18,13 14,16 2,95 17,84 13,27 6,43 17,40 
120 14,12 0,64 16,78 16,10 1,71 21,57 14,67 3,12 20,21 13,75 6,80 20,96 
240 15,54 0,72 19,93 17,73 1,92 24,84 16,15 3,50 20,87 15,14 7,64 22,04 
' EnngpNPmi ' h"' 
* Con0,3 mg humatos mi' 
' Con 0,6 mg humatos mi' 
'' Con 1,2 mg humatos mi' 





Tabla 4.12. Inmovilización de P-glucosidasa a 45°C por entrecruzamiento con humatos a través de glutaraldehído al 1,0%. 
Tiempo 
(min) 
Actividad p-•glucosidasa a 
0,5/1 ' 1/1 ' 2/1 '^ 5/r 
Libre H^ Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 14,73 0,59 n.d. 16,81 1,57 n.d. 15,31 2,86 n.d. 14,35 6,24 n.d. 
15 15,07 0,46 18,45 17,20 1,23 23,65 15,66 2,24 20,45 14,68 4,89 22,18 
60 19,40 0,48 26,73 22,14 1,27 32,72 20,16 2,32 27,75 18,90 5,06 27,65 
120 21,20 0,51 29,99 24,19 1,36 36,81 22,03 2,47 32,94 20,65 5,40 30,26 
240 20,89 0,45 31,48 23,84 1,19 38,97 21,71 2,17 33,77 20,35 4,72 29,94 
• En l^g pNP mi"' h ' 
'' Con 0,3 nig húmalos mK' 
' Con 0,6 mg humatos mi' 
•^  Con 1,2 mg humatos mi' 
' Con 3,0 mg húmalos mi' 
' H : humatos 
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Tabla 4.13. Porcentajes de inmovilización de p-glucosidasa por entrecruzamiento con humatos 
a través de glutaraldehído al 1,0% a diferentes temperaturas, tiempos de tratamien­





% de inmovilización '^ 
0,5/1 '' 1/r 2 / 1 ' 5/r 
15 76,44 81,39 80,35 77,42 
60 75,13 83,68 78,43 75,33 
4 120 76,31 84,98 82,72 75,72 
240 73,11 78,13 77,99 74,65 
15 76,50 84,77 81,78 74,21 
60 95,17 98,64 98,18 84,51 
30 120 109,53 117,36 111,23 101,80 
240 130,09 135,15 114,86 107,04 
15 120,43 128,67 112,55 107,72 
60 174,48 178,02 172,72 134,29 
45 120 195,76 200,27 181,29 146,96 
240 205,48 212,02 185,86 145,41 
' En % respecto a la actividad inicial 
"* Con 0,3 mg humatos mi ' 
' Con 0,6 mg humatos mi ' 
"^  Con 1,2 mg humatos mi ' 
* Con 3,0 mg humatos mi'' 
fenólicos. Adicionalmente, se observaba que el incremento del tiempo de tratamiento 
provocaba un incremento del rendimiento de inmovilización, alcanzándose un máximo a 
los 120 min de agitación, tiempo a partir del cual la actividad de los complejos permane­
cía prácticamente constante. Es probable que a partir de ese momento, todos los grupos 
aldehido del reactivo bifuncional estuvieran interaccionando bien con el enzima o bien 
con el soporte polifenólico, impidiéndose, por tanto, la posibilidad de un mayor acopla­
miento. Es posible que a esta temperatura y concentración de glutaraldehído (complejos 
de proporciones 0,5/1 y 1/1), las reacciones de entrecruzamiento, implicando al enzima y 
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Fig . 4.6. Influencia de la temperatura sobre la inmovilización de P-glucosidasa por entrecruzamiento con humatos a través de glutaral-
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favorablemente las características intrínsecas del enzima para provocar una activación del 
enzima inmovilizado. 
Los resultados de la inmovilización de P-glucosidasa en complejos sintetizados 
con humatos a través de glutaraldehído al 2,5%, a 4, 30 y 45X se detallan en las Tablas 
4.14, 4.15 y 4.16 respectivamente. El incremento de la concentración del reactivo bifun-
cional suponía una disminución importante del rendimiento de inmovilización (Tabla 
4.17). A pesar de que, en este caso, la temperatura parece tener menor influencia sobre 
los porcentajes de inmovilización, se seguían obteniendo los mejores resultados a la tem­
peratura de 45°C. En la Fig. 4.7 se observa como, independientemente de la temperatura 
y tiempos de inmovilización, la inmovilización de p-glucosidasa en distintas concentra­
ciones de humatos por entrecruzamiento con glutaraldehído presentaba un comporta­
miento específico: Para las concentraciones más bajas de humatos (0,5/1 y 1/1) los por­
centajes de inmovilización oscilaban entre un 90-100% mientras que para concentracio­
nes superiores (2/1 y 5/1) la actividad de los inmovilizados descendía apreciablemente 
(60-80%). 
Finalmente, se ensayó puntualmente el entrecruzamiento con glutaraldehído al 
5,0%, seleccionando, a partir de los resultados de las pruebas anteríores, la proporción 
humatos/enzima de 1/1 y la temperatura de tratamiento de 45°C. Los resultados (Tabla 
4.18) confirman la importante pérdida de actividad (que en este caso era próxima al 
40%) de los enzimas inmovilizados cuando se incrementaba la concentración de glutaral­
dehído a todos los tiempos de tratamiento estudiados. 
Estos resultados podrían explicarse si se piensa que las reacciones del glutaralde­
hído con los grupos e-amino de las proteínas enzimáticas implican tanto reacciones in­
tramoleculares como intermoleculares. Las condiciones que favorecen uno u otro meca­
nismo dependen, entre otros factores, de las características de cada enzima (Jansen et al, 
1971). De hecho, en los resultados en los que la P-glucosidasa entrecruzada con gluta­
raldehído presentaba menor actividad que el enzima nativo podría pensarse en un mayor 
número de reacciones intramoleculares (Jansen et al, 1971), mientras que un entrecru­
zamiento intermolecular podría explicar los resultados en los que se producía una acti­
vación de la p-glucosidasa inmovilizada (Wong y Wong, 1992). 
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Tabla 4.14. Inmovilización de p-glucosidasa a 4°C por entrecruzamiento con humatos a través de glutaraldehído al 2,5%. 
Tiempo 
(min) 
Actividad P-•glucosidasa a 
0,5/1 ' 1/1 ' 2/1^ 5/r 
Libre H^ Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 24,71 0,70 n.d. 26,94 1,38 n.d. 28,89 3,23 n.d. 31,23 7,81 n.d. 
15 25,13 0,75 21,00 27,40 1,48 22,32 29,38 3,47 20,91 31,76 8,40 25,02 
60 23,55 0,70 19,96 25,67 1,38 25,33 27,53 3,23 20,95 29,76 7,81 25,12 
120 22,91 0,69 21,17 24,97 1,36 25,33 26,78 3,18 21,34 28,95 7,69 25,33 
240 23,72 0,69 20,28 25,86 1,36 22,63 27,83 3,18 21,16 29,98 7,69 24,14 
• En ^g pNP tnl' h ' 
Con 0,3 mg humatos mi' 
' Con 0,6 mg humatos mi' 
Con 1,2 mg humatos mi ' 








Tabla 4.15. Inmovilización de p-glucosidasa a 30**C por entrecruzamiento con humatos a través de glutaraldehído al 2,5%. 
Tiempo 
(min) 
Actividad {3-•glucosidasa a 
0,5/1 ^ 1/r 2/1*^ 5/r 
Libre H^ Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 24,71 0,70 n.d. 26,94 1,38 n.d. 28,89 3,23 n.d. 31,23 7,81 n.d. 
15 23,18 0,74 18,93 25,27 1,46 22,53 27,10 3,42 20,83 29,29 8,28 24,28 
60 22,86 0,72 21,64 24,92 1,42 24,72 26,72 3,33 21,11 28,89 8,04 25,20 
120 23,67 0,76 23,59 25,81 1,50 25,91 27,68 3,52 23,95 29,92 8,52 27,63 
240 26,07 0,86 23,19 28,42 1,69 25,53 30,48 3,95 23,28 32,95 9,56 26,53 
' En ^g pNP mi ' h ' 
"* Con 0,3 mg humatos mi' 
' Con 0,6 mg humatos mi"' 
'' Con 1,2 mg humatos mi ' 
' Con 3,0 mg humatos mi' 






Tabla 4.16. Inmovilización de p-glucosidasa a 45*'C por entrecruzamiento con 1 lumatos a través de glutaraldehído a 1 2,5%. 
Tiempo 
(min) 
Actividad P-glucosidasa a 
0,5/1 •' 1/r 2/1^ 5/1 ' 
Libre H^ Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. Libre H Inmov. 
0 24,71 0,70 n.d. 26,94 1,38 n.d. 28,89 3,23 n.d. 31,23 7,81 n.d. 
15 25,28 0,55 24,89 27,56 1,08 26,62 29,55 2,53 24,63 31,95 6,12 27,28 
60 32,54 0,57 25,49 35,48 1,12 27,80 38,05 2,62 26,36 41,13 6,33 29,61 
120 35,56 0,61 25,40 38,77 1,19 28,13 41,57 2,79 23,70 44,94 6,76 27,99 
240 35,04 0,53 24,22 38,20 1,04 28,33 40,97 2,45 25,08 44,28 5,91 29,50 
' I i n u g p N P m r ' h ' 
'' Con 0,3 iiig liumatos niP' 
' Con 0,6 mg húmalos mi"' 
** Con 1,2 mg húmalos mi' 
' Con 3,0 mg húmalos mi"' 
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En definitiva, si considerásemos el efecto exclusivo del reactivo biflincional y, por 
tanto nos abstrajéramos del resto de variables implicadas en el proceso de inmovilización 
podríamos concluir que: 
(1) A concentraciones bajas de glutaraldehído se potenciarían las interacciones de 
tipo intermolecular, lo que se traduciría en una ligera modificación de la actividad de la 
p-glucosidasa inmovilizada en relación a su contrapartida soluble, y 
(2) Elevadas concentraciones de glutaraldehído implicarían una mayor grado de 
interacciones intramoleculares y por consiguiente una mayor alteración déla proteína en-
zimática (pérdida de actividad). 
Tabla 4.17. Porcentajes de inmovilización de p-glucosidasa por entrecruzamiento con humatos 
a través de glutaraldehído al 2,5% a diferentes temperaturas, tiempos de tratamien­
to y proporciones humatos/enzima. 
Temperatura Tiempo 
(min) 
% de inmovilización ^  
0,5/1 '' 1/r 2 / 1 ' 5/r 
15 82,61 78,81 65,10 64,09 
4 
60 78,52 89,44 65,22 64,34 
120 83,28 89,44 66,44 64,88 
240 78,79 79,91 65,88 61,83 












240 91,26 90,15 72,48 67,96 












240 95,32 100,04 78,08 75,56 
" En % respecto la actividad inicial. 
*• Con 0,3 mg humatos mi ' 
' Con 0,6 mg humatos mi ' 
* Con 1,2 mg humatos mi'' 
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Fig. 4.7. Influencia de la temperatura sobre la inmovilización de P-glucosidasa por entrecruzamiento con humatos a través de glu-
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Tabla 4.18. Efecto del tiempo de tratamiento sobre la imnovilización de p-glucosidasa a 45°C 
por entrecruzamiento con humatos edáficos (I/l) a través de glutaraldehído al 5,0%. 
Tiempo 
(min) 
Actividad P-glucosidasa '^ 
%de 
inmovilización ° Libre H" Inmovilizada 
0 51,49 1,79 n.d. n.d. 
15 52,67 1,40 32,42 60,85 
60 67,81 1,45 34,68 65,09 
120 74,09 1,55 32,03 60,11 
240 73,01 1,36 33,50 62,88 
' En \íg pNP mi ' h"' 
'' H: humatos 
' Respecto a la actividad inicial 
4,1.2.2.1. ESTABILIDAD TÉRMICA 
Tal y como se ha comentado en el capítulo de antecedentes bibliográficos, la es­
tabilidad de un enzima es una fianción compleja de las condiciones ambientales utilizadas. 
La estabilidad varía con el pH, la concentración de reactivo y la presencia de agentes es­
tabilizantes (Zaborsky, 1973). La estabilidad de las preparaciones de enzimas o células, y 
los métodos capaces de aumentar dicha estabilidad, constituyen una cuestión de interés 
fundamentalmente en el campo de la tecnología de biocatalizadores. 
Debido al elevado incremento de la actividad P-glucosidasa de los inmovilizados 
observado cuando se entrecruzaba con humatos a través de glutaraldehído, resultaba de 
interés comprobar si dichos aumentos provocaban además una estabilidad adicional de la 
proteína enzimática. Por ello, se utilizaron las condiciones de inmovilización óptimas 
obtenidas en las experiencias anteriores (concentración de glutaraldehído del 1,0%, pro­
porción humato/enzima de 1/1 y tiempo y temperatura de tratamiento de 2 h y 45°C, res­
pectivamente) para ensayar la estabilidad de la p-glucosidasa inmovilizada. Para el estu­
dio de la estabilidad térmica se sometió: (i) al enzima inmovilizado con glutaraldehído al 
1%, (ii) al enzima libre y (iii) a los ácidos húmicos a un pretratamiento térmico de 1 h de 
duración a temperaturas comprendidas entre 30 y 90°C. 
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Los resultados obtenidos (representados en la Fig. 4.8) muestran que a tempera­
turas bajas tanto el enzima libre como el inmovilizado presentaban la misma estabilidad, 
mientras que, tras el tratamiento a 70°C, el enzima inmovilizado permanecía un 10% más 
activo que el libre, siendo también ligeramente más estable para temperaturas superiores 
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Fig. 4.8. Estabilidad térmica de P-glucosidasa entre­
cruzada con humatos a través de glutaralde-
hído al 1,0% (proporción humatos/enzima 1/1, 
temperatura 45°C y de 2 h de tratamiento). 
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Tabla 4.19. Estabilidad térmica de p-glucosidasa entrecruzada con humatos edáficos 
(1/1) a través de glutaraldehído al 1,0%'. 
Temperatura 
ro 
Actividad P-glucosidasa ^ Actividad relativa (%) 
Libre Inmovilizada Libre Inmovilizada 
30 15,39 35,43 100,00 100,00 
40 15,62 34,67 101,49 97,86 
50 15,18 35,26 100,67 99,52 
60 15,49 35,71 100,04 100,80 
70 0,00 3,77 0,00 10,64 
90 0,00 2,12 0,00 5,97 
' Inmovilizada a 45°C durante 2 h. 
' •EnugpNPml 'h ' 
4.1.2.2.2. ESTABILIDAD OPERACIONAL 
En el suelo existe una amplia gama de organismos celulolíticos, de los cuales sólo 
unas pocas especies (principalmente hongos del género Trichodermá) producen todas las 
celulasas necesarias para la degradación completa de la celulosa. Es bien conocido el he-
cho de que muchas cepas de Trichodermá no producen cantidades suficientes de p-
glucosidasa para que se generen los efectos cooperativos y sinérgicos de los diferentes 
enzimas celulolíticos necesarios para una rápida sacarificación de la celulosa (Wood et 
al, 1980). Por consiguiente, la posibilidad de inoculación en el suelo de p-glucosidasa 
estabilizada podría resultar beneficioso tanto para la agricultura como para la desconta-
minación del medio ambiente. En este sentido, se determinó también la estabilidad ope-
racional en muestras de suelo seleccionadas de la P-glucosidasa inmovilizada por huma-
tos a través de glutaraldehído al 1,0% H-E-G (aptdo. 3.4.2.3). En la Tabla 4.20 se reco-
gen los resultados de actividad obtenidos para el enzima libre y el inmovilizado. Adicio-
nalmente, se incluyeron muestras de suelo control en las que no se había añadido el en-
zima. 
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Tabla 4.20. Estabilidad operacional de p-glucosidasa libre e inmovilizada "* por humatos 
(proporción 1/1) a través de glutaraldehido al 1,0%. 
Tiempo de 
incubación (días) 
Actividad p-glucosidasa b 
Control Libre Inmovilizada 
0 221,82 351,13 257,26 
1 187,65 289,24 247,30 
3 248,01 338,82 436,45 
7 231,53 294,49 428,18 
10 250,48 360,78 499,01 
16 206,16 295,78 289,58 
20 206,16 295,78 302,56 
30 132,14 162,88 203,65 
' Inmovilizada a 45 °C durante 2 h. 
'' En ng pNP g"'suelo h ' 
Las muestras control presentaban oscilaciones de actividad |B-glucosidasa míni-
mas durante todo el periodo de incubación. Este comportamiento podría entenderse si se 
considera que una fracción relativamente importante de enzimas se encontraban en el 
suelo estabilizados mediante asociación a soportes coloidales (Busto y Pérez-Mateos, 
1995). Las oscilaciones observadas serían resultado de la actividad {3-glucosidasa corres-
pondiente a células microbianas proliferantes o a células parcialmente lisadas. Las mues-
tras de suelo suplementadas con una cantidad adicional de enzima libre, una vez supera-
dos los tres primeros días de incubación en los que se observaba una cierta pérdida de la 
actividad inicial, seguían un comportamiento análogo al descrito para las muestras con-
trol (Fig. 4.9). Es decir, una cierta cantidad de enzima añadido podría degradarse de 
forma rápida, mientras que otra cantidad podría estabilizarse por asociación a los huma-
tos y otros coloides edáficos. Esta última fracción se englobaría en el ''nivel basal" de 
enzimas estabilizados que se observaba en las muestras control. No obstante, la naturale-
za lábil de las interacciones entre la p-glucosidasa añadida y el material edáfico implica-
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ban una pérdida importante de actividad después de un periodo prolongado de incuba-
ción (20 días). 
En la Fig. 4.9 podemos observar que la adición del enzima inmovilizado (H-E-G) 
provocaba un aumento considerable de la actividad (3-glucosidasa al cabo de 7 días de 
incubación (próximo al 70%). Esta activación podría entenderse si se tiene en cuenta la 
heterogeneidad y complejidad del medio al que se añadían las muestras: un sistema en el 
que coexisten gran diversidad de elementos reactivos. El propio soporte de inmoviliza-
ción y el reactivo bifuncional glutaraldehído podrían llegar a establecer nuevos enlaces 
con material coloidal edáfico existente lo que conllevaría a una modificación del mi-
croambiente del enzima y/o a una alteración de su estructura. 
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Fig. 4.9. Estabilidad operacional de p-glucosidasa libre e inmovilizada con 
humatos a través de glutaraldehído al 1,0% (H-E-G) (condiciones 
de inmovilización 2 h de tratamiento y 45°C). 
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4.1.2.3. INMOVILIZACIÓN POR COPOLIMERIZACION FENOLICA 
Este procedimiento se basa en el hecho de que los compuestos fenólicos son sus­
tratos de peroxidasas y lacasas que los transforman inicialmente en radicales y quinonas 
que pueden a su vez polimerizarse a través de uniones covalentes o por reacciones de 
adición nucleofilica (Rowell et al., 1973; Ladd y Butler, 1975; Sarkar y Burns, 1984; 
Burns, 1986; Greco et al., 1990). Los complejos polifenol-enzima formados se caracteri­
zan por poseer propiedades químicas y estructurales comparables con las de complejos 
húmico-enzimáticos extraídos del suelo. Sarkar y Burns (1984) describieron la síntesis de 
diferentes copolímeros fenólicos con P-glucosidasa comercial utilizando L-tirosina, piro-
galol y resorcinol, alcanzando los mejores resultados con el copolímero obtenido con re-
sorcinol. A partir de estas experiencias, se procedió en este trabajo al estudio de la in­
movilización de (3-glucosidasa exocelular, aislada de Aspergilhis niger, mediante copoli-
merización fenólica con resorcinol, siguiendo el método descrito por estos autores (ver 
aptdo. 3.2.5). . 
El copolímero p-glucosidasa-resorcinol sintetizado retenía un 51,1% de actividad 
y, por tanto, resultaba comparable con el 55% de retención obtenido por Sarkar y Burns 
cuando usaban enzima puro comercial. La inactivación que presentaban los copolímeros 
sintetizados estaba ocasionada probablemente por las propias quinonas o por los residuos 
de monómeros aromáticos presentes durante el proceso de copolimerización. La estruc­
tura química y el grado de polimerización podían afectar también la actividad enzimática 
del producto final (Sarkar y Burns, 1984). Los compuestos húmicos, las ligninas y sus 
derivados son conocidos por inhibir la actividad enzimática en los medios edáficos (Mato 
^/a/., 1972; Vohraí?/tír/., 1980). 
El mecanismo por el cual el enzima se une a los polifenoles se conoce con exacti­
tud, aunque se sabe que el enzima se asocia después de que la peroxidasa haya inducido 
la polimerización oxidativa de las unidades de compuesto fenólico. De hecho, si el enzi­
ma se adiciona antes de la formación de las quinonas, tiene lugar su adsorción sobre los 
polifenoles, dando lugar a un enzima inactivo e inestable (Maignan, 1982; Sarkar y 
Burns, 1984; Burns, 1987). 
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4.1.2.3.1. ESTABILIDAD TÉRMICA 
El estudio de la estabilidad térmica de la P-glucosidasa libre e inmovilizada en el 
copolímero se efectuó mediante (i) pretratamiento térmico de I h de duración a diferen-
tes temperaturas comprendidas entre 30 y 90°C y (ii) estudio de la vida media de ambos 
enzimas a 55 y 60°C. 
En la Fig. 4.10 se representa el porcentaje de actividad p-glucosidasa residual a 
las diferentes temperaturas de pretratamiento, tanto para el enzima libre como para el 
inmovilizado mediante copolimerización fenólica. Los resultados confirman que el copo-
límero era más estable desde el punto de vista térmico que el enzima libre. Mientras que 
la P-glucosidasa libre no sufría variación de su actividad tras el tratamiento a 50°C, el 
copolímero experimentaba una activación de aproximadamente un 8% (Tabla 4.21). A 
óO^C la estabilidad del enzima libre e inmovilizado eran similares, mientras que, a tempe-
raturas superiores a las señaladas (70 y 90°C) el copolímero formado entre el enzima y el 
resorcinol exhibía mayor estabilidad. 
Adicionalmente, se determinó la vida media, tanto del enzima libre como del in-
movilizado a 55 y 60°C, mediante incubación de las muestras enzimáticas durante inter-
valos de tiempos comprendidos entre O y 7 h, evaluando posteriormente la actividad en-
zimática residual (Tabla 4.22). A partir de los datos obtenidos se calcularon los valores 
de vida media (Tabla 4.23) a partir de la regresión lineal del logaritmo de la actividad re-
lativa frente al tiempo (Fig. 4.11). A 55°C la vida media para el enzima libre era de 18 h, 
mientras que el copolímero alcanzaba las 22 h. En contraste, a 60°C las vidas medias res-
pectivas eran muy similares, siendo inclusive ligeramente inferior la del enzima inmovili-
zado mediante copolimerización fenólica con resorcinol. Es decir, el copolímero presen-
taba una mayor estabilidad operacional a temperaturas inferiores a 60°C. 
4.1.2.3.2. ESTABILIDAD OPERACIONAL 
Un aspecto interesante a tener en cuenta, debido fundamentalmente a la propia 
naturaleza del inmovilizado, era el estudio de la estabilidad operacional en medios edáfi-
cos. La representación de la actividad P-glucosidasa del suelo control así como la de las 
muestras de suelo suplementadas con enzima libre y copolímero fenólico frente al tiempo 
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Fig. 4.10. Estabilidad térmica del copolimero P-glu-
cosidasa-resorcinol. 
Tabla 4.21. Estabilidad térmica del copolimero sintético p-glucosidasa-resorcinol. 
Temperatura de 
Actividad P-glucosidasa" Actividad relativa (%) 
pretratamiento Libre Inmovilizada Libre Inmovilizada 
co 
30 3,79 1,22 100,00 100,00 
40 3,81 1.28 100,67 104,74 
50 3,83 1,32 100,91 108,34 
60 3,60 1,06 94,90 86,86 
70 0,00 0,08 0,00 6,73 
90 0,00 0,11 0,00 8,68 
En \í% pNP mP' copolimero h ' 
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Tabla 4.22. Relación logarítmica entre la actividad de la p-glucosidasa libre e inmovilizada 






Enzima libre Enzima inmovilizada 
APG' ApGR' Ig(APGR) Apa ApGR Ig(ApGR) 
0 6,88 100,00 2,00 3,83 100,00 2,00 
1 5,04 73,22 1,86 3,53 92,17 1,96 
2 4,32 62,81 1,80 3,33 86,94 1,94 
55 3 3,51 50,96 1,71 2,69 70,23 1,85 
4 3,51 45,77 1,66 2,74 71,54 1,85 
5 2,77 40,21 1,60 2,59 67,62 1,83 
6 2,88 41,85 1,60 2,02 52,74 1,72 
7 2,50 36,39 1,62 1,79 46,74 1,67 
0 6,76 100,00 2,00 3,75 100,00 2,00 
1 6,55 92,54 1,98 2,75 73,33 1,87 
2 4,70 68,34 1,83 2,21 58,93 1,77 
60 3 3,27 47,58 1,68 2,28 60,80 1,78 
4 2,38 34,61 1,54 1,42 37,87 1,58 
5 1,76 25,60 1,41 1,06 28,27 1,45 
6 1,04 15,16 1,18 0,39 10,40 1,00 
7 1,01 14,71 1,17 0,29 7,73 0,89 
* ApG: Actividad p-glucosidasa en }.ig pNP mi ' copolímero h ' 
'" A^GR: Actividad P-glucosidasa relativa en % 
Tabla 4.23. Vida media de la P-glucosidasa libre e inmovilizada mediante copolimerización 
fenólica. 
Temperatura 
Enzima libre Enzima inmovilizada 









* Coeficiente de correlación de la recta lg(ApGR) = f(t) 
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(Fig. 4.12), demostraba que mientras que el enzima libre era inactivado después de 30 
días de incubación, el inmovilizado permanecía prácticamente inalterado con relación al 
control (Tabla 4.24). 
En conclusión podemos afirmar que si bien, los copolímeros fenólicos sintetiza­
dos con P-glucosidasa exocelular de A. niger y resorcinol presentaban una disminución 
de su actividad, incrementaban en cambio su estabilidad térmica y operacional. Por tanto, 
parece muy probable que la copolimerización de enzimas durante la formación de la ma­
teria húmica sea uno de los factores más importantes que conducen a la estabilización de 
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Tiempo de incubación (días) 
30 
Fig. 4.12. Estabilidad operacional en medios edáficos de P-glucosidasa libre 
e inmovilizada por copolimerización fenólica con resorcinol. 
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Tabla 4.24. Estabilidad operacional de la p-glucosidasa libre e inmovilizada por copolimeri-




Control Libre Inmovilizada 
0 221,82 351,13 249,09 
1 187,65 289,24 288,45 
3 248,01 338,82 282,05 
7 231,53 294,49 262,10 
10 250,48 360,78 434,63 
16 206,16 295,78 289,58 
20 206,16 295,78 302,56 
30 132,14 162,88 203,65 
1 . . - I 
' En ng pNP g" suelo h 
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4.2. CARACTERIZACIÓN DE LA p-GLUCOSIDASA 
INMOVILIZADA EN CELES DE ALGINATO Y 
POLIACRILAMIDA 

Resultados y dicusión 
Cuando un enzima se une a una matriz sólida sus propiedades pueden cambiar de 
forma muy significativa. Tales alteraciones son atribuibles: (i) a la naturaleza física y 
química del soporte (que modifica el microentorno del enzima inmovilizado); (i¡) a cam-
bios químicos y/o conformacionales de la estructura enzimática producidos durante la 
inmovilización y (iii) a la naturaleza heterogénea de la catálisis al emplear un enzima 
"estático" (Vieth y Venkatasubramanian, 1974). Para hacer el mejor uso de las técnicas 
de inmovilización, es esencial conocer los cambios que se producen en las propiedades 
físicas y químicas de un enzima durante el tratamiento de inmovilización. Por ejemplo, en 
la mayor parte de casos, se observan cambios en las propiedades cinéticas del enzima, 
debido al cambio del microambiente impuesto por la matriz del soporte y los productos 
de la reacción. 
Los rendimientos elevados obtenidos cuando se utilizaban las técnicas de atra-
pamiento de enzimas en geles de alginato de calcio y poliacrilamida, así como la posibili-
dad de reutilización de las proteínas inmovilizadas por asociación a soportes sólidos, 
motivaron que se estudiara, en este trabajo, las características de los inmovilizados en 
relación a sus contrapartidas solubles, con objeto de obtener las condiciones catalíticas 
más adecuadas. En este sentido, se investigaron las características cinéticas de la {3-
glucosidasa libre e inmovilizada, tanto en geles de alginato de calcio como de poliacri-
lamida, la influencia del pH y la temperatura sobre su actividad, la estabilidad térmica, la 
estabilidad frente a la acción de enzimas proteolíticos y la estabilidad operacional en me-
dios edáfícos. Las condiciones de inmovilización utilizadas fueron las descritas como óp-
timas en los apartados anteriores. 
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4.2.1. CARACTERÍSTICAS CINÉTICAS 
Se ha demostrado que la inmovilización de un enzima puede producir cambios en 
los valores de sus parámetros cinéticos (Km y Vmax) y variaciones en los perfiles pH-
actividad (Goldstein, 1976). Las cinéticas de estas reacciones son en ocasiones descono­
cidas y los parámetros cinéticos observados son sólo aparentes (Vieth y Venkatasubra-
manian, 1974). Goldstein et al interpretaron en 1964 estas variaciones basándose en la 
teoría de Dormán y en la idea de que las concentraciones de las moléculas con carga 
(incluido el protón) podrían ser diferentes en la solución global con respecto a las del mi-
croentorno del enzima inmovilizado. Esta situación podría provocar variaciones en las 
constantes cinéticas y en el valor de las constantes aparentes de los enzimas. 
4.2.1.1. CINÉTICA DE MICHAELIS-MENTEN 
Cuando un enzima es inmovilizado, su comportamiento cinético se ve afectado 
por varios factores: (i) por cambios en la conformación de la proteína, (ii) por efectos 
estéricos, (iii) por efectos microambientales y (iv) por efectos difusionales externos e in­
ternos (Vieth y Venkatasubramanian, 1974). 
El estudio del comportamiento cinético de P-glucosidasa libre e inmovilizada en 
geles de alginato y de poliacrilamida se realizó mediante la determinación de la actividad 
enzimática a distintas concentraciones del sustrato pNPG (Tabla 4.25). La Fig. 4.13 
muestra la representación de Lineweaver-Burk para los datos obtenidos, mostrándose 
que tanto la p-glucosidasa procedente del extracto crudo de A. niger como la inmovili­
zada en alginato de calcio seguían una cinética típica de Michaelis-Menten. Sin embargo, 
el enzima inmovilizado en geles de poliacrilamida presentaba cierta desviación de este 
modelo cinético a concentraciones de sustrato superiores a 10 mM. Este comportamien­
to es característico de enzimas con inhibición por exceso de sustrato (p.e. Stenberg et 
al, 1977; Parr, 1983; Busto et al, 1995). Posiblemente, la concentración de sustrato en 
torno al centro activo era suficiente para provocar un efecto inhibidor, más acentuado en 
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Actividad P-glucosidasa b 
Libre Inmovilizada 
Alginato Poliacrilamida 
0,5 21,19 11,88 10,30 
1,0 42,10 21,15 17,66 
2,0 72,84 42,49 32,37 
5,0 121,61 64,83 55,19 
8,0 120,21 75,62 62,65 
10,0 136,78 80,37 65,71 
15,0 134,00 74,61 46,78 
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Fig. 4.13. Representación de Lineweaver-Burk para la cinética 
de p-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de 
alginato y de poliacrilamida. 
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el caso de inmovilización por geles de poliacrilamida. En este tipo de inhibición por exce-
so de sustrato se calculó las constantes cinéticas del enzima utilizando sólo los valores 
correspondientes al tramo recto de la gráfica para bajas concentraciones de sustrato 
(Parr, 1983). Las constantes cinéticas Km y Vmax calculadas se detallan en la Tabla 4.26. 
Tabla 4.26. Constantes cinéticas de Michaelis de p-glucosidasa libre e inmovilizada en 
geles de alginato y de poliacrilamida. 
Enzima Soporte V niax Km r'^  










'EnugpNPmr 'ge lh ' 
** En mM 
' Coeficiente de correlación lineal de Lineweaver-Burk 
El valor calculado para la Km del enzima libre era de 4,15 mM, mientras que las 
constantes aparentes del inmovilizado en geles de alginato y de poliacrilamida sugerían 
que la afinidad del enzima por el sustrato era menor en la p-glucosidasa inmovilizada en 
alginato y similar en la retenida por geles de poliacrilamida, con respecto a la contrapar-
tida soluble. El incremento de la Km en un factor de 1,20, para la j3-glucosidasa atrapada 
en la matriz de alginato, sugería que la red polimérica limitaba el acceso de sustrato y la 
diflisión del producto a través del polímero semipermeable (Morí eí al, 1974). El tama-
ño de poro y la cantidad de enzima unida al soporte tenían gran influencia sobre la 
magnitud de los valores aparentes de la Km, junto con los efectos de difusión interna, 
pudiendo ser los principales responsables del incremento de las constantes en los enzimas 
inmovilizados (Mansfeld y Schellenberg, 1987). Sin embargo, los geles de poliacrilamida 
son polímeros no cargados, cuyos efectos difusionales podrían resultar, por tanto, des-
preciables (Ohmiya et al,. 1975). Por consiguiente, resulta lógico que los valores de 
Km,app del enzima inmovilizado en este soporte y los del enzima libre fueran del mismo 
rango. 
Por otra parte, la Vmax de p-glucosidasa inmovilizada en geles de alginato y polia-
crilamida eran un 35 y un 52% menor que la del enzima soluble, respectivamente. Estos 
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resultados estaban en concordancia con la cantidad de enzima que permanecía activo en 
el interior de ambos geles (Tablas 4.1 y 4.3). 
4.2.1.2. INFLUENCIA DEL PH SOBRE LA ACTIVIDAD ENZIMÁTICA 
El efecto del pH sobre los enzimas inmovilizados es en principio impredecible, ya 
que en ocasiones tanto el pH óptimo como las curvas pH-actividad sufren modificaciones 
durante el proceso de inmovilización, aunque a veces se modifica uno de los dos o inclu-
so permanecen inalterados (Yabushita, 1988). De hecho, se han publicado resultados se-
gún los cuales los perfiles de pH pueden verse desplazados, distorsionados, ensanchados 
o estrechados como consecuencia de la inmovilización (Zaborsky, 1972; Goldstein, 
1972). Teniendo en cuenta que las características cinéticas pueden modificarse durante la 
inmovilización, se ensayó la actividad enzimática de los enzimas libre e inmovilizados a 
ocho valores de pH del medio de incubación comprendidos entre 2,0 y 8,0 (ver aptdo. 
3.4.1.2). 
Las curvas correspondientes a la representación de la actividad p-glucosidasa re-
lativa frente a las variaciones de pH del medio de incubación se muestran en la Fig. 4.14. 
En ella puede observarse que el valor de pH óptimo del enzima libre y de los inmoviliza-
dos coincidía en torno a 4,0, con perfiles pH-actividad similares entre sí. Las pequeñas 
diferencias entre las curvas pH-actividad del enzima inmovilizado en alginato con un lige-
ro desplazamiento de la curva a valores ácidos de pH con respecto a la del libre podrían 
explicarse por la presencia de cargas positivas en la matriz (Adami et al, 1988), lo cual 
provocaría un microambiente más básico en torno al enzima inmovilizado. Esta diferen-
cia en la concentración de protones podría explicar que el enzima inmovilizado por algi-
nato fiaera un 10% más activo que su contrapartida soluble a valores de pH muy ácidos 
(entre 2 y 3). De hecho, la estabilidad de los enzimas al pH parecía depender fijndamen-
talmente de la naturaleza de la carga superficial del transportador. Estos cambios se 
manifiestan como alteraciones en el microentorno alrededor del enzima (Vieth y Venka-
tasubramanian, 1974). La carga electrostática del polímero podría tener un efecto sobre 
la estabilidad de los grupos ionizables del centro activo del enzima, haciendo así que suba 
o baje el valor del pKa. En la práctica, es imposible distinguir entre este mecanismo y el 
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de reparto desigual de iones hidrógeno. Un soporte cargado negativamente podría atraer 
protones, de forma que provocaría un desplazamiento del pH óptimo de los enzimas en-
lazados a dicho soporte hacia regiones alcalinas (Benesi y McLaren, 1976). De hecho, un 
valor de pH óptimo más elevado puede indicar mayor grado de inmovilización enzimáti-










Fig. 4.14. Curvas pH-actividad para p-glucosidasa 
libre e inmovilizada en geles de alginato y 
de poliacrilamida. 
El perfil de pH del enzima inmovilizado por geles de poliacrilamida experimenta-
ba un pequeño ensanchamiento en comparación con el del enzima libre. Este tipo de 
comportamiento es típico de enzimas que muestran una sensibilidad disminuida frente a 
los cambios de pH. Así, a pH 3 el enzima inmovilizado era un 18% más activo que su 
contrapartida soluble (Tabla 4.27). También a valores de pH superiores al de pH óptimo 
se apreciaba una menor inactivación del enzima insolubilizado en este soporte (Fig. 
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4.14). Sin embargo, la matriz de poliacrilamida no es iónica (Kierstan y Coughian, 1985) 
y por tanto los perfiles de pH-actividad deberían de permanecer mínimamente alterados. 
En todo caso, las diferencias eran muy pequeñas y además se pueden encontrar ejemplos 
donde se producen modificaciones importantes de dichas curvas (Morí et al, 1972; Tre-
van, 1990; Abdellah et al, 1992). 
Tabla 4.27. Efecto del pH sobre la actividad P-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de 
alginato y de poliacrilamida. 
pH 
Actividad P-glucosidasa ^ ApG relativa ( Vo) 
Libre 
Inmovilizada Libre Inmovilizada 
Alginato Poliacril. Alginato Poliacril. 
2,0 60,74 51,41 51,05 20,82 37,21 21,54 
3,0 88,60 68,19 113,91 30,37 49,34 48,07 
4,0 291,71 138,19 236,96 100,00 100,00 100,00 
5,0 250,23 103,68 186,45 85,75 75,03 78,69 
5,4 121,51 72,45 139,71 41,65 52,43 58,96 
6,0 61,79 38,41 84,36 21,18 25,19 35,60 
7,0 18,69 6,07 23,11 6,41 4,39 9,75 
8,0 3,74 1,22 13,43 1,28 0,88 5,67 
'EniagpNPmr'gelh ' 
Podemos concluir diciendo que el efecto del pH sobre la actividad de enzimas 
inmovilizados y de sus contrapartidas solubles era pequeña, aunque difícil de predecir, 
puesto que existen cuatro posibles causas que pueden presentarse independientemente o 
en combinación para explicar estos efectos: el reparto desigual de los iones hidrógeno, 
las cargas electrostáticas del polímero, la difusión limitada de protones producidos o 
consumidos en la reacción y la difusión limitada del sustrato (Trevan, 1990). 
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4.2.2. EFECTO DE LA TEMPERATURA DE INCUBACIÓN 
SOBRE LA ACTIVIDAD ENZIMÁTICA 
Aunque los catalizadores biológicos pierden su actividad a partir de ciertas tem­
peratura debido a fenómenos de desnaturalización proteica, la actividad catalítica de los 
enzimas depende (al igual que en los catalizadores químicos ordinarios) de la temperatu­
ra a la cual se lleve a cabo la reacción (Chibata, 1978). Para estudiar la influencia de la 
temperatura sobre la actividad enzimática de la proteína libre e inmovilizada se determinó 
dicha actividad en muestras incubadas a diferentes temperaturas comprendidas entre 30 y 
90°C. 
Los resultados obtenidos (Tabla 4.28) demostraban que la temperatura óptima de 
la p-glucosidasa libre e inmovilizada en alginato de calcio era de 60°C. Además en la Fig. 
4.15 se muestra como la respuesta de la capacidad catalítica de ambos tipos de enzimas 
inmovilizados frente a la temperatura resultaba similar a la del soluble. En todo caso, la 
inmovilización de P-glucosidasa en poliacrilamida parecía producir la mayor modifica­
ción en el comportamiento enzimático frente a la temperatura. El perfil de temperaturas 
para el enzima retenido en esta matriz presentaba una mayor amplitud que para el enzima 
soluble, lo que se traducía en un rango óptimo de temperaturas en el que se mantenía el 
95% de actividad entre 50 y 60°C. Además, mientras que a temperaturas bajas el com­
portamiento de ambos enzimas era similar, a temperaturas superiores al óptimo se obser­
vaba una mayor actividad en el inmovilizado. De este forma, a 90°C el enzima atrapado 
en geles de poliacrilamida mantenía un 57% de su actividad máxima, mientras que el so­
luble había perdido casi el 80%. La mayor estabilidad del enzima inmovilizado podría de­
berse a una alteración en la estructura del gel a temperaturas elevadas. 
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Tabla 4.28. Influencia de la temperatura de incubación sobre la actividad p-glucosidasa 
libre e inmovilizada en geles de alginato y de poliacrilamida. 
Temp. 
Actividad p-glucosidasa" ApG relativa ( Vo) 
Libre Inmovilizada Libre Inmovilizada 
Alginato Poliacril. Alginato Poliacril. 
30 91,37 49,10 55,63 26,53 22,16 25,19 
40 171,16 10,16 86,29 49,71 45,20 39,08 
50 248,03 154,34 220,80 72,03 69,64 100,00 
60 344,33 221,61 212,94 100,00 100,00 96,44 
70 215,45 142,15 161,56 52,57 64,15 73,17 
90 77,43 53,68 125,30 22,49 24,22 56,75 
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Fig. 4.15. Influencia de la temperatura de incubación 
sobre la actividad P-glucosidasa libre e 
inmovilizada en geles de alginato y de 
poliacrilamida. 
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4.2.3. ESTABILIDAD TÉRMICA 
Se ha estudiado la estabilidad térmica de un gran número de enzimas inmoviliza­
dos, comprobándose que no existe al igual que con el pH, un comportamiento general 
frente a los cambios de temperatura. Además, es difícil juzgar si las diferencias encontra­
das entre la estabilidad térmica de los enzimas libres e inmovilizados, son ocasionadas 
por el tipo de soporte, por el proceso de inmovilización o por la propia naturaleza del 
enzima (Vieth y Venkatasubramanian, 1974). De hecho, la estabilidad enzimática del in­
movilizado puede ser mayor, menor o igual a la del enzima libre (Guisan y Ballesteros, 
1979). En cualquier caso, el estudio de la estabilidad térmica de los enzimas inmoviliza­
dos puede proporcionar información interesante sobre los enzimas fijados a un soporte 
(Pérez-Mateos y González, 1987). 
4.2.3.1. PRETRATAMIENTO TÉRMICO 
En primer lugar, se determinó la estabilidad térmica de los enzimas ensayando la 
actividad P-glucosidasa residual de muestras enzimáticas que habían sido sometidas a un 
tratamiento previo durante 1 h a temperaturas comprendidas entre 30 y 90°C. 
En la Fig. 4.16 se representa el porcentaje de actividad fi*ente a la temperatura de 
pretratamiento, observándose la mayor estabilidad del enzima libre en el rango de tempe­
raturas comprendido entre 30 y 60°C. A partir de esta temperatura, la actividad de la P-
glucosidasa descendía bruscamente y llegaba a inactivarse totalmente cuando se pretrata-
ba durante 1 h a 70°C (Tabla 4.29). 
En cuanto al efecto de la inmovilización sobre la estabilidad térmica del enzima, 
podemos observar que el comportamiento era diferente para los dos soportes de inmovi­
lización estudiados, aunque tratamientos a temperaturas superiores a 60°C inactivaban 
totalmente todos los enzimas (Fig. 4.16). Cuando el enzima atrapado en geles de alginato 
se sometía a pretratamientos de 1 h en el rango de temperaturas comprendido entre 50 y 
60°C, presentaba una activación de un 13%. Podría ocurrir que la temperatura provocara 
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Fig. 4.16. Estabilidad térmica de p-glucosidasa libre 
e inmovilizada en geles de alginato y de 
poliacrilamida (pretratamiento térmico de 
ih ) . 
Tabla 4.29. Estabilidad térmica de p-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de alginato 
y de poliacrilamida (pretratamiento térmico de 1 h). 
Temp. 
Actividad P-glucosidasa ^ APG relativa (%) 
Libre Inmovilizada Libre Inmovilizada 
Alginato Poliacril. Alginato Poliacril. 
30 141,31 72,22 68,24 100,00 100,00 100,00 
40 141,64 76,06 67,09 100,23 105,31 98,31 
50 143,42 82,17 67,01 101,49 113,78 98,20 
60 142,08 81,82 63,97 100,55 113,30 93,74 
70 0,00 0,00 0,09 0,00 0,00 0,14 
90 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
•En^gpNPml•'gelh"' 
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una modificación del microambiente del enzima provocando un incremento en la activi­
dad (Mosbach, 1976). 
Por otra parte, la estabilidad térmica del enzima inmovilizado en geles de poliacri-
lamida era ligeramente inferior a la del enzima libre. Así, cuando el enzima se trataba a 
60°C se perdía un 7% de la actividad mientras que el enzima libre permanecía inalterado. 
Esta disminución en la estabilidad podría estar ocasionada por una disminución de la 
probabilidad de recuperación de la conformación proteica inicial, tras el tratamiento 
térmico (Goldman e/a/., 1971). 
4.2.3.2. VroA MEDIA 
La estabilidad operacional es un parámetro importante a la hora de analizar la 
estabilidad de un enzima inmovilizado, pues tiempos de vida media prolongados dismi­
nuyen los costes en un proceso. La vida media de la P-glucosidasa libre e inmovilizada a 
diferentes temperaturas (55, 60 y 65°C) se determinó a partir de las constantes de declive 
térmico (Srivastava et al, 1984). Para ello, se ensayó la actividad enzimática residual 
después de someter a las muestras de enzima a incubación, a cada temperatura, durante 
intervalos fijos de tiempo variables entre O y 7 horas. Las constantes de declive térmico a 
las diferentes temperaturas se calcularon a partir de un análisis de regresión lineal de la 
representación semilogarítmica del porcentaje de actividad remanente frente al tiempo de 
tratamiento (Fig. 4.17), tal y como se ha indicado en apartados precedentes. A partir de 
estas constantes fiae posible el cálculo de la vida media de los biocatalizadores. 
Las representaciones semilogarítmicas de las muestras de (3-glucosidasa libre e 
inmovilizada (Fig. 4.17) presentaban un tramo inicial horizontal correspondiente a varia­
ciones mínimas de la actividad enzimática para tiempos cortos de incubación (Tablas 
4.30 y 4.31). En estos casos, para el cálculo de la vida media se realizó un ajuste del tra­
mo no horizontal de la gráfica. En el caso del enzima inmovilizado por geles de poliacri-
lamida se observaron, desde el primer momento, disminuciones apreciables en los niveles 
de actividad (Tabla 4.32). La vida media del enzima inmovilizado en alginato era supe­
rior a la del enzima nativo a todas las temperaturas estudiadas (Tabla 4.33). Así, a 60°C 
la vida media de la p-glucosidasa atrapada en esta matriz (66,9 h) era casi 5 veces 
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Tabla 4.30. Relación logarítmica entre la actividad de la p-glucosidasa y el tiempo de incu­
bación a distintas temperaturas. 
Temperatura Tiempo 
(h) 
A P G ' APGR^ log (ApGR) 
0,0 142,34 100,00 2,00 
1,0 147,05 103,31 2,01 
2,0 158,20 114,14 2,05 
3,0 150,72 105,89 2,02 
55 4,0 126,16 88,63 1,95 
5,0 116,50 81,84 1,91 
6,0 100,76 70,79 1,85 
7,0 87,77 61,66 1,79 
0,0 142,32 100,00 2,00 
1,0 134,29 94,36 1,97 
2,0 135,15 94,96 1,98 
3,0 108,20 76,03 1,98 
60 4,0 79,85 56,10 1,75 
5,0 68,95 48,45 1,69 
6,0 49,70 34,92 1,54 
7,0 49,36 34,68 1,54 
0,0 137,68 100,00 2,00 
0,5 144,18 104,72 2,02 
1,0 101,35 73,62 1,87 
65 1,5 50,12 36,40 1,56 
2,0 17,27 12,54 1,10 
2,5 10,36 7,52 0,88 
3,0 1,55 1,13 0,05 
' APC: Actividad P-glucosidasa en ng pNP mi" h' 
** APGR: Actividad P-glucosidasa relativa en % 
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Tabla 4.31. Relación logarítmica entren la actividad de la p-glucosidasa inmovilizada en 





A p G ' APGR'' log (APGR) 
0,0 81,92 100,00 2,00 
1,0 89,05 108,7 2,04 
2,0 80,06 97,73 1,99 
3,0 73,81 90,10 1,95 
55 4,0 81,48 99,47 2,00 
5,0 76,12 92,91 1,97 
6,0 73,24 1,95 1,95 
7,0 69,71 1,93 1,93 
0,0 84,10 100,00 2,00 
1,0 94,93 112,87 2,05 
2,0 88,70 105,47 2,02 
3,0 78,79 93,69 1,97 
60 4,0 77,33 91,96 1,96 
5,0 74,56 88,66 1,95 
6,0 72,65 86,38 1,94 
7,0 66,17 78,68 1,90 
0,0 80,51 100,00 2,00 
0,5 85,37 106,04 2,03 
1,0 76,38 94,88 1,98 
65 1,5 54,58 67,79 1,83 
2,0 41,45 51,48 1,71 
2,5 35,23 43,76 1,64 
3,0 28,18 35,01 1,54 
* ApG; Actividad p-glucosidasa en (.ig pNP ml'gel h ' 
*" ApOR: Actividad p-glucosidasa relativa en % 
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Tabla 4.32. Relación logarítmica entre la actividad de la p-glucosidasa inmovilizada en 
geles de poliacriiamida y el tiempo de incubación a distintas temperaturas. 
Temperatura Tiempo ApG' APGR' log (APGR) 
co (h) 
0,0 67,29 100,00 2,00 
1,0 65,38 97,16 1,99 
2,0 58,36 86,73 1,94 
3,0 n.d. n.d. n.d. 
55 4,0 54,43 80,90 1,91 
5,0 51,75 76,90 1,89 
6,0 52,40 77,87 1,89 
7,0 53,37 79,32 1,90 
0,0 60,79 100,00 2,00 
1,0 52,27 86,48 1,94 
2,0 37,76 62,11 1,79 
3,0 23,02 37,86 1,58 
60 4,0 16,11 26,51 1,42 
5,0 11,62 19,11 1,28 
6,0 n.d. n.d. n.d. 
7,0 5,74 9,45 0,98 
0,0 63,94 100,00 2,00 
1,0 40,11 62,73 1,80 
2,0 11,84 18,52 1,27 
3,0 4,08 6,39 0,81 
65 4,0 n.d. n.d. n.d. 
5,0 1,63 2,55 0,41 
6,0 1,81 2,83 0,45 
7,0 1,32 2,07 0,31 
' APO: Actividad p-glucosidasa en ^g pNP ml'gel h ' 
** APOR: Actividad P-glucosidíisa relativa en % 
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Tabla 4.33. Vida media de p-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de alginato y de 
poliacrilamida a diferentes temperaturas. 






55 19,20 0,9975 
Libre — 60 13,58 0,9691 
65 1,80 0,9463 
55 63,75 0,9562 
Alginato 60 66,86 0,9223 
Inmovilizada 
65 5,99 0,9680 
55 60,53 0,9281 
Poliacrilamida 60 6,70 0,9958 
65 3,72 0,9570 
' Coeficiente de correlación de la recta log (APOR) = f (t) 
superior a la del enzima libre (13,6 h), lo cual presupone un cierto grado de estabiliza­
ción de la proteína enzimática. Sin embargo, cuando la temperatura se incrementaba des­
de 55 hasta 65°C, la vida media del enzima retenido en los geles de alginato disminuía un 
91%, al igual que sucedía con el enzima soluble. La P-glucosidasa inmovilizada por geles 
de poliacrilamida presentaba a 55 y 65°C una vida tres veces superior a la del enzima li­
bre. Sin embargo, a temperaturas intermedias (60°C) el enzima libre era el que presenta­
ba valores de vida media más elevados. 
Si comparamos los dos tipos de inmovilización podemos comprobar que la utili­
zación de geles de alginato de calcio da como resultado la formación de un enzima inso-
luble, cuya vida media llega a ser incluso diez veces mayor a la del enzima inmovilizado 
por geles de poliacrilamida. Este comportamiento corrobora que el enzima inmovilizado 
por geles de alginato presenta un mayor grado de estabilización frente a la temperatura 
que el atrapado por la matriz de poliacrilamida. 
242 
Resultados y discusión 
4.2.4. ESTABILIDAD A LA PROTEOLISIS 
En reactores enzimáticos en los que se aplican enzimas libres, la inactivación en-
zimática suele verse acelerada por contaminación microbiana, en concreto de enzimas 
proteolíticos. Sin embargo, la resistencia a la acción de proteasas puede inducirse me­
diante inmovilización (Chibata, 1978). En el caso de enzimas inmovilizados por atrapa­
miento, al estar el enzima retenido en el interior de un polímero semipermeable, podría 
resultar menos accesible a los enzimas proteolíticos, moléculas que, por otro lado, suelen 
tener un peso molecular elevado. Por lo tanto, la inclusión de un enzima en el interior de 
una red poliméríca puede protegerla considerablemente de su desactivación (Gianfreda et 
ai, 1985). 
En este sentido, se estudió la estabilidad frente a enzimas proteolíticos, tanto del 
enzima libre como de los inmovilizados, mediante incubación de los enzimas a 37°C con 
pronasa de S. griseus (0,5 mg mi"') mezclados durante 24 h (ver aptdo. 3.4.2.2). La ac­
tividad p-glucosidasa residual se determinó en muestras puntuales a intervalos fijos de 
tiempo (Tabla 4.34). 
Tabla 4.34. Estabilidad de P-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de alginato de calcio 
y de poliacrilamida a la acción de pronasa de S. griseus. 
Tiempo 
(h) 
Actividad p-glucosidasa" ApG relativa ( %) 
Libre Inmovilizada Libre Inmovilizada 
Alginato Poliacril. Alginato Poliacril. 
0 63,59 34,55 33,04 100,00 100,00 100,00 
1 58,55 26,58 25,46 92,08 76,94 77,06 
3 39,65 21,86 29,03 62,20 63,27 87,85 
6 27,58 12,68 20,54 43,37 36,71 62,16 
8 23,81 9,56 22,31 37,44 27,67 67,51 
24 12,20 2,11 21,09 19,19 6,10 63,85 
'En |.igpNPmlg gel h' 
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En la Fig. 4.18, que representa el porcentaje de actividad relativa frente al tiempo 
de incubación, podemos comprobar que el enzima libre perdía un 80% de actividad des-
pués de 24 h de tratamiento con el enzima proteolítico, siendo durante las primeras horas 
cuando se observaba una mayor desnaturalización proteica. La respuesta obtenida con 
los enzimas retenidos en los dos soportes de inmovilización era claramente dispar. Mien-
tras que los inmovilizados en alginato presentaban una estabilidad más próxima a la ob-
servada para el enzima libre, la correspondiente a la enzima atrapada en poliacrilamida 
era mucho mayor. La pérdida de estabilidad observada en la P-glucosidasa inmovilizada 
en alginato podría deberse a que durante el periodo de incubación, y debido al gran ta-
maño de poro de estos geles (Tanaka eí al., 1984), parte del enzima fuera liberado y 
desnaturalizado rápidamente. Sin embargo, la poliacrilamida no permitía el escape de la 





Tiempo de tratamiento (h) 
Fig. 4.18. Estabilidad de P-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de algi-
nato y de poliacrilamida frente a pronasa. 
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4.2.5. ESTABILIDAD OPERACIONAL 
Como ya se ha comentado anteriormente, la escasa actividad p-glucosidasa del 
suelo es, en ocasiones, un factor limitante del proceso hidrolitico natural de la celulosa en 
el medio ambiente. En este sentido, y al igual que en apartados anteriores, se llevó a cabo 
la inoculación en el suelo de |3-glucosidasa estabilizada mediante las técnicas de atrapa­
miento descritas. Para ello, se suplementaron muestras de suelo con enzima libre e in­
movilizado en alginato y poliacrilamida, sometiendo las muestras a incubación durante 1 
mes a 25°C. Adicionalmente, se incluyeron muestras de suelo control en las que no se 
inoculaba enzima. Se tomaron muestra puntuales a diferentes intervalos de tiempo en los 
que se ensayaba la actividad P-glucosidasa, obteniéndose los resultados detallados en la 
Tabla 4.35. 
Tabla 4.35. Estabilidad operacional de P-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de algina­
to y poliacrilamida en medios edáficos. 
Tiempo de 
incubación (días) 




0 221,82 351,13 265,47 231,81 
1 187,65 289,24 212,38 234,38 
3 248,01 338,82 270,82 240,87 
7 231,53 294,49 287,41 249,59 
10 250,48 360,78 279,26 253,50 
16 206,16 295,78 259,86 252,62 
20 206,16 295,78 258,45 281,13 
30 132,14 162,88 127,19 188,74 
En |.ig pNP g' suelo h' 
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El suelo inoculado con enzima libre disminuyó su actividad durante el mes de in­
cubación desde 351 hasta 162 \xg pNP g'^  suelo h'^ mientras que en el suelo control este 
descenso ílie, tan solo, de 89 unidades. Se hacia evidente, por tanto, que aproximada­
mente el 70% de la capacidad catalítica del enzima libre inoculado al suelo había sido 
inactivada. La (B-glucosidasa atrapada en geles de alginato se inactivaba completamente 
después de los 30 días de incubación (Fig. 4.19). Esta desnaturalización coincidía con el 
resultado, encontrado anteriormente, de que el enzima atrapado en alginato era más ac­
cesible a la acción de enzimas proteolíticos, que se encuentran presentes de forma natural 
en el suelo. En contraste, la actividad del enzima atrapado en poliacrilamida no perdía 
actividad al ser inoculado al suelo, permaneciendo prácticamente constante durante los 
20 primeros días de incubación. Solamente se observaba disminución (un 25%) de acti­
vidad después de 1 mes de incubación a 25°C, coincidiendo con una disminución de la 
actividad del enzima endógeno propia del suelo. 
Tiempo de incubación (días) 
Fig. 4.19. Estabilidad operacional de p-glucosidasa libre e inmovilizada en ge­
les de alginato y de poliacrilamida. 
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4.3.1. CARACTERIZACIÓN DE LA PAJA DE CEREAL 
En la región castellano-leonesa, la paja de cereal es uno de los residuos agrícolas 
más abundantes. Por ello, se seleccionó paja de trigo (modalidad mañero) para realizar 
los estudios sobre la degradación enzimática acelerada de materiales lignocelulósicos. La 
composición de la paja utilizada se determinó mediante el análisis gravimétrico secuencial 
descrito por Harper y Lynch (1981) y que ha sido detallado en el aptdo 3.5. L La com-
posición de la paja nativa y la tratada con peróxido de hidrógeno, butilamina e hidróxido 
sódico (ver aptdo 4.3.2) se refleja en la Tabla 4.36. La discusión de estos resultados se 
incluye en el apartado siguiente, conjuntamente con el relativo al efecto de los diferentes 
pretratamientos. 
Tabla 4.36. Composición química de la pají 1 de trigo. 
Tratamiento 
Composición (%) '^ 
Solubles Solubles 
H2O'' E tOH ' 
Lignina Hemicel. Celulosa Cenizas 
Sin tratar 12,47 2,39 7,54 46,96 24,01 6,63 
H2O2 19,80 1,00 8,00 15,40 52,00 3,80 
Butilamina 13,60 1,50 16,00 19,10 45,58 4,22 
NaOH 11,90 0,40 5,80 9,60 69,11 3,19 
' En % peso seco 
EnHzOa 100°C 
En EtOH a 40''C 
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Paja sin tratar Paja + H202 Paja + butilamina Paja + NaOH 
S Sol. H 2 0 ^ Sol. EtOH ^Lignina QHemicel.gi Celulosa ^ Cenizas 
Fig. 4.20. Composición química de la paja de trigo sin tratar y sometida a dis­
tintos pretratamientos. 
De hecho, y aunque el mecanismo de deslignificación que se produce en la natura­
leza es desconocido, se ha comprobado que el agua oxigenada secretada por los micro­
organismos del suelo juega un papel importante en el proceso de (Tien y Kirk, 1983). 
Esta reacción dependería fuertemente del pH (Gould, 1985), siendo máxima a pH 11,5 y 
11,6, correspondientes al pK^ de disociación del agua oxigenada: 
H2O 2yJ2 •> H + H 0 0 
Según Gould (1985) las soluciones alcalinas de peróxido de hidrógeno deslignifí-
caban parcialmente la paja, dejando un residuo celulósico susceptible de digestión enzi-
mática por celulasas. Las experiencias de Gould confirmaban que el mecanismo por el 
que los productos derivados de la descomposición del peróxido de hidrógeno, tales co­
mo «OH y «02 eran especies oxidantes de la lignina más reactivas que especies del tipo 
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4.3.2. PRETRATAMIENTO DE LA PAJA DE CEREAL 
La velocidad y extensión de la degradación enzimática de la paja viene limitada 
fundamentalmente por dos factores: (1) por la fuerte asociación física y química existente 
entre la lignina y los polisacáridos constituyentes de las paredes vegetales y (2) por el 
grado de cristalinidad de la celulosa (Cowling y Kirk, 1976). En un intento de mejorar la 
eficacia de la producción enzimática de glucosa a partir de residuos lignocelulósicos, se 
han utilizado distintos pretratamientos químicos, físicos y/o biológicos (Fan et ai, 1982) 
(ver aptdo. 2.1.2). Si bien una gran parte de estos pretratamientos incrementan los ren­
dimientos globales de glucosa, sólo unos pocos permiten la conversión cuantitativa de la 
celulosa y suelen implicar, además, la utilización de reactivos tóxicos y/o generan pro­
ductos que inhiben o interfieren el crecimiento microbiano durante la fermentación 
(Augerinos y Wang, 1980). 
El presente estudio se centró en la aplicación de tres pretratamientos distintos con 
el fin de determinar el más apropiado. Para ello, se seleccionó un tratamiento químico 
con un peróxido alcalino (Gould, 1984) y otros dos con una combinación de vapor de 
agua y la acción conjunta de un agente químico, ya sea NaOH (Estrada et ai, 1988) o 
butilamina (Tanaka et al, 1988) (para detalles sobre la metodología, ver el aptdo 3.5.2). 
En la Fig. 4.20 se recoge el efecto de los diferentes tratamientos sobre la compo­
sición final del material lignocelulósico residual. Todos los pretratamientos estudiados 
provocaban un aumento del contenido celulosa/hemicelulosa, aunque eran los tratamien­
tos con H2O2, y especialmente con NaOH, los que provocaban unas diferencias más mar­
cadas con las muestras de paja sin tratar (Tabla 4.36). No obstante, donde se conseguía 
los mejores resultados después del tratamiento de la paja, era en la relación celulo­
sa/lignina. En concreto, se obtenían proporciones de 6,50 (tratamiento con H2O2) y de 
11,11 (tratamiento con NaOH), mientras que para la paja sin tratar la relación era de 
3,18 (Tabla 4.36). Estos resultados muestran la eliminación tan importante de lignina en 
las muestras tratadas con dichos reactivos. Por el contrario, el tratamiento con butilamina 
sobre la paja no mejoraba la proporción celulosa/lignina (2,35). 
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HOO. Durante el curso de las reacciones de deslignificación, el O2 se desprendía de la 
mezcla de reacción, lo que implicaba una descomposición simultánea del H2O2. 
Adicionalmente, cuando la paja se trataba con H2O2 o con NaOH se observaba 
una modificación importante de su integridad física y micromorfológica. Estos cambios 
podrían deberse a modificaciones de algunas unidades de glucosa durante el tratamiento 
(Gould, 1985). Probablemente, un pequeño porcentaje de tales modificaciones podrían 
ser suficientes para romper los enlaces de hidrógeno que se presentan entre las cadenas 
de celulosa, consiguiéndose una estructura más abierta incluso después del secado. Esta 
pérdida de cristalinidad, así como el incremento observado en la proporción celulo-
sa/hemicelulosa con respecto a las muestras de paja sin tratar, podrían implicar una ma-
yor accesibilidad a la acción de enzimas celulolíticos. De hecho, numerosas publicaciones 
han confirmado la efectividad de los pretratamientos alcalinos en relación con el incre-
mento en la biodegradación de los materiales lignocelulósicos (p.e. Dekker y Wallis, 
1983; Ternrud etaL, 1988; Lázaro eíai, 1994;). 
• El espectro de U.V. de los compuestos liberados durante el pretratamiento pre-
sentaba un máximo de absorción (A, max) a 285 nm y un hombro a 325 nm (Fig. 4.21, 
Tabla 4.37). Este tipo de picos indican normalmente la presencia de ácido felúrico y p-
cumárico (Hartley, 1983). AJ menos algunos de estos ácidos se encuentran unidos me-
diante enlace éster entre sus grupos carboxilo y las pentosas que constituyen la pared de 
las células vegetales (Smith et al., 1981; Hartley et ai, 1976). Las uniones covalentes 
entre la lignina y los carbohidratos podrían ser de tipo éster entre grupos carboxilo libres 
de ácidos urónicos y aromáticos o de tipo éter entre grupos hidroxilo de los azúcares 
(Jeffries, 1990). Watanabe et al. (1989) estudiaron la estabilidad de estos enlaces frente a 
bases fuertes. La mayoría de estos enlaces pueden romperse en condiciones básicas sua-
ves, si bien un número significativo de estos enlaces permanecen estables. Los ácidos p-
cumárico y felúrico son biflincionales por lo que tienen capacidad para formar enlaces 
éster o éter por reacción de sus grupos carboxilo o fenólico, respectivamente. El ácido p-
cumárico se asocia fundamentalmente a la lignina, mientras que el ácido felúrico está es-
terificado con hemicelulosas (Scalbert et ai, 1985; Atushi et al., 1984). Los éteres de 
ácido felúrico podrían establecer uniones entre la lignina y la hemicelulosa gracias a la 
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esterificación simultánea de su grupo carboxilo con arabinosa y a la formación de éteres 
entre los grupos hidroxilos de la hemicelulosa y los fenilhidroxilos de la lignina. Algunos 
estudios sugieren que los ácidos difelúricos pueden formarse por polimerización con pe-
roxidasa, uniendo cadenas de hemicelulosas (Morrison, 1974; Markwaldes y Neukom, 
1976). 
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Fig. 4.21. Espectro UV-Vis de los compuestos liberados durante el pretratamiento de paja de tri­
go con NaOH. 
Tabla 4.37. Espectro de UV de los filtrados de paja de trigo procedentes de 
los distintos tratamientos. 
Tratamiento Xmax(nm) Absorbancia 
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Es posible que los tratamientos previos utilizados en este trabajo incrementasen la 
digestibilidad de los polisacáridos de las paredes vegetales por ruptura de los enlaces és-
ter y puentes de hidrógeno, afectando también a las débiles uniones básicas en la lignina. 
De hecho, cuando se utilizan tratamientos con soluciones de NaOH, la presencia del 
agua puede incrementar la difusión del álcali en la paja y translocar parte de la hemicelu-
losa (Ternrud et al., 1988). Este efecto puede verse mejorado cuando el proceso se reali­
za bajo la presión del autoclave. Así, puede observarse en la Fig. 4.20 que la contribu­
ción porcentual de hemicelulosa en la paja tratada con NaOH disminuye apreciablemente 
con respecto a la paja nativa. 
El tratamiento con butilamina combinada con la presión de vapor provocaba un 
descenso en el contenido en hemicelulosa aunque presentaba un ligero incremento en el 
contenido en lignina. El espectro de UV de los filtrados de esta paja pretratada (Fig. 
4.22) presentaba un máximo de absorbancia a 277 nm, caractenstico de compuestos fe-
nólicos que se encuentran en ausencia de los ácidos felúrico y p-cumárico (Hartley, 
1983). 
El mayor contenido en lignina junto con la menor alteración física en el residuo 
final con el tratamiento con butilamina conducían a pensar que era el método menos 
apropiado para los objetivos del trabajo. Por el contrario, los pretratamientos con NaOH 
y H2O2 parecían los más adecuados para llevar a cabo el estudio posterior de la hidrólisis 
acelerada de paja por aplicación de enzimas celulolíticos 
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Fig. 4.22. Espectro UV-Vis de los compuestos liberados durante el pretratamiento de paja de tri­
go con H2O2. 
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4.3.3. HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA DE PAJA Y CELULOSAS 
COMERCIALES 
En el proceso de sacarificación de la celulosa es esencial obtener altos rendimien-
tos en la cantidad de glucosa por unidad de enzima utilizada. Los factores que afectan a 
este rendimiento incluyen el pretratamiento del sustrato, la inhibición de los enzimas por 
efecto del calor o de los productos de degradación, la concentración del sustrato, la ad-
sorción de las celulasas, el incremento de la velocidad de reacción y el posible reciclado 
de los enzimas empleados (Vallander y Eriksson, 1985). Por tanto, la optimización de las 
condiciones experimentales de hidrólisis enzimática juega un papel clave en la economía 
global del proceso de sacarificación (Szczodrack, 1988). 
En un principio se buscaron las mejores condiciones de operación, con objeto de 
incrementar la efectividad de la hidrólisis enzimática de los materiales lignocelulósicos 
(paja), analizando los efectos producidos por el uso de pretratamientos alcalinos con 
H2O2 (aptdo. 3.5.2.1) y NaOH (aptdo. 3.5.2.3). Paralelamente, se realizó un estudio del 
proceso hidrolítico empleando sustratos celulósicos comerciales con distintas caracteris-
ticas: CMC (celulosa soluble), CMN-300 (celulosa no cristalina) y C4613 (celulosa micro-
granular). La degradación enzimática se realizó en distintos medios tamponados (pH 4,0; 
4,5; 5,0; 5,5 y 6,0), a varias temperaturas (30, 40, 50 y 60°C) y bajo agitación orbital 
constante (150 rpm). Se aplicaron como enzimas celulolíticos CMCasa y (3-glucosidasa 
inducidos en cultivos de T. reesei y de A. niger, respectivamente (ver aptdo. 3.5.3). La 
concentración de los sustratos utilizados variaba desde 0,5 al 10 %, incluyéndose mues-
tras testigo en las que no se habían añadido los enzimas celulolíticos. A intervalos fijos de 
tiempo se tomaban muestras puntuales durante todo el periodo de sacarificación (48 h) 
en las que se ensayaba la concentración de glucosa y azúcares reductores liberados (ver 
apartados 3.5.4.1 y 3.5.4.2, respectivamente). Las condiciones experimentales objeto de 
estudio fiaeron la temperatura, el pH de sacarificación, la concentración de enzima añadi-
da y la concentración de sustrato. Finalmente, se procedió a la aplicación de los enzimas 
inmovilizados por atrapamiento en geles de alginato de calcio y de poliacrilamida en un 
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intento de estabilizar los biorreactores enzimáticos y de incrementar su tiempo de vida 
media (ver aptdo. 3.5.3.2). 
El porcentaje de sacarificación logrado con los distintos tratamientos se definió 
según la siguiente ecuación (Szczodrak, 1988): 
azúcares reductores (g) x 0,9 
% sacarificación = x 100 
celulosa (g) 
siendo la cantidad de celulosa la añadida en las distintas experiencias, como material celu-
lósico, o la ensayada en la composición gravimétrica de la paja. 
4.3.3.1 EFECTO DE LA TEMPERATURA SOBRE LA HIDRÓLISIS 
ENZEMÁTICA DE PAJA Y DE CELULOSAS 
Los enzimas celulolíticos aislados de diferentes fiaentes se diferencian en sus ca-
racterísticas moleculares (peso molecular, composición y secuencia de aminoácidos, 
punto isoeléctrico, contenido de carbohidratos, etc.), capacidad de adsorción sobre la 
celulosa, actividad catalítica y especificidad hacia el sustrato. El sistema enzimático de T. 
reesei ha sido ampliamente estudiado, tanto en cuanto a la inducción y regulación de 
producción de celulasas (Chen y Wayman, 1992; Chahal et ai, 1992; Kubicek et ai, 
1993) como a la forma de actuación de los enzimas (Klyosov, 1990). Coughlan (1985) y 
Wood (1990) demostraron que T. reesei sintetizaba de cuatro a ocho endoglucanasas, 
dos celobiohidrolasas y de una a dos P-glucosidasas (para detalles, ver aptdo. 2.1.3.2.1). 
En este trabajo se aplicaron celulasas inducidas en cultivos de T. reesei. No obstante, y 
debido a la deficiencia en p-glucosidasa del sistema celulolítico de T. reesei, se incluyó 
(3-glucosidasa extracelular de A. niger en un intento de complementar el proceso hidrolí-
tico. 
La influencia de la temperatura sobre el proceso de hidrólisis provocado por la 
mezcla de celulasas y p-glucosidasa sobre los diferentes materiales celulósicos (CMC, 
CMN-300 y C6413), a distintos tiempos de tratamiento, se incluye en la Fig. 4.23 y la Ta-
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Fig. 4.23. Efecto de la temperatura sobre la degradación enzimática de celulosas comerciales. 
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Tabla 4.38. Efecto de la temperatura sobre la hidrólisis enzimática de celulosas comerciales. 
Temperatura Tiempo de 
hidrólisis (h) 
Concentración de azúcares reductores" 
CMC CMN-300 C6413 
2 18,77 10,54 2,84 










36 41,58 17,02 14,10 
48 45,38 18,95 17,57 
2 25,58 4,78 4,82 










36 58,36 17,78 20,98 
48 51,08 22,40 21,92 
2 19,72 7,48 12,20 










36 60,18 11,72 30,80 
48 65,94 11,84 37,20 
2 64,52 9,14 14,52 










36 73,36 9,01 18,68 
48 71,72 9,63 19,43 
* Enmgglucosag' celulosa 
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hidrolizable a todas las temperaturas estudiadas. De hecho, se obtenía un máximo con 
CMC de 73,36 mg glucosa g"' celulosa a 60°C frente a las 22,40 unidades encontradas en 
el tratamiento de CMN-300 a 40°C o las 37,20 unidades en el de la C64i3 a 50°C. Por 
tanto, la máxima actividad hidrolítica de CMC, CMN-300 y Ceau se alcanzaba a tempe­
raturas de 60, 40 y 50°C, respectivamente. Las diferencias en las temperaturas óptimas 
de sacarificación estarían directamente relacionadas con la estructura del sustrato celuló­
sico utilizado y por consiguiente, de la fracción enzimática del complejo celulolitico pre­
dominante para su degradación. 
Es conocido el hecho que las endoglucanasas son enzimas capaces de hidrolizar 
fácilmente los derivados solubles de las celulosas (como la CMC). Sin embargo, la hi­
drólisis de celulosas insolubles necesita la actuación sinérgica de endoglucanasas y celo-
biohidrolasas. Además, las celulosas cristalinas se adsorben fácilmente, por lo que este 
hecho juega un papel importante en el proceso hidrolítico (Klyosov, 1988), mientras que 
la hidrólisis de celulosa amorfa depende únicamente de la actividad de la preparación de 
celulasas (Klyosov, 1990). Como era previsible, el nivel de sacarificación de la celulosa 
soluble era mucho más elevado que el de las celulosas amorfas CMN-300 y C64i3 a todas 
las temperaturas ensayadas (Tabla 4.39). 
El efecto de la temperatura sobre la hidrólisis enzimática de paja de trigo (nativa 
y pretratada con NaOH y H2O2) se detalla en la Fig. 4.24. La primera conclusión deduci-
ble del examen de estos resultados es que la inoculación de celulasas y |3-glucosidasa al 
reactor provocaba una degradación hidrolítica efectiva de la paja (sobre todo tras 24 h de 
tratamiento). Como era de esperar, el proceso de hidrólisis era mucho más fácil y signifi­
cativo cuando se usaba paja tratada previamente con H2O2 o NaOH (ver Tablas 4.40 y 
4.41). La biomasa lignocelulósica no podía sacarificarse rápidamente y con rendimientos 
elevados sin un pretratamiento previo, debido, entre otros factores, a la pared vegetal 
que forma una barrera fisica resistente al ataque enzimático (Busto, 1992). Sin embargo, 
el tratamiento con oxidantes y álcalis facilitaba el acceso de los enzimas incrementado el 
área superficial y reduciendo el contenido en lignina y la cristalinidad de la celulosa 
(Estrada í?/a/., 1988). 
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Tabla 4.39. Efect 0 de la temperatura sobre la sacarificación de celulosas comerciales. 
Temperatura Tiempo de 
hidrólisis (h) 
% de sacarificación 
CMC CMN-300 C6413 
2 1,69 0,95 0,26 










36 3,74 1,53 1,27 
48 4,08 1,71 1,58 
2 2,30 0,43 0,43 










36 5,25 1,60 1,89 
48 1,60 2,62 1,97 
2 1,77 0,67 1,10 










36 5,42 1,05 2,77 
48 5,93 1,16 3,35 
2 5,81 0,82 1,31 










36 6,60 0,81 1,68 
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Tabla 4.40. Efecto de la temperatura sobre la hidrólisis enzimática de pa ¡a de trigo. 
Temperatura Tiempo de 
Concentración de azúcares reductores" 
Paja Paja tratada Paja tratada 
CC) hidrólisis (h) sin tratar con NaOH con H2O2 
2 0,06 19,14 15,59 










36 19,82 112,27 124,88 
48 14,40 110,12 113,76 
2 2,48 32,18 9,67 










36 n.d. n.d. n.d. 
48 37,82 154,08 187,72 
2 4,39 35,85 19,99 










36 30,03 164,32 124,59 
48 42,96 201,30 162,22 
2 6,65 42,70 32,36 










36 10,95 130,66 105,54 
48 
- 1 • , — • 
12,71 151,00 140,64 
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Tabla 4.41. Efecto de la temperatura sobre la sacarificación de paja de trigo. 
Temperati 
. • . ' • • - % de sacarificación 
ira Tiempo de Paja Paja tratada Paja tratada 
CC) hidrólisis (h) sin tratar con NaOH con H2O2 
2 0,01 2,49 2,70 










36 7,43 14,62 21,60 
48 5,40 14,34 19,68 
2 0,93 4,19 1,67 










36 n.d. n.d. n.d. 
48 14,17 20,06 32,48 
2 1,65 4,67 3,46 










36 11,26 21,39 21,55 
48 16,10 26,21 28,06 
2 2,49 5,56 5,60 










36 4,10 17,01 18,78 
48 4,76 19,66 24,33 
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Se podía comprobar, además, que el proceso hidrolítico de la paja nativa y trata­
da con NaOH se llevaba a cabo a una temperatura óptima de 50°C, mientras que la trata­
da con H2O2 se hidrolizaba mejor a 40°C, valores por otro lado, coincidentes con los 
obtenidos para las celulosas comerciales no solubles. Estas temperaturas óptimas relati­
vamente bajas, resultaban una ventaja adicional cuando se trabajaba con enzimas suscep­
tibles a la desnaturalización térmica, disminuyendo, además, los costes globales del pro­
ceso. 
Por otra parte, se observaba que el aspecto y textura de las partículas de paja, 
mientras que se modificaban apreciablemente tras los tratamientos indicados, no se veían 
alterados por la acción enzimática. 
La solubilización de la celulosa insoluble, presente en la paja, es uno de los pasos 
limitantes que requiere la formación de un complejo específico enzima-sustrato. El resul­
tado de los cambios de actividad de los enzimas depende de la adsorción y desorción de 
éstos a los sustratos, viéndose reflejado en el grado de su solubilización (Tanaka et al, 
1988). Tal y como ya se ha mencionado, los pretratamientos incrementaban el área su­
perficial de los poros accesibles por el enzima (Tanaka et ai, 1988), lo que mejoraba la 
hidrólisis enzimática (Tabla 4.40). 
4.3.3.2. EFECTO DEL pH SOBRE LA HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA DE PAJA Y 
CELULOSAS 
El estudio del pH óptimo correspondiente al proceso de hidrólisis enzimática se 
realizó mediante ensayo de los azúcares reductores y niveles de sacarificación obtenidos 
al tratar los substratos con los inóculos enzimáticos en soluciones tamponadas con aceta­
to a cinco valores de pH diferentes (4,0; 4,5; 5,0; 5,5 y 6,0). 
En la Fig. 4.25 se representa la influencia que ejercía el pH sobre la hidrólisis en­
zimática de las tres celulosas puras estudiadas. En dicha figura puede comprobarse que el 
proceso de sacarificación más sensible a las variaciones de pH era el correspondiente a la 
CMC. A diferencia de las otras dos celulosas, este sustrato presentaba una carga neta 
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Fig. 4.25. Efecto del pH sobre la hidrólisis enzimática de celulosas comerciales. 
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medio. Estas variaciones de carga podían modificar la afinidad del enzima por su sustrato 
(dependiendo de la concentración de protones del medio) lo que influía, a su vez, sobre 
la hidrólisis global del sustrato. La degradación máxima de CMC se alcanzaba, en todo el 
abanico de pH, a tiempos cortos de hidrólisis (12 h), obteniéndose los mayores rendi­
mientos, hasta 70 mg glucosa g '^ celulosa, a pH 4,5 (Tabla 4.42). El pH afectaba clara­
mente al proceso hidrolítico, de tal forma que cuando se trabajaba a valores de pH más 
ácidos (pH 4,0) se doblaba el rendimiento en azúcares reductores después de 48 h con 
respecto al fermentador que trabajaba a pH 6,0. En el caso de las celulosas no solubles 
(CMN-300 y C4613) los niveles de sacarificación más elevados (1,5 y 1,3% respectiva­
mente) se alcanzaban a pH 5,0 (Tabla 4.43). Sin embargo, las variaciones en el rango de 
pH estudiado no afectaban, de manera significativa, la hidrólisis de estos sustratos. 
Con respecto a la degradación enzimática de la paja, el pH volvía a influir de ma­
nera decisiva, tanto sobre la degradación del material pretratado como sobre la de la paja 
sin tratar (Tabla 4.44). La mayor degradación enzimática se presentaba a pH 5,0 (paja 
nativa y tratada con H2O2) y a 4,5 (paja tratada con NaOH). En los tres casos, los mí-
niIrnos de actividad aparecían a pH 6,0. Cuando los biorreactores trabajaban con paja 
pretratada con H2O2 a pH 6,0 se observaba una disminución en la producción de azúca­
res reductores durante el periodo de hidrólisis de 36 a 48 h. Este descenso podría expli­
carse en términos de una posible contaminación microbiana producida durante la toma de 
muestras y el posterior consumo de los azúcares liberados al medio por los microorga­
nismos presentes. 
En la Fig. 4.26 puede observarse que independientemente del valor de pH, la ve­
locidad inicial de hidrólisis de paja tratada con NaOH era siempre superior a la que pre­
sentaban los demás sustratos. Además, cuanto más se alejaba el valor de pH del óptimo, 
más rápidamente disminuía esta velocidad. Cuando el pH del medio era 6,0, el nivel de 
sacarificación tras 48 h se reducía a la mitad con respecto al encontrado al valor de pH 
óptimo (Tabla 4.45). 
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Concentración de azúcares reductores "* 
CMC CMN-300 C6413 
2 67,04 10,64 3,67 
5 62,24 10,16 3,87 
4,0 12 66,48 10,70 8,43 
24 72,74 11,15 7,80 
36 70,76 12,78 12,52 
48 70,33 12,40 13,93 
2 54,04 13,40 3,46 
5 52,32 12,59 5,51 
4,5 12 53,36 13,68 10,21 
24 68,11 16,20 10,37 
36 65,00 16,51 13,35 
48 64,68 17,02 14,74 
2 35,50 12,26 2,23 
5 48,24 11,61 2,97 
5,0 12 56,06 12,78 7,18 
24 57,85 14,04 10,46 
36 61,44 15,68 12,96 
48 59,87 16,50 14,94 
2 34,20 7,86 1,55 
5 50,28 8,68 3,60 
5,5 12 50,50 9,42 4,22 
24 46,40 13,50 9,71 
36 50,44 13,95 13,08 
48 53,96 10,69 13,70 
2 4,24 2,24 3,99 
5 24,88 1,27 3,95 
6,0 12 29,20 1,10 4,29 
24 34,40 5,90 6,60 
36 38,16 11,41 7,30 
48 36,88 12,33 8,30 
' En mg glucosa g' celulosa 
269 
Resultados y discusión 




% de sacarificación 
CMC CMN-300 C6413 
2 3,03 0,96 0,33 
5 5,60 0,91 0,35 
4,0 12 5,98 0,96 0,76 
24 6,55 1,00 0,70 
36 6,37 1,15 1,13 
48 6,33 1,11 1,25 
2 4,86 1,21 0,31 
5 4,71 1,13 0,50 
4,5 12 4,80 1,23 0,92 
24 6,13 1,46 0,93 
36 5,85 1,49 1,20 
48 5,82 1,53 1,33 
2 3,20 1,10 0,20 
5 4,34 1,04 0,27 
5,0 12 5,05 1,15 0,65 
24 5,21 1,26 0,94 
36 5,53 1,41 1,17 
48 5,39 1,49 1,34 
2 4,29 0,71 1,14 
5 4,53 0,78 0,32 
5,5 12 4,55 0,85 0,38 
24 4,18 1,22 0,87 
36 4,54 1,26 1,18 
48 4,86 0,96 1,23 
2 4,16 0,20 0,36 
5 3,77 0,11 0,36 
6,0 12 2,63 0,10 0,39 
24 3,10 0,53 0,59 
36 3,43 1,03 0,66 
48 3,32 1,11 0,75 
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Tabla 4.44. Efecto del pH sobre la hidrólisis enzimática de paja de trigo. 
pH Tiempo de 
hidrólisis (h) 







2 3,70 54,00 24,17 
5 7,38 49,52 32,83 
4,0 12 18,00 96,56 76,56 
24 23,31 131,04 106,66 
36 32,14 n.d. 137,84 
48 36,70 171,26 167,25 
2 2,15 44,08 12,94 
5 8,30 68,24 29,12 
4,5 12 17,21 117,28 79,12 
24 28,16 168,56 117,77 
36 34,67 n.d. 149,57 
48 40,04 219,20 173,84 
. 2 1,30 41,60 16,82 
5 8,71 64,40 34,20 
5,0 12 14,68 116,10 73,48 
24 26,75 172,72 112,88 
36 39,40 n.d. 144,00 
48 47,50 216,60 185,84 
2 0,22 50,93 8,28 
5 3,95 31,18 27,37 
5,5 12 13,29 93,63 49,16 
24 22,16 129,16 95,24 
36 30,36 n.d. 112,72 
48 34,30 175,26 156,90 
2 2,05 34,26 12,10 
5 6,44 45,72 20,60 
6,0 12 10,87 60,59 49,88 
24 17,61 95,36 83,04 
36 21,54 n.d. 96,16 
48 28,68 105,02 81,99 
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Fig. 4.26. Efecto del pH sobre la hidrólisis enzimática de paja nativa y tratada con NaOH y H2O2 
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Tabla 4.45. Efecto del pH sobre la sacarificación de paja de trigo. 
pH Tiempo de 
% de sacarificación 
Paja Paja tratada Paja tratada 
r hidrólisis (h) sin tratar con NaOH con H2O2 
2 1,39 7,03 4,18 
5 2,77 6,45 5,68 
4,0 12 6,75 12,57 13,25 
24 8,74 17,06 18,46 
36 12,05 n.d. 23,86 
48 13,76 22,30 28,95 
2 0,81 5,74 2,24 
5 . 3,11 8,89 5,04 
4,5 12 6,45 15,27 13,69 
24 10,56 21,95 20,38 
36 13,00 n.d. 25,89 
48 15,01 28,55 30,09 
2 0,49 5,42 2,91 
5 3,26 8,39 5,92 
5,0 12 5,50 15,12 12,72 
24 10,03 22,49 19,54 
36 14,77 n.d. 24,92 
48 17,81 28,21 32,16 
2 0,08 6,63 1,43 
5 1,48 4,06 4,74 
5,5 12 4,98 12,19 8,51 
24 8,31 16,82 16,48 
36 11,38 n.d. 19,51 
48 12,86 22,82 27,16 
2 0,77 4,46 2,09 
5 2,41 5,95 3,57 
6,0 12 4,07 7,89 8,63 
24 6,60 12,42 14,37 
36 8,07 n.d. 16,64 
48 10,75 13,68 14,19 
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4.3.3.3. EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DE ENZIMA Y SUSTRATO 
SOBRE LA HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA DE PAJA Y CELULOSAS 
Según Vallander y Eriksson (1990), el grado de sacarificación de los materiales 
celulósicos depende fiiertemente de la concentración en la que se encuentren los enzimas 
hidrolíticos y los sustratos de reacción (los materiales celulósicos). La elección de estas 
variables en el proceso de hidrólisis debe basarse en consideraciones económicas, ya que 
los enzimas son productos caros e interesa, normalmente, utilizarlos en dosis pequeñas. 
Sin embargo, y como contrapartida, cuando se emplean concentraciones pequeñas de 
enzimas se necesitan tiempos elevados de hidrólisis y, por tanto, tratamientos más largos, 
lo que a su vez requiere equipos de gran volumen y por tanto inversiones iniciales muy 
elevadas. Por otra parte, las concentraciones pequeñas de sustrato suelen producir mayo-
res rendimientos en la sacarificación, aunque con soluciones muy diluidas de azúcar, lo 
que supone incluir una operación posterior de concentrado que encarece el proceso. El 
coste de las materias primas, la energía, la posible recuperación de los enzimas, la pro-
ducción a escala y la valia de los productos finales son otros factores económicos de im-
portancia que deben considerarse en la planificación del proceso (Vallander y Eriksson, 
1990). 
En este sentido se estudió el efecto que producía la proporción de los enzimas 
celulolíticos ensayados sobre la velocidad de hidrólisis. Para ello, se analizaron los resul-
tados encontrados al probar mezclas de CMCasa/p-glucosidasa preparadas en cinco pro-
porciones diferentes (1/0, 1/1; 2/1; 4/1 y 1/2). La proporción 1/1 se preparaba en base a 
disolver 25 mg de CMCasa procedente de T. reesei (con una actividad de 825,6 [ig glu-
cosa mg'^  h"^ ) y 25 mg de P-glucosidasa procedente de A. niger (con una actividad de 
21,68 \\.g pNP mg"' h'^ ) en 100 mi de tampón, preparando el resto de proporciones con 
relación a estas concentraciones (para detalles ver el aptdo. 3.5.3.3). Seleccionada la 
proporción enzimática más adecuada para el tratamiento de cada material, se estudió el 
proceso de sacarificación empleando cinco concentraciones diferentes de los correspon-
dientes sustratos lignocelulósicos: 0,5; 1,0; 2,5; 5,0 y 10,0% (ver aptdo 3.5.3.4). 
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4.3.3.3.1. EFECTO DE LA PROPORCIÓN DE LOS ENZIMAS CELULOLÍTICOS 
El efecto producido cuando se modificaba la proporción entre los enzimas celu-
lolíticos inoculados a los sustratos celulósicos (CMC, celulosa amorfa MN-300 y C6413) 
sobre la producción de azúcares reductores se detalla en la Tabla 4.46. Un examen de 
esta tabla sirve para combrobar que el incremento de la cantidad de los enzimas presentes 
en el reactor suponía un aumento en la producción de azúcares reductores, siendo la 
concentración de CMCasa, la principal responsable de la producción de dichos azúcares. 
Cuando en el reactor se incluía carboximetilcelulosa como sustrato soluble, se producía 
una mayor liberación de azúcares reductores en el sistema que con las otras celulosas, 
duplicándose prácticamente su nivel al cuatriplicar la cantidad de celulasas inoculadas 
(Fig. 4.27). Sin embargo, el incremento del porcentaje de sacarificación no era propor-
cional a la concentración del enzima añadido al reactor (Tabla 4.47). Factores tales como 
la accesibilidad y el producto de reacción (que ejercía retroinhibición) podrían influir en 
la velocidad de hidrólisis de forma tal que una dosificación doble de enzima no propor-
cionaba el doble de azúcares reductores en el tiempo (Vallander y Eriksson, 1990). En 
todo caso, estos resultados son coincidentes con las conclusiones derivadas de los traba-
jos de Klyosov (1990) sobre hidrólisis de celulosas amorfas. 
Un aporte de P-glucosidasa de A. niger a los reactores que trabajaban con celulo-
sa amorfa CMN-300 o con celulosa microgranular C6413 suponía un ligero incremento de 
la cantidad de azúcares reductores producidos, provocando un efecto similar en la gene-
ración de glucosa (Tabla 4.48). La inoculación de p-glucosidasa en la celulosa soluble 
CMC no afectaba la cantidad de azúcares reductores obtenidos, aunque sí a los niveles 
de glucosa, que se duplicaban. Sin embargo, el incremento adicional de la cantidad de P-
glucosidasa añadida no suponía variaciones en la cantidad de glucosa producida. Tal y 
como puede deducirse de la observación de la Fig. 4.28, que refleja la influencia de la 
proporción de enzimas celulolíticos sobre la producción de glucosa, la inoculación de p-
glucosidasa aislada de A. niger mejoraba sensiblemente los rendimientos del proceso hi-
drolítico de los distintos tipos de celulosa, resultando menos sensible a la inactivación 
que la P-glucosidasa procedente de T. reesei (Enari, 1983). Cuando las preparaciones 
celulásicas de Trichoderma se suplementaban con P-glucosidasa aislada de A. niger, la 
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Tabla 4.46. Efecto de la proporciónele enzimas celulolíticos sobre la producción de azúcares 





Concentración de azúcares reductores'' 
CMC CMN-300 C6413 
2 21,52 6,09 2,02 
5 31,82 4,12 4,52 
1/0 12 50,29 5,52 6,18 
24 50,45 6,78 8,34 
36 54,24 7,64 11,95 
48 60,00 6,70 12,35 
2 30,76 4,76 2,45 
5 42,11 6,74 4,54 
l/l 12 47,49 5,87 7,90 
24 59,36 7,44 11,35 
36 58,69 7,66 16,35 
48 67,60 8,12 18,56 
2 36,44 4,15 2,29 
5 50,90 5,66 4,47 
1/2 12 60,68 5,38 7,83 
24 73,72 5,86 11,80 
36 60,49 6,27 15,96 
48 70,68 8,73 17,34 
2 44,85 6,43 8,32 
5 48,00 6,92 9,79 
2/1 12 60,81 9,16 12,87 
24 85,95 9,96 16,32 
36 89,93 11,74 20,09 
48 85,70 13,37 25,74 
2 46,30 7,74 10,93 
5 63,00 8,74 13,41 
4/1 12 68,24 13,90 17,81 
24 100,50 17,20 21,86 
36 105,70 19,41 23,12 
' . r ^ . - 1 . _ . • . . • • • " 
48 107,20 24,08 29,51 
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Fig. 4.27. Efecto de la proporción de enzimas celulolíticos (CMCasa / p-glucosidasa) añadidos sobre la producción de azúcares re-
ductores en la hidrólisis de celulosas comerciales. 
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% de sacarificación 
CMC CMN-300 C6413 
2 1,90 0,50 0,20 
5 2,90 0,40 0,40 
1/0 12 4,50 0,50 0,60 
24 4,50 0,60 0,80 
36 5,20 0,70 1,10 
48 5,40 0,60 1,10 
2 2,80 0,40 0,20 
5 3,80 0,60 0,40 
1/1 12 4,30 0,50 0,70 
24 5,30 0,70 1,00 
36 5,30 0,70 1,50 
48 6,10 0,70 1,70 
2 3,28 0,37 0,21 
5 4,58 0,51 0,40 
1/2 12 5,46 0,48 0,71 
24 6,63 0,53 1,06 
36 5,44 0,56 0,44 
48 6,36 0,79 1,56 
2 4,00 0,60 0,70 
5 4,30 0,60 0,90 
2/1 12 5,50 0,80 1,20 
24 7,70 0,90 1,50 
36 8,10 1,10 1,80 
48 7,70 1,20 2,30 
2 4,20 0,70 1,00 
5 5,70 0,80 1,20 
4/1 12 6,10 1,20 1,60 
24 9,00 1,50 2,00 
36 9,50 1,70 2,10 
48 9,60 2,20 2,70 
* Relación CMCasa / POG referida a 25 mg de CMCasa) 
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Tabla 4.48. Efecto de la proporción de enzimas celulolíticos sobre la producción de glucosa en 





Concentración de glucosa a 
CMC CMN-300 C6413 
2 3,43 6,70 1,26 
5 ' ' 2,46 6,23 1,63 
1/0 12 1,44 4,46 2,27 
24 2,55 1,84 4,49 
36 1,44 2,10 4,65 
48 3,11 3,64 3,44 
2 5,44 7,30 1,65 
5 5,49 8,91 2,39 
1/1 12 2,30 8,35 3,81 
24 4,80 6,80 4,59 
36 5,57 13,62 4,56 
48 6,73 8,28 4,64 
2 5,81 2,79 1,81 
5 5,54 5,90 3,28 
1/2 12 4,46 6,15 3,72 
24 5,05 1,88 4,64 
36 6,39 4,08 4,71 
48 6,81 3,95 4,46 
2 3,88 6,72 2,27 
5 6,54 4,45 3,48 
2/1 12 3,72 7,88 4,57 
24 6,07 5,40 4,68 
36 4,83 6,49 4,65 
48 5,65 5,77 4,64 
2 8,66 12,22 3,59 
5 8,96 8,09 4,88 
4/1 12 5,28 11,70 4,59 
24 12,72 9,83 3,75 
36 12,98 11,58 3,35 
,r^ . . -1 . . . I . „ _ 
48 14,38 11,90 4,63 
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Fig. 4.28. Efecto de la proporción de enzimas celulolíticos (CMCasa / P-glucosidasa) añadidos sobre la producción de glucosa en 
la hidrólisis de celulosas comerciales. 
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glucosa aparecía como el producto predominante, incrementándose de forma significati-
va los rendimientos de sacarificación. Este efecto podría explicarse por una posible re-
ducción de la inhibición de la celobiosa, observada en algunos casos (Yamanaka et al.^ 
1976). Sin embargo, no hay que olvidar que la inoculación de p-glucosidasa a las bio-
rreactores de sacarificación, encarece desde el punto de vista económico la producción 
de glucosa y azúcares (Sternberg t?/fl/., 1977). 
Las Tablas 4.49, 4.50 y 4.51 muestran los valores obtenidos cuando se efectuaba 
un estudio paralelo al expuesto, pero con paja nativa y pretratada. Del análisis de estos 
datos podemos deducir que la cantidad de celulosa añadida al reactor ejercía un efecto 
diferenciado en cada uno de los sustratos lignocelulósicos estudiados. La hidrólisis de 
paja nativa se incrementa en un 36% cuando se duplicaba la concentración de las celula-
sas añadidas. Si esa concentración era duplicada de nuevo (4/1), el aumento producido 
era únicamente del 16,0% (Tabla 4.49). La paja tratada previamente con NaOH resultaba 
ser el sustrato más afectado por la proporción de la mezcla enzimática y el que propor-
cionaba mayores rendimientos de azúcares reductores. En la Fig. 4.29 se observa que pa-
ra producir los mismos niveles de azúcares los reactores que operaban con las propor-
ciones más elevadas de celulasas (4/1) necesitaban la cuarta parte de tiempo que el que 
requería la mezcla enzimática 1/1. Así, y aunque la cantidad de enzima añadido fuera 
mayor, se podrían disminuir considerablemente los tiempos de hidrólisis. Este hecho, 
permitiría la selección de las condiciones más convenientes en cada situación en función 
de la economía global del proceso (disponibilidad de equipo y gasto energético frente a 
mayor gasto en enzimas). Cuando la paja se trataba con peróxido de hidrógeno, el efecto 
ejercido por la variación de la concentración enzimática era superior al experimentado 
por la paja nativa, pero sin alcanzar los niveles encontrados con la paja pretratada con 
hidróxido sódico. Cada vez que se duplicaba la cantidad de celulasas con la que se trata-
ba la paja sometida al H2O2, el porcentaje de sacarificación se incrementaba aproxima-
damente 10 unidades (Tabla 4.50). Con los tres sustratos lignocelulósicos estudiados, la 
utilización de las mayores concentraciones de enzima no suponía una producción pro-
porcional de azúcares. 
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Tabla 4.49. Efecto de la proporción de enzimas celulolíticos sobre la producción de azúcares 
reductores en la hidrólisis enzimática de paja de trigo. 
Proporción Tiempo de 
Concentración de azúcares reductores "^  
Paja Paja tratada Paja tratada 
(CMCasa/pDG) ^ hidrólisis (h) sin tratar con NaOH con H2O2 
2 1,11 27,86 14,24 
5 5,59 31,91 24,52 
1/0 12 5,96 47,12 47,67 
24 17,38 88,80 93,38 
36 14,16 90,24 119,74 
48 29,97 74,12 131,44 
2 1,92 26,31 20,25 
5 6,65 35,91 23,06 
1/1 12 10,61 47,76 43,45 
24 22,96 76,12 83,92 
36 27,19 124,96 115,03 
48 38,78 127,60 140,12 
2 4,97 23,55 21,63 
5 9,22 28,68 23,29 
1/2 12 17,03 48,08 45,52 
24 25,33 73,56 85,05 
36 32,24 98,34 86,94 
48 37,32 110,02 113,24 
2 5,93 45,84 25,22 
5 11,03 56,13 51,22 
2/1 12 25,42 80,60 69,09 
24 37,16 146,72 119,78 
36 45,65 177,28 145,20 
48 52,84 184,56 179,48 
2 5,09 78,76 44,95 
5 17,81 92,45 57,60 
4/1 12 32,68 131,81 97,12 
24 43,79 160,90 136,92 
36 55,55 221,60 201,74 
48 61,32 271,36 221,27 
' En mg de glucosa g' paja 
'' Proporción referida a 25 mg de CMCasa 
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Tabla 4.50. Efecto de la proporción de enzimas celulolíticos sobre la sacarificación de paja de 
trigo. 
Proporción Tiempo de 
% de sacarificación 
Paja Paja tratada Paja tratada 
(CMCasa/{3DG)' hidrólisis (h) sin tratar con NaOH con H2O2 
2 0,42 6,26 3,14 
5 2,10 7,17 5,40 
1/0 12 4,33 10,58 10,50 
24 6,51 19,95 20,57 
36 5,31 20,27 26,37 
48 11,23 16,65 28,96 
2 0,72 5,91 4,46 
5 2,49 8,07 5,08 
1/1 12 3,98 10,73 9,57 
24 8,61 17,10 18,49 
36 10,19 28,07 25,34 
48 14,53 28,66 30,87 
2 1,86 5,29 3,51 
5 3,46 6,44 5,13 
1/2 12 6,38 10,80 10,02 
24 9,49 16,47 18,72 
36 12,83 22,08 19,14 
48 13,99 24,70 24,92 
2 2,22 10,29 5,56 
5 4,47 12,60 11,35 
2/1 12 9,52 18,10 15,22 
24 13,93 32,95 26,39 
36 17,10 39,81 31,99 
48 19,80 41,45 32,18 
2 1,91 17,68 9,88 
5 6,68 20,75 12,66 
4/1 12 12,25 29,59 21,35 
24 16,41 36,12 30,10 
36 20,82 49,75 44,34 
48 22,98 60,93 51,86 
Proporción referida a 25 mg de CMCasa 
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Tabla 4.51. Efecto de la proporción de CMCasa / p-glucosidasa sobre la producción de gluco­












2 0,23 1,99 1,10 
5 0,28 4,58 3,96 
1/0 12 1,03 8,56 6,14 
24 9,60 19,36 12,56 
36 12,54 23,61 17,37 
48 16,56 31,37 23,18 
2 0,03 4,53 0,54 
5 0,50 6,64 3,35 
1/1 12 2,01 19,22 9,21 
24 14,99 35,16 15,52 
36 20,45 37,51 23,23 
48 26,99 34,40 17,57 
2 0,30 5,68 1,74 
5 0,82 8,59 4,77 
1/2 12 1,23 22,25 7,53 
24 17,53 38,20 14,70 
36 22,38 53,26 24,82 
48 25,89 64,42 32,92 
2 0,61 7,98 3,23 
5 0,93 10,64 7,21 
2/1 12 2,97 28,11 1,36 
24 26,41 51,35 25,72 
36 28,79 69,36 29,81 
48 31,84 85,26 56,06 
2 0,45 16,16 8,52 
5 0,76 28,45 12,28 
4/1 12 1,95 61,05 29,08 
24 27,55 91,97 49,32 
36 29,15 86,47 73,11 
. . . , • _ . - i , . 
48 26,67 88,36 99,35 
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Fig. 4.29. Efecto de la proporción de enzimas celuloliticos (CMCasa / P-glucosidasa) añadidos sobre la producción de azúcares re-
ductores en la hidrólisis de paja de trigo. 
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El hecho de que únicamente se obtuvieran pequeños incrementos en la velocidad 
de hidrólisis de los materiales lignocelulósicos, cuando se utilizaban concentraciones altas 
de enzimas, podría explicarse en función de una neutralización parcial de la sacarificación 
por incremento de la velocidad de transglicosilación (Vallander y Eriksson, 1985). Los 
resultados obtenidos en este sentido son concordantes con los encontrados por otros in-
vestigadores. La cantidad de enzima necesaria para obtener unos niveles determinados de 
sacarificación para un sustrato concreto estaban claramente ligados a la composición de 
la mezcla enzimática (Vallander y Eriksson, 1985; Dekker y Wallis, 1983). 
Por otra parte, la cantidad de glucosa producida durante el proceso hidrolitico de 
paja de trigo nativa se veía incrementada cuando el medio contenía P-glucosidasa exóge-
na, aunque era independiente de la cantidad de enzima añadido (Tabla 4.51). Una com-
paración de los resultados obtenidos en reactores que trabajaban con paja pretratada con 
NaOH, en ausencia de P-glucosidasa, con aquellos que lo hacían con 25 mg de este en-
zima, indicaba que apenas existían variaciones en los rendimientos de glucosa. Sin em-
bargo, si la cantidad de p-glucosidasa inoculada se incrementaba hasta 50 mg, la cantidad 
de glucosa liberada era el doble (64 mg glucosa g' paja). Esto demostraba que la concen-
tración de P-glucosidasa es crítica en el proceso hidrolitico global. La Fig. 4.30 indica 
que las mayores concentraciones de glucosa se obtenían cuando se utilizaba la propor-
ción 4/1, aunque la proporción 2/1 proporcionaba también niveles muy elevados de este 
monosacárido. En todo caso, la concentración más determinante en la obtención del pro-
ducto final era la de la CMCasa, debido quizás a que los enzimas obtenidos de T. reesei 
no estaban totalmente purificados y/o a que la preparación de celulasas contenía cierta 
actividad p-glucosidasa. En cualquier caso, la inoculación de P-glucosidasa en los bio-
rreactores que trabajaban con paja nativa y tratada con H2O2 provocaba prácticamente la 
duplicación de los niveles de sacarificación. Según Vallander y Eriksson (1990) puede al-
canzarse un alto grado de sacarificación de paja de cereal con una cantidad moderada de 
celulasas, siempre y cuando el sustrato sea pretratado adecuadamente y la preparación de 
celulasas contenga suficiente cantidad de p-glucosidasa. 
Del análisis de los resultados discutidos en este apartado, y teniendo en cuenta las 
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Fig. 4.30. Efecto de la proporción de enzimas celulolíticos (CMCasa / P-glucosidasa) añadidos sobre la producción de glucosa en 
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adecuada entre las celulasas y la p-glucosidasa era de 4/1 para los sustratos celulósicos y 
de 2/1 para los lignocelulósicos. 
4.3.3.3.2. EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DEL MATERIAL LIGNOCELULÓSICO. 
En este apartado se refieren los resultados obtenidos al estudiar el proceso de sa­
carificación cuando se variaba la concentración del material lignocelulósico (0,5; 1,0; 2,5; 
5,0 y 10,0%) utilizando la proporción y concentración enzimáticas encontradas como 
más adecuadas en el estudio anterior. 
La Tabla 4.52 muestra la producción de azúcares reductores y la Tabla 4.53 el 
porcentaje de sacarificación cuando se hidrolizaban distintas cantidades de CMC, CMN-
300 y C6413. En todos los casos se observaba que a medida que disminuía la concentra­
ción inicial del material celulósico se producía un mayor grado de sacarificación. Los 
materiales que resultaban menos afectados por la variación de la concentración de sustra­
to eran la celulosa microgranular C64i3 y la CMC, y el que presentaba una mayor varia­
ción era la celulosa MN-300. En la Tabla 4.53 puede observarse que los incrementos de 
los niveles de sacarificación de la celulosa MN-300 eran tanto más elevados cuanto más 
se aproximara a la concentración utilizada en la inducción de las celulasas en los cultivos 
de T. reesei (0,4%) (aptdo 3.1.1.2). 
Por otra parte, cuando se incrementaba la concentración de la CMN-300 del 0,5 
al 10% se limitaba muy sustancialmente el rendimiento en azúcares reductores produci­
dos de 120 a 4 mg g' celulosa (Fig. 4.31), justificado quizás en parte por la menor acce­
sibilidad enzima/sustrato (mayor dificultad de agitación) y la mayor inhibición por el pro­
ducto final (Szczodrak, 1988). 
Los resultados del estudio paralelo con materiales lignocelulósicos (paja de trigo 
nativa y tratada con hidróxido sódico y agua oxigenada) se reflejan en las Tablas 4.54 y 
4.55, referidas a la producción de azúcares reductores y porcentajes de sacarificación, 
respectivamente. AI igual que con los sustratos celulósicos, la sacarificación y cantidad 
de azúcares liberados por gramo de paja disminuían muy considerablemente al aumentar 
la concentración inicial de sustrato. Así, los mejores rendimientos se obtenían siempre 
cuando se trabajaba con una concentración del 0,5 %. Los incrementos en la velocidad 
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Tabla 4.52. Efecto de la concentración de las celulosas comerciales sobre su velocidad de hi­
drólisis enzimática. 
Concentración 
de sustrato (%) 
Tiempo de 
hidrólisis (h) 
Concentración de azúcares reductores ^ 
CMC CMN-300 C6413 
2 110,78 14,86 2,62 
5 106,80 30,45 3,54 
0,5 12 99,77 57,23 17,04 
24 113,08 82,25 28,82 
36 111,00 98,99 28,16 
48 123,96 120,83 30,56 
2 93,48 8,95 J , J O 
5 97,07 16,12 5,77 
1,0 12 10,01 30,83 10,87 
24 99,70 41,94 20,29 
36 97,38 47,61 25,07 
48 93,38 60,24 26,27 
2 69,07 5,03 3,55 
5 60,96 6,97 5,83 
2,5 12 66,80 9,18 10,59 
24 75,90 12,89 20,09 
36 89,90 15,01 23,19 
48 80,62 18,11 22,19 
2 42,57 3,70 2,65 
5 56,90 4,16 4,28 
5,0 12 50,95 5,72 6,78 
24 62,52 6,47 11,32 
36 58,16 7,03 13,01 
48 69,15 8,57 13,76 
2 n.d. 2,05 2,42 
5 n.d. 2,44 2,93 
10,0 12 37,87 3,21 4,90 
> 24 31,49 3,50 7,43 
36 37,36 3,89 7,63 
' . r ^ • -1 . ' • ; . . . " 
48 51,64 4,30 9,08 
289 
Resultados y discusión 
Tabla 4.53. Efecto de la concentración de las celulosas comerciales sobre los niveles de saca­
rificación enzimática. 
Concentración 
de sustrato (%) 
Tiempo de 
hidrólisis (h) 
% de sacarificación 
CMC CMN-300 C6413 
2 9,07 2,67 0,47 
5 9,61 5,48 0,64 
0,5 12 8,97 10,30 3,07 
24 10,18 14,81 5,19 
36 9,99 17,82 5,07 
48 11,16 21,75 5,50 
2 8,41 0,81 0,30 
5 8,74 1,45 0,52 
1,0 12 9,00 2,77 0,98 
24 8,97 3,77 1,83 
36 8,76 4,29 2,26 
48 8,44 5,42 2,36 
2 6,22 0,18 0,13 
5 5,47 0,25 0,21 
2,5 12 3,31 0,33 0,38 
24 6,83 0,46 0,72 
36 7,84 0,54 0,83 
48 7,26 0,65 0,80 
2 3,83 0,07 0,05 
5 5,12 0,07 0,08 
5,0 12 4,59 0,10 0,12 
24 5,63 0,12 0,20 
36 5,23 0,13 0,23 
48 6,22 0,15 0,25 
2 n.d. 0,04 0,04 
5 n.d. 0,04 0,05 
10,0 12 3,41 0,06 0,09 
> 24 2,83 0,06 0,13 
36 3,35 0,07 0,14 
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2 9,59 134,96 65,20 
5 n.d. 357,44 123,02 
0,5 12 20,18 509,88 260,60 
24 60,13 515,88 464,12 
36 68,23 822,16 554,46 
48 75,51 682,20 559,95 
2 7,02 100,40 61,66 
5 16,09 163,42 76,31 
1,0 12 29,81 259,52 166,84 
24 56,10 436,60 333,41 
36 64,82 504,30 394,13 
48 73,54 610,80 455,84 
2 5,10 37,74 49,82 
5 7,95 50,72 51,31 
2,5 12 19,84 131,80 102,47 
24 39,16 180,68 150,14 
36 56,08 240,76 216,89 
48 53,46 251,12 300,29 
2 5,22 46,38 27,32 
5 7,24 89,36 30,70 
5,0 12 15,05 117,52 131,69 
24 28,70 113,36 135,86 
36 35,29 158,78 194,59 
48 41,87 192,38 185,81 
2 3,52 37,64 16,42 
5 4,89 n.d. 19,42 
10,0 12 7,90 35,92 77,65 
24 13,48 48,69 81,30 
36 15,13 55,90 93,62 
48 17,88 63,35 n.d. 
* En mg de glucosa g' paja 
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2 3,59 17,58 11,28 
5 n.d. 46,54 21,28 
0,5 12 7,56 66,38 45,08 
24 22,54 66,92 80,29 
36 25,57 96,84 95,92 
48 28,30 88,82 96,87 
2 2,63 13,08 10,67 
5 6,03 21,28 13,20 
1,0 12 11,17 33,78 28,89 
24 21,01 56,84 57,68 
36 24,09 65,64 68,19 
48 27,57 77,52 78,89 
2 1,91 6,99 7,76 
5 2,98 11,81 8,88 
2,5 12 7,44 17,17 17,73 
24 14,68 23,52 25,99 
36 21,01 31,34 37,54 
48 20,04 32,70 51,97 
2 1,96 6,04 4,73 
5 2,71 11,66 5,31 
5,0 12 5,64 15,30 22,78 
24 10,76 14,78 23,50 
36 13,23 20,68 33,50 
48 15,69 25,04 32,32 
2 1,22 4,90 2,84 
5 1,83 n.d. 3,33 
10,0 12 2,92 9,54 13,44 
24 5,05 12,68 14,06 
36 5,67 14,56 16,20 
48 6,70 16,50 n.d. 
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de hidrólisis de la paja nativa (sobre todo en el rango de concentraciones entre 0,5 y 
2,5%) eran muy inferiores a los experimentados por la paja pretratada, el mayor rendi­
miento alcanzado después de 48 h de hidrólisis de paja nativa suponía la producción de 
75 mg glucosa g' , mientras que en el mismo tiempo se obtenían 682 mg por cada gramo 
de paja pretratada con NaOH al 0,5%. En este mismo sentido, es importante destacar los 
elevados niveles de sacarificación obtenidos con la paja tratada con H2O2: a las 24 h del 
inicio del proceso la sacarificación era del 89,3% y a las 36 h se alcanzaba ya un máximo 
del 95%. Este hecho confirmaba nuevamente la necesidad de realizar pretratamientos a 
los materiales lignocelulósicos con objeto de conseguir elevados rendimientos en los pro­
cesos de hidrólisis enzimática posteriores. 
Del análisis de la Fig. 4.32, donde se representa la cantidad de azúcares reducto­
res obtenidos a partir de los tres tipos de paja estudiadas a las diferentes concentraciones, 
podrían sacarse las siguientes conclusiones: 
(1) La velocidad de hidrólisis se incrementaba rápidamente al principio de la 
reacción disminuyendo según se iba progresando en el proceso y en forma de respuesta 
hiperbólica. 
(2) El incremento de la concentración del material lignocelulósico en la suspen­
sión suponía un aumento de la velocidad inicial de la hidrólisis. 
(3) En las hidrólisis realizadas a bajas concentraciones de sustrato a partir de 24 h 
de reacción la velocidad descendía de forma notable. 
(4) La velocidad de hidrólisis de la paja tratada (tanto con NaOH como con 
H2O2) era muy superior a la de la paja nativa para todas las concentraciones de sustrato 
estudiadas. 
Estos resultados coinciden con las experiencias llevadas a cabo por Lázaro 
(1991) al trabajabar con diversos residuos lignocelulósicos. 
De manera paralela a lo explicado con los materiales celulósicos, la disminución 
de la velocidad de hidrólisis podría explicarse teniendo en cuenta la heterogeneidad del 
sustrato y la retroinhibición por producto (David y Thiry, 1981). La heterogeneidad del 
sustrato (existencia de celulosas amorfa y cristalina) podría ser la responsable del rendi­
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Fig. 4.32. Efecto de la concentración de sustrato sobre la hidrólisis enzimática de paja sin tratar y tratada con NaOH y con H2O2. & 
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Una vez que la celulosa amorfa, fácilmente atacable, había sido degradada, la reacción 
transcurría a una velocidad mucho menor durante la hidrólisis de las regiones cristalinas 
más resistentes a la acción de los enzimas. Tanaka et al. (1986) encontraron que una de 
las causas de esta disminución de la velocidad se debía a que el tamaño de los poros de la 
celulosa cristalina era excesivamente pequeño. Adicionalmente, con concentraciones ini-
ciales de sustrato elevadas podría esperarse una retroinhibición por los productos. La 
velocidad de reacción de las celulasas se incrementaba cuando se aumentaba el volumen 
de los poros accesibles a las enzimas, lo cual dependía de la intensidad del tratamiento al 
que había sido sometido el sustrato (Grethlein, 1985). Gharpuray et al. (1983) sostuvie-
ron que la hidrólisis del sustrato podía expresarse de forma relativa como una función del 
área superficial, del índice de cristalinidad y del contenido en lignina. 
Como ya se ha mencionado, los niveles de solubilización del sustrato eran más de 
tres veces superiores con paja pretratada con NaOH y con H2O2 que con paja nativa, 
cuando los reactores trabajaban durante 48 h en las condiciones óptimas de temperatura, 
pH, concentración de enzima y de sustrato (Tabla 4.55). Esto podría explicarse pensando 
que el área superficial de los poros accesibles al complejo enzimático se veía incrementa-
da como consecuencia de los pretratamientos (Tanaka et al, 1987). Es probable que la 
reacción de solubilización enzimática de los materiales celulósicos dependiera del área 
superficial correspondiente a los poros accesibles al enzima. Sólo los componentes del 
sistema celulolítico de menor peso molecular podrían difundirse lentamente hacia el inte-
rior de los pequeños poros que, sin embargo, resultarían inaccesibles para el conjunto del 
complejo enzimático. Esto produciría una disminución del movimiento molecular y de la 
acción sinérgica, produciendo una descenso en la velocidad de reacción. Sin embargo, 
cuando la velocidad de solubilización era alta como consecuencia de un incremento del 
tamaño de poro, la probabilidad de una acción catalítica en los poros más accesibles era 
mayor, siendo menos efectiva la difusión en los poros pequeños (Tanaka et al. 1987). 
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4.3.3.3.3. RELACIÓN ENTRE LAS CONCENTRACIONES DEL SISTEMA ENZIMÁTICO Y DE 
LOS SUSTRATOS 
La relación entre las concentraciones del enzima y de los sustratos lignocelulósi-
cos es una variable fundamental en los procesos hidrolíticos. En este sentido, y tras anali­
zar los resultados obtenidos en los distintos ensayos, se eligieron como condiciones óp­
timas para cada sustrato las siguientes: 
- Para CMC, CMN-300 y C64i3 la concentración enzimática óptima era de 100 
mg de celulasas en 100 mi (con una actividad de 82,560 \xg glucosa h"^ ). Como la con­
centración de sustrato óptima era del 0,5%, la relación enzima/sustrato era de 165,120 
jig glucosa h"^  g"* celulosa. 
- Para paja, paja pretratada con NaOH y paja pretratada con H2O2 la concentra­
ción del enzima más adecuada era de 50 mg celulasas en 100 mi (con una actividad de 
42,280 mg glucosa h'^). Como la concentración de sustrato óptima volvía a ser del 0,5%, 
la relación enzima/sustrato era de 82,560 |j.g glucosa h'^  g'* de paja. 
4.3.3.4. CINÉTICA DE LA HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA DE PAJA Y DE LAS 
CELULOSAS COMERCIALES 
La cinética de hidrólisis enzimática de la celulosa ha sido estudiada ampliamente y 
teniendo en cuenta la diversidad de sistemas de reacción investigados, se han propuesto 
varios modelos, de los cuales el más aceptado es el de Michaelis-Menten (p.e. Roberts, 
1977). Este sistema puede representarse en el siguiente esquema simplificado: 
ki k2 
E + S < • ES ^ • E + P 
k- i 
en donde: E: enzima (el sistema de celulasas) 
S: sustrato (los materiales lignocelulósicos) 
ES: complejo celulasas/celulosa 
P: producto (azúcares reductores) 
297 
Resultados y discusión 
Para un sistema en estado estacionario la velocidad de reacción podría expresarse 
como: 
V„,ax [S] 
V= (Ec. 4.1) 
K. + [S] 
Donde Vmax y Km son los parámetros cinéticos, velocidad máxima y constante de 
Michaelis, útiles para describir las propiedades de las reacciones enzimáticas. Teniendo 
en cuenta los resultados obtenidos en la hidrólisis enzimática a diferentes concentracio­
nes de sustrato (véanse las Tablas 4.52 y 4.54), se puede hacer un estudio cinético co­
rrespondiente a la degradación enzimática de los materiales utilizados. Para ello es nece­
sario hacer un cambio de las unidades de la concentración de: 
Sustrato [S]: Materiales lignocelulósicos de % (p/v) a g TV 
Producto: Azúcares reductores de mg glucosa g'^  celulosa a g glucosa r \ 
4.3 .3 .4 .1 . CINÉTICA DE MICHAELIS 
En las Figuras 4.33 y 4.34 (Tablas 4.56 y 4.57) se representan las cinéticas co­
rrespondientes a la hidrólisis enzimática de las celulosas y los diferentes tipos de paja, 
respectivamente, utilizando las unidades indicadas para 48 h de reacción. Las curvas hi­
perbólicas recogidas en dichas figuras indican que la hidrólisis celulásica de todos los 
materiales seguía una cinética de Michaelis-Menten. No obstante, y para el caso concreto 
de la celulosa MN-300, no fije posible el cáculo de las constantes cinéticas, debido a que 
incluso a la concentración del 0,5%, se obtenían ya valores de saturación. Al incrementar 
las concentraciones de sustrato se producía una inhibición de la acción enzimática. En 
cualquier caso, podía deducirse que la velocidad de hidrólisis enzimática cuando se apli­
caba como sustrato celulosa MN-300 era menor (Fig. 4.33). A partir de estos datos, y 
tras el correspondiente cálculo automático con ordenador, se obtuvieron los valores de 
las constantes cinéticas de Michaelis (Km y Vmax) correspondientes al conjunto de celula-
sas capaces de degradar las celulosas comerciales y los diferentes tipos de de paja de tri­
go (Tablas 4.58 y 4.59 respectivamente). 
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[S] (g celulosa 1" ) 
Fig. 4.33. Cinética de Michaelis-Menten para la degradación enzi-
mática de celulosas comerciales. 
[S] (g paja r ' ) 
Fig. 4.34. Cinética de Michaelis-Menten para la degradación enzi-
mática de paja sin tratar y trata- da con NaOH y H2O2. 
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Tabla 4.56. Cinética de la hidrósilis enzimática de celulosas comerciales. 
Sustrato [S]" V'' 
5 0,013 
10 0,020 










C6413 25 0,011 
50 0,014 
100 0,019 
* En g celulosa 1' 
* En g glucosa P' h"' 
Entre los sustratos celulósicos, la mayor capacidad de hidrólisis enzimática se 
obtenía con carboximetilcelulosa (Vmax= 0,119 g glucosa h"^  1'^ ), mientras que la paja más 
suceptible a la degradación más rápida era la tratada con agua oxigenada (la velocidad 
máxima de la paja nativa era cuatro veces menor que la de la tratada con H2O2). De nue­
vo, se evidenciaba la utilidad de los pretratamientos del material crudo con objeto de 
acelerar su degradación. Resulta lógico, por otra parte, que el material celulósico más 
soluble aparezca como el que se degradaba a mayor velocidad. 
Las constantes de Michaelis, Km, de las celulosas comerciales CMC y C6413 eran 
relativamente similares entre si, presentando una mayor afinidad por los enzimas la celu­
losa microgranular C64i3 (Tabla 4.58). Los valores de Km para la paja pretratada sufrían 
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una disminución muy importante, indicando, de nuevo, que los tratamientos con H2O2 y, 
sobre todo, con NaOH incrementaban apreciablemente la afinidad y accesibilidad del en­
zima hacia los sustratos. Por tanto, ambos pretratamientos parecían adecuados para la 
paja de trigo estudiada, ya que tanto los niveles de sacarificación como la velocidad de 
hidrólisis y la afinidad por los enzimas hidrolíticos se veían incrementados considerable­
mente con el uso de estos reactivos. 
Tabla 4.57. Cinética de la hidrósilis enzimática de paja de trigo. 
Sustrato [S]^ V^ 
5 0,008 
10 0,015 










Paja tratada con H2O2 25 0,156 
50 0,200 
100 0,264 
' En g paja V 
"* En g glucosa l ' h ' 
4.3.3.4.2. INHIBICIÓN COMPETITIVA 
El proceso de hidrólisis enzimática de los materiales lignocelulósicos estaba de­
terminado por un gran número de variables. Una de estas variables era la relativa a los 
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cambios en la actividad hidrolitica como consecuencia de la inhibición de los enzimas por 
distintos efectores. Esta inhibición podía ser reversible, cuando la actividad de los enzi­
mas podía recuperarse eliminando el inhibidor por medios físicos y químicos, o irreversi­
ble, cuando se producía una pérdida de actividad después de un cierto tiempo, incluso en 
presencia de bajas concentraciones de enzima. 
Tabla 4.58. Constantes cinéticas referidas a la hidrólisis enzimática de celulosas comer­
ciales. 
Sustrato V ' 
' ma.x 
r*^  
CMC 0,119 43,09 0,9990 
CMN-300 n.d. n.d. n.d. 
C6413 0,026 35,78 0,9989 
' En g glucosa h' Y 
'' En g celulosa l ' 
' Coeficiente de correlación lineal de Lineweaver-Burk 
Tabla 4.59. Constantes cinéticas referidas a la hidrólisis enzimática de paja. 
Sustrato V " 
» max 
Km r*= 
Paja nativa 0,057 30,14 0,9950 
Paja tratada con NaOH 0,244 11,98 0,9690 
Paja tratada con H2O2 0,362 27,88 0,9900 
* En g glucosa h ' l ' 
** En g paja 1"' 
' Coeficiente de correlación lineal de Lineweaver-Burk 
Las celulasas presentaban inhibición competitiva (Vallander and Eriksson, 1990), 
conocida también como "inhibición por afinidad", puesto que el inhibidor y el sustrato 
competían por el mismo punto activo del enzima. La estructura del inhibidor era similar 
al sustrato, por lo que mostraba una afinidad parecida para unirse al enzima. El mecanis­
mo de este tipo de inhibición puede representarse mediante las siguientes ecuaciones: 
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k, k2 
E + S "< • ES "^ • E + P 
k . i 
k3 
E + I "^ • El 
siendo: 
[E] [I] k -3 
Ki = 
[El] k3 
con lo que se obtiene la siguiente ecuación cinética en presencia del inhibidor: 
Vn,ax [S] 
V = (Ec 4 2) 
K „ ( l + ( [ I ] / k l ) ) + [ S ] 
La ecuación de la velocidad correspondiente a la inhibición competitiva puede 
integrarse fácilmente, obteniéndose una expresión en la que pueden ajustarse directamen­
te los resultados para el tiempo de duración del experimento. 
La ecuación integrada es la siguiente: 
[S]o - [S]t 1 
= V a^x - K„,(l+ ([I] / ki)) ln( [S]o / [S]t ) (Ec. 4.3) 
t t 
La representación de ([S]o - [S]t) frente a (l/t)(ln( [S]o / [S]t), para una serie de 
concentraciones de inhibidor, proporcionaba una familia de lineas rectas con pendiente 
Kni(l+ ([I] / ki)) y ordenada en el origen Vmax- Una representación de este tipo se conoce 
como gráfica de Foster-Nieman. 
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Si el enzima muestra gran afinidad por el producto para formar el complejo EP 
(siendo Kp la constante de disociación del producto) para la inhibición competitiva tene-
mos la siguiente ecuación (Roberts, 1977): 
V.ax [S] 
V= (Ec. 4.4) 
K„(l+([P]/kp))+[S] 
Y si [P] = [S]o - [S], se llega a la siguiente expresión: 
[S]o-[S]t V a^xkp Kn,(kp + [S]o) 1 
In ([S]o/[S]t) (Ec.4.5) 
Kp - JN-m Kp - JVm t 
Teniendo en cuenta que el término kp - Km aparece en la pendiente y en la orde-
nada en el origen (Ec. 4.4), la posición de la línea dependerá de la relación entre kp y Km. 
Si kp > Km, entonces la pendiente de la recta es positiva y la ordenada en el origen nega-
tiva. Si kp < Km, estaremos en el caso opuesto. Si kp es muy grande, la ecuación se redu-
ce a la forma integrada de la ecuación de Michaelis Menten. En el caso de que sea muy 
pequeño (cuando el complejo está fuertemente unido, kp tiende a 0), la ecuación se re-
duce a; 
[S]o - [S]t Vmaxkp [S]o 
In ([S]o/[S]t) ( E c . 4 . 6 ) 
Km 
Las representaciones de Foster-Nieman aplicadas a los 6 sustratos estudiados en 
este trabajo, y obtenidas a través de los cálculos indicados, se muestran en las Figuras 
4.35 y 4.36. Estas gráficas muestran una familia de rectas con corte en el eje de ordena-
das a valores negativos y pendiente positiva. Estos resultados corresponden a una cinéti-
ca enzimática donde el producto de reacción era un inhibidor competitivo con valores de 
Kp < Km- Esta situación se presenta en sistemas enzimáticos donde la retroinhibición por 
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Fig. 4.35. Representaciones de Foster-Nieman para la degradación enzi-
mática celulosas comerciales. 
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Fig. 4.36. Representaciones de Foster-Nieman para la degradación enzi-
mática de paja sin tratar y tratada con NaOH y H2O2. 
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hecho, la celobiosa aparecía como un inhibidor fuerte de endo- y exoglucanasas, mientras 
que la glucosa inhibiría principalmente la actividad P-glucosidasa. Por ello, el sistema 
más obvio para eliminar el producto de inhibición causado por celobiosa es la inocula­
ción con (3-glucosidasa exógena (aptdo.4.3.3.3.1) (Vallander and Eriksson, 1990). Otra 
alternativa de aplicación industrial sería la eliminación de glucosa mediante técnicas de 
ultrafiltración(Herr, 1979). 
Incluso con concentraciones de azúcares bajas en el medio de la hidrólisis (del 
orden del 1-2%) se ha observado inhibición de las celulasas (Vallander and Eriksson, 
1990). Pudiera ser que el azúcar adsorbido sobre los sustratos sólidos genere un mi-
croambiente inhibidor en torno a las moléculas de enzima eliminando su actividad. De 
hecho, es lógico pensar que en la superficie del sustrato existía una concentración espe­
cialmente elevada de azúcares. Por tanto, el retirar el hidrolizado y resuspender el sustra­
to en un tampón nuevo (con sus enzimas correspondientes adsorbidos) reduciría la inhi­
bición y mejoraría el grado de sacarificación (Vallander and Eriksson, 1985; 1987). 
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4.3.4. DEGRADACIÓN ACELERADA DE CELULOSAS Y PAJA 
CON ENZIMAS INMOVILIZADOS 
Una de las aplicaciones más interesantes de los enzimas inmovilizados es la de­
gradación de sustancias macromoleculares (proteínas, ácidos nucleicos, polisacáridos) 
tanto en alimentación como en industrias relacionadas (Guisan and Ballesteros, 1979). 
Tal y como se ha comentado ya en repetidas ocasiones los materiales celulósicos son 
sustratos insolubles de lenta degradación y en cierta medida incompatibles con las solu­
ciones enzimáticas. Además, las celulosas presentan una parte cristalina que disminuye la 
eficacia de la reacción. Por ello, y tal y como hemos visto en los resultados de los apar­
tados anteriores, parece evidente que la hidrólisis de la celulosa, de forma productiva, 
requiere proporciones apreciables de enzimas celuloliticos. En este sentido, el uso indus­
trial de celulasas para la obtención de productos económicamente asequibles como 
fuentes energéticas es en la actualidad caro y, por tanto, poco rentable (Takeuchi and 
Makino, 1987). 
La reutilización de los enzimas implicados en la degradación de la celulosa es 
esencial para disminuir el coste del proceso. Por ello, planteamos en este trabajo la utili­
zación de técnicas de inmovilización con objeto de recuperar la proteína enzimática (una 
vez utilizada en el proceso) y de incrementar su estabilidad y facilidad de uso en los co­
rrespondientes biorreactores. Según Fadda et al. (1984) los enzimas inmovilizados son 
más resistentes a la inhibición por celobiosa y glucosa, más estables que los enzimas so­
lubles y capaces de solubilizar sustratos lignocelulósicos sólidos en mayor cuantía. En 
este sentido, se investigó en este trabajo la hidrólisis de celulosas comerciales y paja de 
cereal, utilizando celulasas inmovilizadas por atrapamiento en geles de alginato de calcio 
y de poliacrilamida. 
Para ello se realizaron diversos experimentos utilizando CMCasa libre (CL) y p-
glucosidasa inmovilizada (CL + piaig y CL + pipoii) o ambos enzimas coinmovilizados [(C 
+ P)Iaig; (C + P)Ipoii] en el espacio reticular de ambos geles (ver aptdo 3.5.3.5 de material 
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y métodos). Los resultados obtenidos en las hidrólisis correspondientes se contrastaron 
con la utilización de ambos enzimas solubles (CL + PL). 
Los resultados de la degradación hidrolítica de los seis sustratos mediante el uso 
de celulasas inmovilizadas se incluyen en las Tablas 4.60 a 4.63. En general se puede 
comprobar como se provocaba un descenso apreciable de la actividad hidrolítica en los 
reactores que utilizaban los enzimas inmovilizados. Los niveles de sacarificación de las 
celulosas comerciales (Tabla 4.61) se redujeron con la utilización de p-glucosidasa in­
movilizada. Estas pérdidas de actividad hidrolítica dependían tanto del sustrato como del 
método de inmovilización utilizado. Así, la producción de azúcares reductores disminuyó 
con el uso de P-glucosidasa inmovilizada en alginato aproximadamente hasta el 36% en 
los reactores que trabajaban con CMC, manteniendo el 70% de la actividad inicial los 
que usaban las celulosas insolubles CMN-300 y C64i3. Sin embargo, cuando el soporte de 
inmovilización eran los geles de poliacrilamida se observaba la mayor disminución de la 
hidrólisis en los reactores que utilizaban celulosas insolubles, mientras que si el sustrato 
era CMC se mantenía un 63% de actividad que presentaban los reactores que trabajaban 
con enzimas solubles. 
La utilización de reactores con CMCasa y P-glucosidasa coinmovilizadas para la 
degradación de celulosas cormerciales, reducía la producción de azúcares al cabo de 4 h 
de hidrólisis con respecto a la utilización de enzimas libres entre un 65-75%, dependien­
do el sustrato utilizado (Fig. 4.37). Además, podíamos comprobar como los niveles de 
sacarificación de estos materiales con la CMCasa y la p-glucosidasa coinmovilizada era 
muy similares para los dos métodos de atrapamiento utilizados. Esta disminución podría 
explicarse en base a que el método de inmovilización empleado implicaba la formación 
de un sistema reticular, por atrapamiento de enzimas, en el que quedaba restringido el 
acceso de sustratos de alto peso molecular. 
Cuando el sustrato del proceso era paja de trigo, la pérdida de actividad hidrolíti­
ca en la producción de azúcares al utilizar P-glucosidasa inmovilizada era similar a la ob­
servada con los materiales celulósicos (Tabla 4.61). En los reactores que trabajaban con 
P-glucosidasa inmovilizada en geles de alginato se mantenía el 80, 73 y 63% de la activi­
dad inicial para paja nativa, paja tratada con NaOH y paja tratada con H2O2, 
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•- Concentración de azúcares reductores" 
CMC CMN-300 C6413 
2 90,43 19,79 1,98 
5 92,68 41,80 4,78 








36 104,39 119,00 27,70 
48 130,83 130,73 28,84 
2 30,37 13,12 7,27 
5 33,70 26,23 7,58 








36 39,53 83,48 20,03 
48 48,06 90,71 20,58 
. 2 41,94 6,16 ,. 4,23 
5 46,12 15,37 4,78 








36 70,37 60,24 11,20 
48 79,29 72,81 12,68 
2 43,61 10,94 5,45 
5 42,23 16,83 5,65 








36 48,24 42,78 7,23 
48 49,26 47,01 8,14 
2 46,94 15,29 6,27 
5 45,28 16,79 6,90 








36 45,47 28,60 7,25 
48 42,59 31,13 7,35 
* En mg glucosa g' celulosa 
*" C: CMCasa; P: (J-glucosidasa; L: libre. I: inmovilizada; alg: geles de alginato de calcio; poli: geles de poliacrilamida 
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% de sacarificación 
CMC CMN-300 C6413 
2 16,28 3,56 0,36 
5 16,68 7,52 0,86 








36 18,79 21,42 4,99 
48 23,55 23,53 5,19 
2 5,47 2,36 1,31 
5 6,07 4,72 1,36 








36 7,12 15,03 3,60 
48 8,65 16,33 3,70 
2 7,55 1,11 0,76 
5 8,30 2,77 0,86 








36 12,67 10,84 2,02 
48 14,27 13,11 2,28 
2 7,85 1,97 0,98 
5 7,60 3,03 1,02 








36 8,68 7,70 1,30 
48 8,87 8,46 1,47 
2 8,45 2,75 1.13 
5 8,15 3,02 1,24 








36 8,18 5,15 1,31 
48 7,67 5,60 1,32 
* C: CMCasa; p: P-glucostdasa; L: libre. I: inmovilizada; alg: geles de alginato de calcio; poli: geles de poliacrílamida 
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Tabla 4.62. Hidrólisis de paja de trigo con enzimas inmovilizados. 
Enzimas Tiempo de 
Concentración de azúcares reductores ^ 
Paja Paja tratada Paja tratada 
hidrólisis (h) sm tratar con NaOH con H2O2 
2 11,28 84,24 88,11 
5 17,58 237,05 117,46 








36 83,02 689,10 547,85 
48 90,01 712,60 540,97 
2 16,14 53,29 41,89 
5 19,07 117,10 58,76 








36 67,07 455,90 260,46 
48 72,72 522,93 342,33 
• 2 13,95 38,24 35,42 
5 19,07 77,94 47,78 








36 51,17 269,07 206,09 
48 60,61 287,19 238,28 
2 18,54 28,87 18,55 
5 21,90 32,64 30,23 








36 59,60 199,11 149,12 
48 62,40 248,95 159,64 
2 15,13 22,96 20,63 
5 16,75 38,93 22,559 








36 42,12 105,82 121,74 
48 41,35 114,88 158,20 
'' C: CMCasa; p: P-glucosidasa; L: libre. I: inmovilizada; alg: geles de alginato de calcio; poli; geles de poliacrilaniida 
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Tabla 4.63. Sacarificación enzimática de paja de trigo hidrolizada con enzimas inmovilizados. 
Enzimas" 
% de sacarificación 
Tiempo de Paja Paja tratada Paja tratada 
hidrólisis (h) sin tratar con NaOH con H2O2 
2 4,23 10,97 15,25 
5 6,59 30,87 20,33 








36 31,12 89,74 94,82 
48 33,74 92,80 93,63 
2 6,05 6,94 7,25 
5 7,15 15,25 10,17 








36 25,14 59,37 45,08 
48 27,09 68,10 59,25 
2 5,23 4,98 6,13 
5 7,15 10,15 8,27 








36 19,18 35,04 35,67 
48 22,72 37,40 41,24 
2 6,95 3,76 3,21 
5 8,21 4,25 5,23 








36 22,34 25,93 25,81 
48 23,39 32,42 27,63 
2 5,67 2,99 3,57 
5 6,28 5,07 3,91 








36 15,79 13,78 21,07 
48 15,50 14,96 27,38 
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Fig. 4.37. Degradación de celulosas comerciales (0,5% en p/v) con enzimas inmovilizados (C: CMCasa; p: P-glucosidasa; L: libre; I; 
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respectivamente, mientras que si se utilizaban geles de poliacrilamida, las pérdidas de ac-
tividas llegaban a ser del 60% para el material lignocelulósico tratado con NaOH. 
Los resultados obtenidos cuando se utilizaban CMCasa y (3-glucosidasa coin-
movilizadas dependían de la muestra de paja utilizada. Cuando el sustrato del proceso 
era paja nativa la eficacia sacarificante (Tabla 4.63) descendía desde un 33%, para enzi-
mas solubles, hasta un 23% y un 16% cuando se utilizaban los enzimas coinmovilizados 
en geles de alginato y de poliacrilamida, respectivamente. Estos descensos eran ligera-
mente inferiores a los que se obtenían en los reactores que contenían celulasas libres y p-
glucosidasa inmovilizada. 
Cuando los reactores trabajaban con paja tratada con NaOH y con H2O2, la utili-
zación de CMCasa y p-glucosidasa coinmovilizadas rebajaba los niveles de sacarificación 
enzimática a la mitad de los que se obtenían con el uso exclusivo de p-glucosidasa in-
movilizada. Era evidente que la aplicación de CMCasa inmovilizada disminuía brusca-
mente la capacidad hidrolítica, debido fijndamentalmente a que el acceso del sustrato es-
taba impedido difiisionalmente en relación a sus contrapartidas solubles. En la Fig. 4.38 
podemos comprobar que la velocidad inicial de hidrólisis para estos sustratos disminuía 
con la utilización de enzimas inmovilizados, siendo necesarios tiempos mayores de reac-
ción para conseguir los mismos rendimientos de azúcares reductores. Sin embargo, los 
niveles de hidrólisis seguían siendo apreciables, con la ventaja adicional de una mayor 
estabilidad y la posibilidad de recuperar y reutilizar posteriormente el enzima. 
Aunque es obvio que el uso de enzimas inmovilizados en las redes de alginato de 
calcio y poliacrilamida no mantenía el nivel de eficacia hidrolítica, se mantenía una capa-
cidad catalítica de hidrólisis de la paja considerable, sobre todo en los reactores que tra-
bajaban con CMCasa libre y P-glucosidasa inmovilizada en geles de alginato, alcanzando 
porcentajes de sacarificación del 60%). Adicionalmente, y tal como hemos visto en el 
apartado anterior, la hidrólisis enzimática de celulosa está acompañada por una acumu-
lación significativa de celobiosa, que inhibe la degradación de celulosa. La adición de P-
glucosidasa aislada de una ftiente distinta de T. reesei podría ser una solución. Sin em-
bargo, el costo en el aislamiento de este enzima limita su uso en fi^rma soluble, mientras 
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Fíg. 4.38. Degradación de paja sin tratar y tratada con NaOH y H2O2 con enzimas inmovilizados (C: CMCasa; (3: p-glucosidasa; L: 
Ubre; I: inmovihzada; alg: alginato de calcio; poli: geles de poUacrilamida). 
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transformación suficiente de celobiosa (eliminando la inhibición) como para justificar el 
coste adicional (Vernardos et ai, 1980). Los resultados obtenidos nos demuestran que 
una técnica adecuada para conseguir estos objetivos podría ser la inmovilización de (3-





Las principales conclusiones que se derivan del trabajo realizado, y que se deta­
llan a continuación, se han agrupado en dos grandes apartados que se corresponden con 
los ejes principales de la investigación efectuada: 
I.- Inmovilización de P-glucosidasa. 
La. Con respecto a la inmovilización mediante atrapamiento en geles, se puede indicar 
que: 
1. El proceso de atrapamiento del enzima en geles de alginato de calcio dependía 
fundamentalmente de la concentración de alginato y del tiempo de tratamiento, 
obteniéndose un rendimiento máximo de inmovilización del 65% con alginato 
de sodio al 3%, CaCb 0,2 M y 1 h de agitación. 
2. La inmovilización de ^-glucosidasa en geles de poliacrilamida presentaba un 
máximo de actividad retenida para una concentración de acrilamida y bisacrila-
mida del 20% y 1,2%, respectivamente. Este resultado demostraba que bajas 
concentraciones de los monómeros provocaban una mayor porosidad de gel y, 
por tanto, una menor actividad retenida, mientras que concentraciones elevadas 
podían provocar la inactivación del enzima. 
Lb. De la inmovilización de P-glucosidasa por asociación a polímeros fenólicos se 
puede concluir que: 
\. La asociación de P-glucosidasa con humatos edáficos provocaba un fuerte in­
cremento de la actividad de los inmovilizados frente a sus contrapartidas solu­
bles. Esta activación estaría directamente relacionada con el establecimiento de 
enlaces covalentes, los cuales se verían favorecidos a temperaturas elevadas. 
2. La concentración de humatos en la mezcla afectaba también la actividad enzi-
mática de los complejos formados, observándose, a todas las temperaturas es­
tudiadas, que un incremento de la concentración de humatos desde 0,3 a 1,2 mg 
ml"^  producía una inactivación del complejo enzimático. 
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3. Del entrecaizamiento de P-glucosidasa con humatos a través de glutaraldehido, 
se podría concluir que las concentraciones bajas de glutaraldehido potenciaban 
las interacciones de tipo intermolecular, lo que se traduciría en una ligera modi­
ficación de la actividad de la p-glucosidasa inmovilizada en relación a su con­
trapartida soluble. Por el contrario, las concentraciones elevadas implicaban un 
mayor grado de interacciones intramoleculares y por consiguiente una mayor 
alteración de la proteína enzimática que se traducía en una pérdida de actividad. 
4. El copolímero fenólico sintetizado con p-glucosidasa y resorcinol presentaba 
una inactivación próxima al 50% y un incremento de su estabilidad térmica y 
operacional. Por tanto, parece probable que la copolimerización de enzimas du­
rante la formación de la materia húmica es uno de los factores más importantes 
que conducen a la estabilización de los enzimas en el suelo. 
Le. De la caracterización de P-glucosidasa inmovilizada en geles de alginato y de 
poHacrilamida se dedujo que: 
1. La p-glucosidasa procedente del extracto crudo de^. niger así como la inmovi­
lizada con alginato seguían una cinética típica de Michaelis-Menten, mientras 
que el enzima atrapado en geles de poliacrilamida, presentaba un comportamien­
to característico de enzimas que sufren inhibición por exceso de sustrato. 
2. El incremento de la Km en un factor de 1,2 para la P-glucosidasa atrapada en la 
matriz de alginato, sugería que la red polimérica limitaba el acceso de sustrato y 
la difusión del producto a través del polímero semipermeable. Sin embargo, no 
se apreciaban cambios significativos de los valores de Km del enzima libre e in­
movilizado en los geles de poliacrilamida. 
3. El efecto del pH y la temperatura de incubación sobre el enzima libre e inmovili­
zado por atrapamiento en geles de alginato y de poliacrilamida era muy similar 
entre sí. Únicamente el perfil de temperaturas para el enzima retenido en los 
geles de poliacrilamida presentaba una mayor amplitud que el enzima soluble, lo 
que se traducía en un rango óptimo de temperaturas más amplio. 
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4. La utilización de geles de alginato de calcio daba como resultado la formación 
de un enzima más estable frente a la temperatura que el atrapado en la matriz de 
poliacrilamida. Por el contrario, el enzima retenido en esta matriz, era menos 
accesible a la acción de enzimas proteolíticos (pronasa de S. grisens y proteasas 
presentes en el suelo). 
II. Degradación acelerada de materiales lignocelulósicos. 
II.a. Con respecto al pretratamiento de paja de cereal podría afirmarse que: 
1. Las muestras de paja tratadas con H2O2 y NaOH presentaban una relación ce­
lulosa/lignina superior a la de la paja nativa y una pérdida importante de su in­
tegridad física y morfológica. 
n .b . Del estudio de la hidrólisis de paja y celulosas se puede concluir que: 
L La temperatura de hidrólisis enzimática afectaba de forma decisiva la veloci­
dad degradativa tanto de celulosas comerciales como del material lignoceluló-
sico. Sin embargo, las variaciones en el pH de hidrólisis afectaba únicamente 
de manera significativa los reactores que trabajaban con paja nativa y pretrata-
da. 
2. Un incremento de las concentraciones enzimáticas en el bioreactor no implica­
ba aumentos porporcionales de la sacarificación, tanto de celulosas comercia­
les como de paja sin tratar y tratada, debido a que factores como la accesibili­
dad y el producto de inhibición influían en la velocidad de hidróHsis. 
3. La cantidad de glucosa producida durante el proceso hidrolítico de paja de tri­
go nativa y tratada con NaOH y H2O2 se veía incrementada cuando el medio 
contenía p-glucosidasa exógena. 
4. Los niveles de sacarificación de los seis sustratos estudiados más elevados 
aparecían a concentraciones de sustrato del 0,5%. 
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5. Los pretratamientos incrementaban considerablemente la digestibilidad de la 
paja de trigo, consiguiendo niveles de sacarificación mucho más elevados en 
tiempos de hidrólisis menores. 
6. Los reactores que trabajaban con CMCasa libre y P-glucosidasa inmovilizada 
en geles de alginato poseían una capacidad hidrolítica de la paja considerable, 
con la ventaja adicional de una mayor estabilidad y la posibilidad de recupera­
ción y reutilización posterior. 
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7.1. CONTROL ESTADÍSTICO DE LA VARIANZA 

Anexo 
Con el fin de conocer la precisión y exactitud de los resultados experimentales se 
ha calculado, a partir de los valores correspondientes a una misma muestra, el valor me­
dio (x) y la desviación estándar muestral (s) de los resultados obtenidos en cada expe­
riencia, de acuerdo con las siguientes expresiones: 
Valor medio: x = Zxj / n 
Desviación estándar muestral: s = [E(xi - x)^ / (1/n)] 
Para la calificación estadística de los resultados se realizaron cálculos del coefi­
ciente de variación (CV) mediante la siguiente expresión: 
CV(x)= 100 s /x 
Este coeficiente es adimensional e independiente de la unidad de medida por lo 
que resultaba suficientemente adecuado para conocer semicuantitativamente la dispersión 
de los valores de medida de la misma magnitud, cuando las medidas se refieran al mismo 




Tabla 1. Influencia de la concentración de alginato de sodio, CaCU y tiempo de tratamiento en la 
inmovilización de P-glucosidasa en geles de alginato de calcio. 
vilori Mcdta 
vilor 2 
. Actividad P-glucosidasa en geles de alginato de calcio 
valor 3 CV(«'o) 
Alginato \% Alginato 2"/c Alginato 3% 
Tiempo 
(min) 
[CaCl;] (M) [CaCI:] (M) [CaCl.J (M) 
0,05 0.10 0,20 0,05 0,10 0.20 0.05 0,10 0,20 
n.d 14.83 14,25 14,84 16,37 16,83 n d 17,40 17,41 17,16 21,05 20,60 20.55 21,63 23,40 24.18 23,81 24,31 
30 14,38 0.64 15.39 0.57 16,93 0,23 18,50 1.56 17,70 0,70 20.45 0,40 22.53 1,00 25,08 0.85 24,39 0,46 
15,28 4.29 14.88 3.85 17.20 2.50 16,30 8.94 16.37 3.39 20.30 1,92 21,79 4,63 24,07 3.50 24.72 1.91 
16,61 16.29 14,57 13,66 16,63 16,51 14,97 14,64 15.60 15,09 16,87 16,38 20,76 20,25 21.08 21.44 26,12 26.81 
60 16,46 0.43 13.23 0,79 16,35 0,15 14,25 0,36 14,21 0,77 16,04 0.44 20,01 0,44 22.21 0.67 27.27 0,61 
15,80 2.65 13,18 5,79 16,56 0.88 14.70 2,48 15.47 5,09 16,23 2,66 19,98 2.17 21,02 3.12 27,04 2,26 
13,63 13.31 11,43 10.92 13,08 13,23 14,09 13,77 13,20 13,68 13.78 13.52 20.12 19,75 18,43 17,98 23,54 24,61 
120 13.30 0.32 10,43 0,50 13,57 0,30 13,48 0.30 14,03 0,43 13.71 0,38 19,46 0,34 18,05 0,49 25.28 0,94 
13.00 2.37 10.90 4.57 13,04 2,23 13,75 2.20 13.82 3,14 13.09 2,80 19,68 1,71 17,46 2.71 25.01 3.81 
9.84 9,55 7,33 7.45 11,59 11,32 10.70 11,11 8.66 8,99 9.65 9,13 13,09 13,78 10,16 10,47 18,14 17,44 
240 9,51 0.27 7,31 0,22 11,21 0,23 11.44 0,38 9,26 0,30 9,20 0.57 14,07 0,59 10,30 0,42 16,67 0,74 
9,30 2,83 7.70 2.95 11,17 2.04 11.19 3,39 9,05 3,37 8,53 6.21 14,17 4,32 10,94 3,97 17,53 4.24 
Tabla 2. Influencia de las distintas variables en la inmovilización de p-glucosidasa en geles de 
. poliacrilamida. 
"- valor 1 Media 
vaJor 2 * Actividad P-glucosidasa en geles de poj iacrilamida 
valor 3 CV (%) 
[BIS] [acrilaiiüda] Celobiosa [acril]= = 20% Enzima [acril]= = 20% 
[acrilamida] 0,8% [BIS] 20% añadida [BIS]= 1,2% añadido [BIS]= 1,2% 
15,02 14,70 ad. 88,87 ; 112,97 115,27 ; 0,45 0,47 
5% 15,30 0,80 0,4% 88,45 0,60 Omg 115,63 2,15 1 mg 0,39 0,09 
13,80 5,44 89,30 0,67 117,22 1,86 0,57 20,14 
39,84 39,81 104,62 107,36 120,51 120,29 i 13,21 12,64 
10% 38,98 0,81 0,8% 109,67 2,55 10 mg 123,15 2,98 2 m g 12,34 0,49 
40,61 2,04 107,80 2.38 i 117,21 2,48 12,38 3,86 
73,90 74,49 112,97 115.27 : 93,07 88,43 35,14 35,56 
15% 78,10 3,36 1,2% 115,63 2,15 20 mg 82,92 5,13 2> mg 35,87 0,38 
71,46 4,51 117,22 1,86 89,30 5,80 • 35,68 1,06 
92,49 94,17 109,58 111,91 ; 82,17 81,67 \ - 74,66 79,16 
20% 94,05 1,75 1,6% 112,40 2,13 40 mg 82.97 1,62 i 10 mg 79,25 4,45 
95,98 1,85 113,76 1,91 79 86 1 98 : 83,56 5,62 
73,22 75,85 91,61 92,14 : 172,98 174,53 
2 5 % 73,86 4,02 20,0% 89,38 3,05 i i 50 mg 171,12 4,40 
80,48 5,30 95,41 3,31 : 179,49 2,52 
351 
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Tabla 3. Efecto de la proporción humatos:enzima, temperatura y tiempo de tratamiento 
en la inmovilización de p-glucosidasa por asociación a humatos edáfícos. 
valor 1 Media 
valor 2 s Actividad (3-glucosidasa 
valor 3 CV(%) 
Tiempo 
(min) 
E. libre A.H. Inmov .0,5:1 Inmov. 1:1 Inmov. 2:1 Inmov. 5:1 
4°C 
20,11 20,06 n.d. 0,67 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
0 20,08 0,06 0,66 0,00 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
19,99 0,32 0,67 0,67 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
19,97 20,40 0,72 0,72 19,73 19,45 24,77 24,14 25,05 25,48 24,12 23,98 
15 20,99 0,53 0,71 0,00 19,20 0,26 24,23 0,67 25,34 0,52 23,25 0,68 
20,24 2,59 0,72 0,59 19,42 1,36 23,44 2,78 26,06 2,03 24,58 2,82 
19,04 19,12 0,67 0,67 18,89 18,89 21,89 22,24 24,51 24,58 23,56 23,30 
60 20,07 0,91 0,68 0,01 19,31 0,43 21,96 0,55 25,37 0,76 22,86 0.38 
18.25 4,76 0,66 1,54 18,46 2,26 22,88 2,48 23,85 3,10 23,47 1,63 
19,42 18,60 0,68 0,66 19,14 19,95 23,39 23,80 25,53 25,28 24,97 24,26 
120 18,19 0.71 0,66 0,02 19,89 0.85 24,51 0,61 24,60 0,59 25.06 1,31 
18,18 3,81 0,65 2,32 20,83 4.24 23,51 2,57 25,70 2.34 22.75 5,39 
20,22 19,25 0,68 0,66 19,03 20,21 24,94 23,65 24,30 24,31 23,48 24,42 
240 18,39 0,92 0,65 0,02 21,30 1,13 22,92 1.12 24,44 0,12 23,68 1,45 
19,14 4,79 n.d. 2,77 20.29 5,61 23,10 4,72 24,20 0,51 26,09 5,93 
$Í5ÍSíÍ|iÍ;Í;S??SÍ:::í^ í:^ ^^ 30°C 
20,07 20,02 n.d. 0,67 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
0 20,04 0,06 0,67 0,00 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
19,95 0,32 0,67 0,67 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
18,22 18,78 0,72 0,71 19.78 20,03 23,48 23.68 25,75 26,48 24,82 24,14 
15 18,42 0,80 0,70 0.01 19,78 0,44 23,89 0,20 24,77 2,17 23,67 0,60 
19,69 4.25 0,70 1,87 20,54 2,19 23,68 0,85 28,92 8,20 23,95 2,48 
17.55 18,52 0,70 0,69 21,55 21,63 25,03 25,18 27,13 27,05 26,13 26,16 
60 n.d. 1,37 0,69 0,01 21,81 0,15 24,61 0,66 27,02 0.07 26,16 0,02 
19,49 7,40 0,69 1,07 21,55 0,70 25,90 2,60 27,00 0,25 26,18 0,09 
19,53 19,18 0,74 0,73 24,63 23.73 28,60 28,58 30,29 29,68 27,33 27,86 
120 18,78 0,37 0,72 0.01 22,91 0.86 29,37 0,80 28,18 1,31 27,50 0,78 
19.23 1,95 0,72 1,32 23,65 3.64 27,78 2,79 30,58 4,41 28,75 2,80 
20,42 21,12 0,80 0,82 25,87 27,00 28,41 29,16 29,57 29,81 29,67 29,58 
240 21,43 0,61 0,83 0,02 28,35 1,26 29,37 0,66 30,10 0,27 29,73 0,20 
21,51 2,89 0,82 1,95 26,77 4,65 29,68 2,27 29,76 0,90 29,36 0,67 
V- 45°C 
19,77 19.72 0,88 0,74 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
0 19,65 0,06 0,66 0,12 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
19,74 0,32 0,67 16,70 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
20,14 20,18 0,55 0,58 26,86 27,07 28,57 28,37 30,13 29,90 29.03 28,42 
15 19,88 0,32 0,61 0,03 26.94 0,29 28,81 0,58 29,67 0.33 28.19 0.54 
20,52 1.58 0,57 5,52 27,40 1,08 27,71 2,04 n.d. 1,10 28,02 1.90 
25,80 25,97 0,59 0,60 31,87 33,21 39,09 37,53 41,62 40,16 34,44 37,56 
60 26,07 0,15 0,59 0,01 32,77 1,61 35,63 1,75 38,16 1,79 38,49 2,78 
26.03 0,57 0,61 1,39 35,00 4,85 37,87 4,67 40,70 4,46 39,76 7.39 
29,50 28,38 0,56 0.64 33,98 34,69 36,74 37,75 43,38 43,73 38,56 38,08 
120 27,21 1,15 0,60 0,10 34,75 0,68 38,32 0,88 43,71 0,35 37,88 0,42 
28,43 4,05 0,75 15,69 35,34 1,97 38,21 2,34 44,08 0,80 37,80 1,10 
28,72 27,96 0,55 0,56 36,18 36,65 41,80 42,01 43,66 43,78 39,17 38,72 
240 27,61 0,66 0,57 0,01 36,95 0,42 41,37 0,77 44,50 0,67 38,69 0,43 
27.54 2,35 0,56 2,27 36,83 1,14 42,86 1,82 43,17 1,54 38,32 1,10 
352 
Tabla 4. Efecto de la proporción humatos:enzima, temperatura y 
asociación a humatos edáficos a través de glutaraldehído al 
tiempo de tratamiento en la inmovilización de p-glucosidasa por 
1%. 
valor 1 Media 
valor 2 s Actividad p-glucosidasa 
valor 3 CV(%) 
Tiempo 
(min) 
4*»C 30°C 45°C 
Inmov. 1:2 Inmov. 1:1 Inmov. 2:1 Inmov. 5:1 Inmov. 1:2 Inmov. 1:1 Inmov. 2:1 Inmov. 5:1 Inmov. 1:2 Inmov. 1:1 Inmov. 2:1 Inmov. 5:1 
11,76 11,71 13,90 14,96 14,11 14,60 16,32 15,94 12,23 11,72 15,39 15,58 15,14 14,86 15,42 15,28 18,52 18,45 23,48 23,65 20,17 20,45 22,54 22,18 
15 11.42 0,27 14,99 1,04 14,55 0,52 15.69 0,34 11,92 0,63 14,90 0,79 14,69 0,24 15,33 0,17 18,80 0,39 23,34 0,41 20,97 0,45 20,86 1,18 
11,95 2,28 15,98 6,95 15,14 3,56 15,81 2,11 11,02 5,36 16,45 5,08 14,76 1,64 15,08 1.14 18,03 2,13 24,12 1,75 20,23 2,19 23,14 5,32 
12,37 11,51 15,17 15,38 14,46 14,25 15,73 15,51 14,97 14,58 18,72 18,13 17,96 17,84 18,48 17,40 26,41 26,73 34,88 32,72 26,30 27,75 27,20 27,65 
60 11.11 0,75 15,36 0,21 14,11 0,18 15,76 0,41 14,31 0.35 18,23 0,65 17,52 0,28 16,46 1,01 27,16 0,38 32,26 1.96 n.d. 2,04 27.36 0,64 
11,04 6,50 15,59 1,36 14,20 1,30 15,04 2,66 14,45 2,41 17,44 3,58 18,04 1,59 17,27 5,83 26,63 1,43 31,03 6,00 29,19 7,35 28,38 2,32 
11,98 11,69 16,14 15,62 15,14 15,03 15,75 15,59 16,35 16,78 21,75 21,57 19,51 20,21 19,17 20,96 31,29 29,99 35,73 36,81 31,06 32,94 29,95 30,26 
120 11.32 0,34 15,83 0,65 14,37 0,61 15,98 0,49 17,62 0,73 20,66 0,83 19,87 0,91 21,86 1,55 29,00 1,18 39,04 1,94 30,67 3,60 30,35 0,28 
11,76 2,91 14,90 4,13 15,58 4,07 15,04 3,16 16,35 4,37 22,29 3,84 21,24 4,49 21,86 7,39 29,68 3,93 35,65 5,26 37,09 10,92 30,47 0,91 
11,50 11,20 13,90 14,36 14,71 14,17 15,05 15,37 19,82 19,93 25,17 24,84 24,34 20,87 21,31 22,04 31,03 31,48 39,59 38,97 34,61 33,77 31,98 29.94 
240 11,01 0,26 14,91 0,51 13,80 0,48 15,45 0,28 19,65 0.34 24,18 0.57 23,72 5,47 22,07 0,71 32,75 1,12 38,39 0,60 34,86 1,68 33,14 4,57 
11,10 2,35 14,26 3,56 14,01 3,37 15,59 1,83 20,31 1,69 25,16 2,29 14,57 26,19 22,72 3,20 30,66 3,55 38,94 1,53 31,84 4,97 24,71 15,26 
4^ 
Tabla 5. Efecto de la proporción humatos:enzima, temperatura y tiempo de tratamiento en la inmovilización de p-glucosidasa por 
asociación a humatos edáficos a través de glutaraldehído al 2,5%. 
valor 1 Media 
valor 2 s Actividad P-glucosidasa 
valor 3 CV(%) 
Tiempo 
(min) 
4"C 30°C 4 5 ° C 
Inmov. 1:2 Inmov. 1:1 Inmov. 2:1 Inmov. 5:1 Inmo^ •. 1:2 Inmov. 1:1 Inmov. 2:1 Inmov. 5:1 Inmov. 1:2 Inmo^ V. 1:1 Inmov. 2:1 Inmov. 5:1 
n.d. 21,00 23,02 22,32 20.93 20,91 n.d. 25,02 19,27 18,93 22,85 22,53 21,87 20,83 24,51 24,28 24,11 24,89 26,78 26,62 25,08 24,63 n.d. 27,28 
15 20,99 0,02 21,92 0,61 20,44 0,47 25,16 0,20 18,27 0,57 22,17 0,34 20,89 1,08 23,98 0,27 25,62 0,75 26,63 0,16 23,93 0,61 27,56 0,40 
21,02 0,10 22,03 2,72 21,37 2,22 24,88 0,79 19.25 3,00 22,57 1,52 19,72 5,18 24,37 1,12 24,92 3,03 26,46 0,61 24,88 2,49 27,00 1.46 
20,58 19,96 24,16 25,33 21,28 20,95 26,24 25,12 23.37 21,64 25.30 24,72 19,00 21,11 24,66 25,20 25,95 25,49 27,30 27,80 27,61 26,36 27,71 29,61 
60 19,89 0,59 29,20 3,44 20,94 0,33 24,46 0,98 20,99 1,51 24,27 0,52 21,87 1,85 24,51 1,07 25,89 0,74 28,46 0.60 26,38 1.26 29,03 2,24 
19,41 2,97 22,61 13,60 20,63 1,55 24,65 3,90 20,57 6,99 24,60 2,11 22,46 8,76 26,43 4,24 24,63 2,92 27,65 2,14 25,08 4,79 32,09 7,57 
20,66 21,17 25,34 25,35 21,48 21,34 25,50 25,33 25,05 23,59 26,64 25,91 24,54 23,95 27,06 27,63 24,96 25,40 29,11 28,13 24,89 23,70 28,63 27,99 
120 21,68 0,51 26,35 0,99 21,68 0.44 25,50 0,30 22,86 1,26 24,97 0,86 23,51 0,53 28,78 1,00 25,95 0,50 28,04 0,93 21,41 1,99 27,79 0,57 
21,16 2,42 24,37 3,91 20,85 2,05 24,99 1,17 22,86 5,35 26,12 3,30 23,79 2,21 27,03 3,63 25,31 1,98 27,25 3,32 24,80 8,39 27,54 2,03 
19,84 20,28 21,81 22,63 20,15 21,16 25,00 24,14 23,50 23,19 25,53 25,53 23,42 23,28 26,69 26,53 23,30 24,22 27,31 28,33 24,55 25,08 28,49 29,50 
240 19,58 1,01 21,86 1,38 20,29 1,63 23,05 1.00 23,05 0,26 25,53 0,00 23,16 0.13 26.41 0,14 24,77 0,81 28,33 1,02 25,00 0,57 30.72 1,13 
21,44 4,96 24,23 6,11 23,05 7,72 24,37 4,13 23,03 1,14 25,53 0,00 23,27 0,57 26,49 0,54 24,60 3,33 29,34 3,58 25,68 2,27 29,30 3,83 
Anexo 
Tabla 6. Efecto del tiempo de tratamiento en la inmovi­
lización de p-glucosidasa por humatos edáfi-
cos (1/1) a través de glutaraldehído al 5% a 
45T. 
valor 1 media 
valor 2 s 
valor 3 CV(%) 
Actividad 
B-elucosidasa 

















Tabla 7. Estabilidad térmica de p-glucosidasa libre e inmovilizada con humatos 
edáficos (1:1) a través de glutaraldehído al 1% (2h, 45°C). 
valor 1 Media 
valor 2 s Actividad P-glucosidasa 
valor 3 CV(%) 
Enzima 30°C 40°C 50''C 60°C 70°C 90°C 
16,21 15,39 15,36 15,62 15,59 15,18 8,75 8,77 0,24 0,26 0,25 0,36 
Libre 15,81 1,10 14,80 0,97 14,51 0,59 8,75 0,03 0,28 0,02 0,37 0,10 
14,14 7,16 16,69 6,22 15,45 3,87 8,81 0,39 0,25 8,27 0,45 28,46 
0,96 0,99 1,00 0,89 0,83 0,86 0,58 0,62 0,30 0,32 0,12 0,14 
H 1,01 0,04 0,78 0,11 0,88 0,03 0,65 0,05 0,34 0,02 0,13 0,02 
n.d. 3,73 0,90 12,18 0,87 3,09 n.d. 8,05 0,32 7,23 0,16 15,72 
35,99 35,43 35,67 34,67 35,85 35,26 22,66 24,02 3,41 3,31 1,77 2,11 
H + E + G 35,71 0,75 33,86 0,92 34,94 0,51 25,74 1,57 3,21 0,14 2,36 0,31 




Tabla 8. Estabilidad operacional en medios edáficos su )lementados 
valor 1 Media 
valor 2 s Actividad P-glucosidasa en el suelo 
valor 3 CV(%) 
Enzima 0 días Idía 3 días 7 días 10 días 16 días 20 días 3 Odias 
217,66 221,82 201,54 187,65 266,45 248,01 221,72 231,53 245,58 250.48 214,30 206,16 182,85 199,48 139,57 132,14 
Control 233,99 10,71 173,85 13,85 248.39 18,64 242,83 10,63 262,72 10,67 189,51 14,42 n.cl. 23,51 124,71 10,51 
213,82 4,83 187,55 7,38 229,18 7,52 230,05 4,59 243,13 4,26 214,67 6,99 216,10 11,79 n.d. 7,95 
359,26 351,03 267,07 289,24 322,25 338,82 305,69 360,78 347,17 360,78 238,97 280,79 298,33 301,74 159,86 162,88 
Libre 332,29 16,27 284,90 24.63 331.99 20,84 269,43 44,43 324,75 44,43 303,30 36,25 298,41 5,84 158,54 6,41 
361,54 4,63 315,76 8,52 362,21 6,15 308,34 12,31 410,42 12,31 300,09 12,91 308,48 1,93 170,25 3,94 
220,36 210,26 180,75 188,27 358,89 398,67 392,16 372,80 493,18 495,85 407,24 372,68 356,78 350,03 198,99 178,27 
AH+G 208,90 9,49 186,53 8,53 410,61 35,35 373,36 19,64 462,85 34,41 347,89 30,86 305,08 41,99 166,64 17,99 
201,53 4,51 197,54 4,53 426,50 8,87 352,89 5,27 531,51 6,94 362,92 8,28 388,24 12,00 169,17 10,09 
258,05 257,26 228,64 247,30 411,55 432,31 401,79 428,18 476,61 499,01 423,82 404,44 396,91 411,46 187,74 203,56 
AH+G+E 253,86 3,08 242,89 21,21 448,94 19,04 408,88 39.73 490,99 27,30 397,41 16,99 388,08 33,15 210,31 13.75 
259,87 1,20 270,36 8,58 436,45 4,40 473,87 9,28 529,42 5,47 392,09 4,20 449,40 8,06 212,63 6,75 
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Enzima 30°C 40°C 50°C 60°C 70°C 90°C 
3,81 3,79 3.86 3,97 4,23 4,11 3,35 3,29 0,28 0,26 0,35 0,33 
Libre 3,73 0.05 3,87 0.18 4,10 0,12 3,27 0.05 0,25 0,02 0,31 0,02 
3,83 1,40 4,18 4,58 4,00 2,81 3,25 1,61 0,25 6,66 0,33 6,06 
1,15 1,22 1,33 1,28 1,36 1,32 0,99 1,06 0,08 0,08 0,12 0,11 
Copolímero 1,22 0,06 1,33 0,09 1,30 0,03 1,13 0,10 0,07 0,02 0,10 0,01 
1,28 5,20 1,17 7,18 1,30 2,54 n.d. 9,14 0,10 20,84 0,10 10,83 
Tabla 10. Actividad P-glucosidasa libre y del copolímero p-glucosidasa-resorcinol a distintas 
temperaturas y tiempos de incubación. 
vaJor 1 Media 
valor 2 s Actividad |3-glucosidasa 
valor 3 CV(%) 
55°C 
Enzima Oh 1 h 2h 3h 4h 5h 6h 7h 
6,51 6,88 4,01 5,04 4,13 4,32 3,61 3,51 3,54 3,15 2.75 2,76 2,98 2,88 2 3 0 2,50 
Libre 7,15 0 3 3 5,82 0,93 4,47 0,17 3,44 0,09 3,12 0,38 2 3 7 0,40 2,74 0,12 2 3 6 0 3 0 
6,97 4,80 5,28 18,45 4,37 4,04 3,47 2,59 2,78 12,10 3,17 14,48 2,92 4 3 4 2.85 12,05 
5,65 5,92 5,46 5,45 4,45 5,14 4,05 4,16 4,52 4,24 3,98 4,01 3 3 8 3,12 2,62 2,77 
Copolímero 5,87 0,30 5,18 0,26 5,52 0,60 4,26 0,15 3,89 0,32 4,09 0,07 3,09 0,25 2,92 0.15 
6,25 5,12 5,70 4,78 5,45 11,65 n.d. 3,57 4,31 7,57 3,95 1,84 2,88 8,06 2,77 5,42 
'.. 60°C 
Oh 1 h 2h 3h 4h 5h 6h 7h 
7,49 6,76 6,60 6,55 4,40 4,70 3,22 3,27 2,33 2,38 1,65 1,76 1,06 1,04 1,04 1,01 
Libre 6,38 0,63 6,50 0,07 4,95 0,28 3,54 0,24 2.44 0.06 1,85 0,10 1,02 0,02 0,84 0,16 
6,41 9,35 n.d. 1,08 4,76 5,94 3,06 7,47 2 3 7 2 3 4 1,78 5,77 1,05 2,00 1,16 15,95 
5,74 6,11 4,47 4,48 3,74 3,60 n.d. 3,71 2,18 2 3 0 1.80 1,73 0,61 0,63 0 3 1 0,48 
Copolímero 6,22 0,33 4,38 0,10 3,72 0,22 3,49 0,31 2,55 0,21 1,87 0,19 0.81 0,17 0,77 0,25 
6,36 5,32 4,58 2,24 3,35 6,09 3,93 8,39 2,18 9,27 1,52 10,71 0,47 27,12 0 3 7 51,74 
357 
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Tabla 14. Influencia de la temperatura de incubación sobre la actividad P-
glucosidasa libre e inmovilizada en geles de alginato de calcio y de polia-
crilamida. 
valor 1 Media 
valor 2 s 
valor 3 CV(%) 
Actividad p-glucosidasa 


























































Tabla 15. Estabilidad térmica de p-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de algi-
nato y de poliacrilamida. 
valor 1 Media 
valor 2 s Actividad (3-glucosidasa 
valor 3 CV(%) 
Enzima 30°C 40°C 50°C 60°C 70°C 90T 
141,05 141,31 144,99 231,64 149,82 143,42 145,30 142,09 0,00 0,00 0,00 0,00 
Libre 142,97 1,55 412,10 156,32 143,44 6,42 141,27 2,89 0,00 0,00 0,00 0,00 
139,90 1,10 137,83 67,49 136,99 4,47 139,69 2,04 0,00 0,00 0,00 0,00 
72,28 73,22 77,48 76,05 n.d. 82,17 81,71 81,82 0,00 0,00 0,00 0,00 
Inmov. alg 71,52 2,31 73,14 2,52 81,59 0,82 81,53 0,36 0,00 0,00 0,00 0,00 
75,85 3,16 77,54 3,32 82,75 1,00 82,23 0,44 0,00 0,00 0,00 0.00 
69,03 68,24 69,21 67,09 66,28 67,01 65,21 64,93 0,08 0,09 0,00 0,00 
Inmov. poliacril 67,45 0,79 65,44 1.93 69.96 2.66 64,37 0,48 0,09 0,01 0.00 0,00 
68,24 1,16 66.61 2,88 64.79 3,97 65.21 0,75 0,10 11,11 0,00 0,00 
359 
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Tabla 16. Actividad p-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de alginato de calcio y de polia-
crilamida a 55, 60 y 65°C, a distintos intervalos de tiempo. 
valor 1 Media 
valor 2 s 
valor 3 CV(%) 
Actividad p-glucosidasf { 
Enzima 55°C 
Oh 1 h 2h 3h 4h 5h 6 h 7 h 
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Tabla 17. Estabilidad de p-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de alginato de 
calcio y de poliacrilamida a la acción de pronasa de S. ghseus. 
valor 1 Media 
valor 2 J 
valor 3 CV(»/.) 
Actividad P-glucosidasa 
Enzima Oh I h 3 h 6 h 8 h 24 h 
64,50 63,58 59.74 58,55 39,73 39,56 27,23 27,58 26,04 23,81 12.05 12.20 
Libre 60,41 2,83 54,61 3,50 40,10 0,65 27,23 0,60 23,06 1,97 12,35 0,15 
65,84 4,45 61,31 5,98 38,84 1,64 28,27 2,18 22,32 8.27 12,20 1,23 
34,78 34,55 28,38 26,58 20,42 21,86 13,45 12,68 10,61 9,56 2,00 2,11 
I. alg. 32,90 1,54 25,25 1,62 22,32 1,27 11,51 1,03 8,97 0,91 1,98 0,20 
35,96 4,47 26,12 6,08 22,84 5,83 13.08 8,12 9,10 9,54 2.34 9,60 
32,17 33,04 26,28 25,59 20,39 25,69 20,97 20,54 22.87 22.30 21,87 21,09 
I. poliacr. 33,43 0,75 25,72 0,76 28,40 4,59 20,22 0,39 22,20 0,52 20,69 0,67 
33,51 2,28 24,78 2,96 28,29 17,88 20.42 1,89 21,84 2.34 20.72 3,19 
Tabla 18. Estabilidad operacional de p-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de alginato de 
calcio y de poliacrilamida en medios edáfícos. 
vilori Media 
vilar2 • Actividac p-glucosidasa en el suc O 
vilor3 CV(%) 
Enzima 0 días 1 día 3 días 7 días ludias 16 días 20 días 30días 
217,66 221.82 201,54 187,65 266,45 248,01 221.72 231,53 245.58 250,48 214.30 206,16 182.85 199,48 139.57 132.14 
Control 233,99 10,71 173.85 13,85 248,39 18,64 242,83 10,63 262,72 10.67 189,51 14,42 n.d. 23,51 124,71 10,51 
213,82 4,83 187,55 7.38 229,18 7,52 230,05 4,59 243.13 4,26 214.67 6.99 216,10 11.79 n-d. 7.95 
359,26 351,03 267,07 289,24 322,25 338,82 305,69 360,78 347.17 360,78 238,97 280,79 298,33 301,74 159.86 162.88 
Libre 332.29 16.27 284.90 24.63 331,99 20,84 269,43 44,43 324.75 44,43 303,30 36,25 298,41 5,84 158.54 6.41 
361,54 4,63 315,76 8,52 362,21 6,15 308.34 12,31 410,42 12,3! 300,09 12,91 308.48 1.93 170,25 3,94 
275,57 265,47 213,13 217,92 268,29 270,82 283.91 287,41 282,72 279,26 223,11 259,86 268,11 258,45 120.63 127,19 
I. alg. 259,82 8.77 228,26 8,96 260.87 11,43 290,91 4,95 275,07 3,87 278.27 31,83 246,27 11,14 133,75 9,28 
261,02 3,30 212,38 4,11 283,30 4,22 n.d. 1,72 279.99 1,39 278.20 12.25 260.98 4 3 1 n.d. 7,29 
217,22 226,80 249,36 234,38 238,38 240,87 263,47 249,59 253.11 253.50 259,83 252.62 282.86 281,13 194,75 188,74 
1. poliacr. 231,36 8,30 247.63 24.47 231,16 11,16 253,79 16,39 235,24 18.46 253.28 7.56 284,39 4,39 174,09 12,76 
231.81 3,66 206,14 10,44 253,06 4,63 231,50 6.57 272,15 7,28 244.74 2,99 276,13 1,56 197.39 6,76 
Tabla 19. Composición de paja de trigo sin tratar y sometida a diferentes tratamientos. 
valor 1 Media 
valor 2 s Composición ("/! ') 
valor 3 CV(%) 
Paja Solubles H2O Solubles EtOH Lignina Hemicelulosa Celulosa Cenizas 
12,50 12,47 2,29 2,39 7,60 7,54 47,23 46,96 23.68 24,01 6,70 6,63 
Sin tratar 12,46 0,03 2,40 0,10 7,52 0,05 46,85 0,24 24,18 0,29 6,59 0,06 
12,45 0.21 2,48 3,99 7,50 0,70 46,80 0,50 24,17 1,19 6,60 0,92 
19,63 19,80 1,03 1,00 7,56 8,00 15,63 15,40 52,57 52,00 3,56 3,80 
Con H2O2 15,69 4,19 0,96 0,04 8,23 0,38 15,23 0,21 55,96 4,27 3,93 0,21 
24.06 21,15 1.01 3,61 8,21 4,76 15.34 1,34 47.47 8,22 3,91 5,48 
13,80 13,60 1,60 1.50 16.40 16,00 19,40 19,10 44.59 45,58 4,21 4,22 
Con butilamina 13,60 0,20 1,40 0,14 15,60 0,57 18,80 0,42 46,57 1,40 4,36 0,11 
13,40 1,47 n.d. 9.43 n.d. 3,54 n.d. 2.22 n.d. 3,07 n.d. 2,51 
11,60 11,90 0,40 0,40 5,80 5,80 9,20 9.60 70,02 69,18 2,98 3,19 
Con NaOH 12.20 0,42 0,40 0,00 5.80 0,00 10,00 0.57 68,34 1.19 3,26 0,19 
n.d. 3,57 n.d. 0,00 n.d. 0,00 n.d. 5.89 n.d. 1,72 3,33 5,81 
361 
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Tabla 20. Efecto de la temperatura sobre la hidrólisis enzimática de sustratos celulósicos comer­
ciales. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 s 
Valor 4 CV(%) 
Azúcares reductores 
Temp. CMC 
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Tabla 21. Efecto de la temperatura sobre la hidrólisis enzimática de paja de trigo sin tratar y tratada 
con NaOH y H2O2. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 
Valor 4 CV(%) 
Azúcares reducto •es 
Temp. 
ro 
Paja sin tratar 
2h 5h 12h 24 h 36 h 48 h 
0,05 3,26 6,75 15,96 19,83 14,40 
30 0,06 0,06 3,12 3,27 6,63 6,74 15.36 15,71 19,63 19,82 14,23 14,40 
0,05 0,01 3,33 0,11 6,79 0,08 14,65 0,94 20,31 0.35 14,25 0,23 
0,08 23,57 3,37 3,36 6,79 1,12 16,87 5,99 19.51 1,78 14,72 1,57 
2,56 5,62 15,69 24,98 n.d. n.d. 38.21 
40 2,45 2,48 5,21 5,30 15,21 15,53 24,87 24.60 n.d. n.d. 37,56 37,82 
2,36 0,09 5,24 0,22 15,37 0,29 23,89 0.49 n.d. n.d. 37,89 0,30 
2,55 3,80 5,13 4,12 15,85 1,88 24.66 2.00 n.d. n.d. 37,62 0.79 
4,69 8,06 16,17 27,56 30,08 42,51 
50 4,21 4,39 8,25 8,19 16,03 16,04 27,18 27,06 31,26 30,03 42,68 42,96 
4,56 0,28 7,96 0,23 15,98 0,09 26,96 0,43 29,56 0,89 43.26 0,43 
4,10 6,38 8,49 2,85 15,98 0,56 26,54 1.57 29,22 2,97 43,39 1,00 
6,89 7,56 11,59 19.65 10,26 12.96 
60 6,21 6,65 7,21 7,17 11,42 11,38 19,45 19,32 11,25 10.95 12,86 12,71 
6,54 0,35 7,08 0,30 11,25 0,16 18,57 0.51 11,07 0,47 11,03 1,23 
6.96 5,20 6,83 4,24 11,26 1,41 19,61 2,63 11,22 4,26 13,99 9.68 
^ ^ ^ ^ ^ í ^ ^ ^ j í í á ^ ^ Paja tratada con NaOH 
2h 5h 12h 24 h 36 h 48 h 
19,25 37,56 70,36 107.26 113.25 112,26 
30 19,68 19,14 36,85 37,06 71,54 70,89 106,54 107,21 113,26 112,27 112,56 110,12 
18,00 0,78 37,25 0,43 70,28 0,66 108,23 0,74 111,23 1,14 111,06 3,74 
19,63 4,10 36,58 1,17 71,38 0,93 106.81 0,69 111,34 1,01 104,60 3,39 
31,56 50,59 93,26 140,04 n.d. n.d. 145,00 
40 31,98 32,18 50,23 50,86 93,98 93,04 142,36 140.04 n.d. n.d. 146.36 154.08 
32,56 0,50 n.d. 0,80 92,01 0,82 139,58 1,74 n.d. n.d. 161,23 9,77 
32,62 1,57 51,76 1.57 92,91 0,88 138,18 1,24 n.d. n.d. 163.73 6,34 
36,85 55,78 103,25 143,56 165,96 210,36 
50 36,24 35,83 55,69 55,94 106,25 101,46 146,23 143,14 168,23 164,32 2 0 5 J 6 201,30 
35,16 0,86 54,23 1,58 100,54 4,44 140,23 2,49 163,57 3,72 199.26 8,67 
35,07 2,41 58.06 2.83 95.80 4.37 142,54 1,74 159,52 2,27 190,22 4,31 
45,23 85,23 82,36 99.65 135.64 153,23 
60 44,36 42,70 85,36 83,50 84,53 86,11 95.24 97,89 134.25 130.66 155,24 151,00 
41,26 2,50 81,23 2,11 88,36 3,22 98,65 1,89 129.54 5,61 149,26 4,01 
39,95 5,86 82,18 2.53 89.19 3,74 98.02 1.93 123,21 4,29 146,27 2,66 
Paja tratada con H2O2 
2h 5h 12 h 24 h 36 h 48 h 
15,23 29,63 65,03 101.23 126,35 115,26 
30 14,65 15,59 28,54 29,83 66,25 64,00 99,51 96,48 124,27 124,88 111,25 113,76 
15,36 1,07 30,26 1,00 63,21 2,08 95,63 5,18 125,41 1,26 111,26 3,01 
17,12 6,84 30,89 3,36 61,51 3.25 89,55 5,37 123,49 1,01 117,27 2.64 
9,58 25,65 55.21 93,56 n.d. n.d. 191.23 
40 9,65 9,67 24,65 25,57 56,24 54,14 92,14 92.71 n.d. n.d. 190,25 187,72 
9,65 0,09 25,61 0,71 53,62 2.07 91,57 1,01 n.d. n.d. 186,54 3,82 
9,80 0,96 26,37 2.76 51,49 3,82 93,57 1,09 n.d. n.d. 182,86 2,03 
21,56 41,24 83,54 106.00 125,23 167,26 
50 22,47 19,99 40,23 40,07 81,69 81.14 105,24 104,46 123,36 124,59 169.58 162,22 
18,97 2,51 39,57 0,88 80,23 1,92 103,26 1,38 121,36 3,00 160,23 8,00 
16,96 12,54 39,24 2,20 79,10 2,37 103,34 1,32 128,41 2,41 151,81 4,93 
33,36 43.26 75.69 96,54 108.23 142,63 
60 31,26 32,36 42,15 43,03 74,36 71,26 95,84 95,63 110,25 108,54 135,87 140,64 
32,59 0.87 41,69 1,48 70,54 5,04 96,23 1,18 107,54 1,18 140,36 3,47 
32,23 2.69 45.02 3,44 64,45 7,07 93,91 1,24 108,14 1,09 143,70 2,47 
363 
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Tabla 22. Efecto del pH sobre la hidrólisis enzimática de sustratos celulósicos comerciales. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 s 
Valor 4 CV(%) 
Azúcares reductores 
p H 
C M C 
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Tabla 23. Efecto del pH sobre la hidrólisis enzimática de paja de trigo sin tratar y tratada con 
NaOH y H2O2. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 s Azúcai'cs reductores 
Valor 4 CV(%) 
pH 
Paja sin t ra tar 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
3,1i 1M 18,24 23,54 33,26 35,58 
4,0 3,69 3,70 7,42 7,38 18,52 18,00 23,54 23,31 32,54 32,14 36,24 36,70 
3,54 0,12 7,56 0,16 17,24 0,55 22,96 0,28 31,25 0,93 35,68 1,48 
3,82 3,22 7,18 2,13 18,00 3,05 23,20 1,21 31,51 2,90 38,90 4,04 
2,14 8,36 17,54 29,00 35,21 29,52 
4,5 2,16 2,15 8,25 8,30 17,26 17,21 28,12 28,16 34,65 34,67 29,32 30,04 
2,14 0,01 8,45 0,13 17,35 0,37 27,45 0,64 33,97 0,52 31,26 0,87 
2,16 0,54 8,14 1,62 16,69 2 ,13 28,07 2,26 34,85 1,50 30,06 2,90 
1,29 8,52 14,36 Íl,éi 40,21 46,52 
5,0 1,28 1,30 8,62 8,71 14,98 14,68 26,35 26,75 39,65 39,40 45,23 47,50 
1,32 0,02 8,75 0,18 14,25 0,44 25,21 1,21 40,32 1,35 46,23 3,06 
1,31 1,40 8,95 2,12 15,13 2,99 27,79 4,54 37,42 3,43 52,02 6,45 
0,22 3,85 13,63 22,58 30,25 35,63 
5,5 0,21 0,22 4,10 3,95 13,25 13,29 23,01 22,16 30,69 30,36 35,21 34,30 
0,20 0,02 3,95 0,11 12,95 0,28 22,03 1,12 31,25 0,85 34,02 1,47 
0,25 9,82 3,90 2,73 13,33 2,10 20,62 5,07 29,25 2,79 32,34 4,30 
2,03 ¿,52 11,23 18,¿2 21,36 28,21 
6,0 2,04 2,05 6,43 6,44 10,85 10,87 17,52 17,61 22,69 21,54 29,63 28,68 
2,05 0,02 6,53 0,12 10,69 0,25 17,23 0,70 21,51 0,86 29,21 0,90 
2,08 1,05 6,28 1,80 10,71 2,30 17,07 3,97 20,60 4,01 27,67 3.13 
m: mm Paja t ratada con NaOH 
^^mmm 2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
53,26 51,23 n,ii 133,25 n.d. n.d. 173,26 
4,0 54,26 54,00 49,63 49,52 98,26 96,56 131,26 131,04 n.d. n.d. 172,54 171,26 
54,36 0,50 49,21 1,33 95,36 2,00 129,25 1,69 n.d. n.d. 170,69 2,11 
54,12 0,93 48,01 2,69 94,37 2,07 130,40 1,29 n.d. n.d. 168,55 1,23 
43,02 70,21 120,3¿ 17ü,¿2 n.d. n.d. 220,54 
4,5 44,63 44,08 69,23 68,24 116,52 117,28 165,23 168,56 n.d. n.d. 219 ,87 216,60 
45,68 2,11 68,52 2,27 117,25 2,26 166,95 2,96 n.d. n.d. 215,23 4,55 
40,99 4,78 65,00 3,32 114,99 1,93 171,44 1,75 n.d. n.d. 210,76 2,10 
42, ¿2 ó¿,52 118,2¿ 18ó,2¿ n.d. n.d. 173,84 
5,0 41,53 41,60 n.d. 64,40 115,24 116,10 175,23 172,72 n.d. n.d. 172,54 175,26 
41,98 0,99 65,23 2,63 115,69 1,46 170,23 6,49 n.d. n.d. 178,25 2,56 
40,27 2,39 61,45 4,09 115,21 1,25 165,16 3,76 n.d. n.d. 176,41 1,46 
51,23 32,65 4>4,¿5 132,¿5 n.d. n.d. 178,65 
5,5 50,62 50,93 31,23 31,18 94,71 93,63 130,28 129,16 n.d. n.d. 176,25 175,26 
50,97 0,25 30,25 1,06 92,56 1,21 128,64 3,19 n.d. n.d. 174,20 2,86 
50,90 0,49 30,59 3,40 92,60 1,30 125,07 2,47 n.d. n.d. 171,94 1.63 
n.d. 4é,25 02,55 98,36 n.d. n.d. 105,3¿ 
6,0 n.d. 34,18 45,26 45,72 59,28 60,59 95,26 95,36 n.d. n.d. 106,24 105,02 
34,25 0,10 46,03 0,49 61,23 1,62 95,41 2,43 n.d. n.d. 104,86 1,09 
34,11 0,29 45,34 1,08 59,26 2,68 92,41 2,55 n.d. n.d. 103,62 1,04 
Paja t ra tada con H2O2 lIBliP 2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
23,58 32,50 77,52 108,¿5 140,25 170,54 
4,0 24,16 24,17 31,26 32,83 74,00 76,56 107,52 106,66 138,52 137,84 169,52 167,25 
23,54 0,61 33,98 1,20 75,23 2,44 104,23 1,91 136,54 1,93 166,29 3,56 
25,00 2,53 33,52 3,66 79,49 3,18 106,20 1,79 136,05 1,40 162,65 2,13 
13,62 28,05 80,21 121,54 151,42 172,54 
4,5 12,58 12,94 29,34 29,12 80,54 79,12 117,00 117,77 150,24 149,57 171,86 173,84 
13,54 0,77 29,61 0,43 78,65 1,59 115,36 2,64 148,78 1,58 174,08 2,23 
12,02 5,98 28,88 1,49 77,08 2,01 117,18 2,24 147.84 1,06 176,88 1,28 
17,52 34,2¿ 74,é2 113,57 145,2¿ 190,26 
5,0 16,84 16,82 34,15 34,20 73,25 73,48 112,65 112,88 144,69 144,00 185,00 185,84 
15,32 1,06 34,15 0,06 71,54 1,43 111,63 0,95 142,57 1,21 193,52 4 ,42 
17,60 6,28 34,24 0,17 74,51 1,95 113,67 0,84 143,48 0,84 184,23 2,38 
8,05 27,21 ÓO,ÓO 57,50 115,05 157,¿Ó 
5,5 8,25 8,28 27,54 27,37 58,67 59,16 96,52 95,24 114,26 112,72 158,00 156,90 
8,34 0,35 26,52 2,09 60,54 1,79 96,03 3,00 111,58 2,82 153,42 2,35 
7,84 4,22 23,00 7,63 56,83 3,03 90,85 3,15 109,35 2,50 158,58 1,50 
12,¿5 20,54 51,23 81,54 101,52 82,50 
6,0 11,94 12,10 21,52 20,60 50,69 49,88 83,24 83,04 99,68 96,16 82,56 81,99 
12,65 0,71 19,54 0,82 47,63 1,59 85,50 1,80 95,73 6,13 82,15 1,18 
11,16 5,87 20,80 3,98 49,97 3,18 81,88 2,16 87,71 6,37 80,29 1,44 
365 
Anexo 
Tabla 24. Efecto de la proporción CMCasa : p-glucosidasa sobre la producción de azúcares 
reductores en la hidrólisis de celulosas comerciales. 
Valor 1 
Valor 2 Media 




2h 5h 12h 24 h 36 h 48 h 
21,56 31,25 51,69 51,23 56,23 ¿0,23 
1:0 22,96 21,52 30,69 31,82 n.d. 50,29 52,69 50,45 55,42 57,24 61,53 60,00 
20,36 1,08 32,56 1,01 50,62 1,59 50,03 1,36 57,69 1,33 60,03 1,37 
21,20 5,04 32,78 3,18 48,56 3,16 49,68 2,70 58,32 2,32 58,21 2,28 
n.d. 40,36 44,69 60,23 54,63 ¿8,52 
1:1 29,87 30,76 42,38 42,11 45,69 47,49 59,62 59,36 55,63 58,69 69,23 67,60 
28,96 1,15 41,74 1,49 48,69 2,83 58,23 0,84 61,23 4,21 67,52 1,25 
31,25 3,75 43,96 3,55 50,89 5,97 59,36 1,41 63,27 7,18 66,36 1,85 
35,26 49,52 60,23 74,56 58,69 70,54 
1:2 36,41 36,44 50,21 50,90 59,84 60,68 73,52 73,72 57,23 60,49 71,00 70,68 
37,85 1,07 51,23 1,36 62,35 1,13 70,02 2,82 65,23 3.49 69,52 0,90 
36,24 2,93 52,64 2,66 60,30 1,86 76,78 3,82 60,81 5,76 71,66 1,27 
45,53 47,23 59,63 87,53 55,21 80,25 
2:1 43,25 44,85 46,93 48,00 59,52 60,81 86,12 85,95 94,23 89,93 85,62 85,70 
45,87 1,29 48,65 1,09 62,36 1,45 84,21 1,36 88,26 6,10 84,36 0,98 
44,35 2,88 49,19 2,27 61,73 2,38 85,94 1,58 82,02 6,79 86,57 1,14 
46,23 ¿2,Ó1 ¿7,58 100,58 10¿,23 110,23 
4:1 45,98 46,30 61,54 63,00 66,53 68,24 104,69 100,50 107,45 105,70 109,56 107,20 
47,86 1,14 64,25 1,43 67,52 2,12 98,65 2,99 105,21 1,50 107,24 3,84 
45,13 2,47 64,20 2,27 71,33 3,10 98,08 2,98 103,91 1,42 101,77 3,58 
CMN-300 
2h 5h 1 2 h 24 h 36 h 48 h 
5,58 4,25 5,24 6,59 7,69 ¿,52 
1:0 5,63 6,09 3,95 4,12 5,42 5,52 6,45 6,78 7,51 7,64 6,98 6,70 
6,02 0,46 4,15 0,12 5,98 0,32 6,95 0,31 7,71 0,09 6,32 0,33 
• 6,73 7,57 4,13 3,03 5,44 5,79 7,13 4,64 7,65 1,18 6,98 4,98 
4,¿2 6,52 5,96 7,21 7,Ó2 8,12 
1:1 4,53 4,76 6,81 6,74 5,96 5,87 7,63 7,44 7,54 7,66 7,96 8,12 
4,86 0,23 6,53 0,28 5,65 0,15 7,54 0,18 7,85 0,13 8,54 0,30 
5,03 4,78 7,10 4,08 5,91 2,53 7,38 2,49 7,63 1,74 7,86 3,69 
4,21 5,Ó4 5,24 5,79 6,57 8,¿3 
1:2 4,06 4,15 5,74 5,66 5,31 5,38 5,63 5,86 6,56 6,27 8,59 8,73 
4,11 0,08 5,36 0,23 5,48 0,12 n.d. 0,27 5,94 0,34 8,98 0,18 
4,22 1,88 5,90 4,01 5,49 2,32 6,16 4,64 6,01 5,45 8,72 2,01 
6,52 7,24 9,23 9,56 11,55 12,55 
2:1 6,21 6,43 7,23 6,92 9,25 9,16 9,65 9,96 11,69 11,74 13,21 13,37 
6,59 0,17 6,52 0,37 8,67 0,35 10,25 0,41 11,87 0,12 13,65 0,35 
6,40 2,59 6,69 5,35 9,49 3,79 10,38 4,17 11,81 1,06 13,67 2,63 
25,05 18,87 17,25 14,52 8,95 8,02 
4:1 24,81 24,08 19,25 19,41 17,35 17,20 14,02 13,90 8,76 8,74 8,03 7,74 
22,36 1,23 19,54 0,47 18,26 0,96 13,65 0,48 8,52 0,18 7,25 0,37 
24,06 5,09 19,98 2,41 15,94 5,55 13,41 3,48 8,73 2,01 7,66 4,77 
^ ¡ ¡ , 1 ^ C«41J 2h 5h 12h 24 h 36 h 48 h 
2,65 4,Ó5 ó,25 8,23 12,43 12,54 
1:0 2,06 2,02 4,75 4,52 6,48 6,18 8,09 8,34 1^51 11,95 12,63 12,35 
1,98 0,04 4,23 0,23 5,93 0,24 8,56 0,22 11,34 0,61 12,05 0,28 
1,99 2,02 4,45 5,09 6,06 3,87 8,48 2,61 11,52 5,07 12,18 2,26 
2,47 n.d. 8,10 11,05 1¿,05 15,84 
1:1 2,53 2,45 4,65 4,54 8,06 7,90 11,85 11,35 16,00 16,35 19,63 18,86 
2,39 0,06 4,36 0,16 7,52 0,26 11,00 0,49 17,11 0,51 18,23 1,03 
2,41 2,58 4,61 3,46 7,92 3,35 10,86 4,34 16,20 3,14 17,74 5,48 
2,32 4,5Ó 7,5Ó 11,52 15,62 18,24 
1:2 2,21 2,29 4,52 4,47 7,82 7,83 11,54 11,80 15,24 15,96 17,96 17,34 
2,14 0,15 4,36 0,09 7,63 0,15 12,61 0,54 16,52 0,63 17,25 1,04 
2,49 6,66 4,44 1,98 7,91 1,86 11,53 4,58 16,46 3,96 15,91 6,00 
8,25 10,Ó2 12,87 15,8¿ 20,80 25,63 
2:1 8,36 8,32 10,27 9,76 12,74 12,87 16,03 16,32 21,00 20,09 25,41 25,74 
8,24 0,09 9,23 0,47 13,26 0,28 16,95 0,49 19,52 1,00 25,32 0,59 
8,43 1,10 9,52 4,83 12,61 2,18 16,44 2,97 18,98 4,96 26,60 2,28 
10,43 13,51 18,25 21,00 23,54 30,21 
4:1 10,49 10,93 13,62 13,41 18,79 17,81 21,06 21,86 23,16 23,12 29,58 29,51 
11,65 0,58 13,42 0,23 17,16 0,85 22,51 0,97 24,27 1,17 28,21 0,91 
11,15 5,31 13,09 1,70 17,04 4,77 22,87 4,44 21,51 5,05 30,04 3,07 
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Anexo 
Tabla 25. Efecto de la proporción CMCasa : p-glucosidasa sobre la producción de glucosa en la 









C M C 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
X42 2,55 1.58 2.54 l,5ó 5,1Ó 
1:0 3,31 3,43 2,48 2.46 1,52 1,44 2.56 2.55 1,33 1,44 3,12 3,11 
3,35 0.15 2,35 0,08 1,36 0.13 2.45 0,08 1,54 0.11 3,21 0.08 
3,64 4,29 2,48 3,13 1.30 9,14 2,65 3,22 1,53 7.67 3,01 2,64 
5.52 5,56 2.36 4,52 5,52 7.00 
1:1 5,61 5.44 5.69 5,49 2.21 2.30 4.82 4.80 5.68 5.57 6.52 6.73 
5,40 0,16 5.54 0,22 2.54 0.19 4,97 0,20 5.42 0.12 6,61 0.21 
5,23 3.02 5.17 4,07 2,09 8.45 4,89 4.09 5.66 2.20 6.79 3.15 
ó,21 5.32 4.52 5,01 6,35 6.45 
1:2 6,08 5,81 5,23 5,54 4,26 4,46 5,23 5,05 6,49 6,39 6,89 6.81 
5.63 0,41 n.d. 0.46 4,36 0,19 4,65 0,30 6,25 0,11 6.78 0.28 
5,32 7,06 6.07 8.32 4.70 4.32 5,31 5,85 6,47 1.75 7.12 4,09 
5.S4 6.52 3,85 6,05 5.Ó4 5,65 
2:1 3,75 3,88 6,21 6.54 3,65 3.72 6,12 6,07 5.13 4.83 5,32 5.65 
3,96 0,10 6.35 0.38 3.94 0.22 5.62 0.36 4.71 0,32 5,79 0,23 
3,97 2,70 7.08 5,84 3,44 5,98 6.49 5.88 4,44 6,55 5,84 4.15 
8,Ó5 ÍJ.é3 5.3Ó 12,50 13,65 14.36 
4:1 8.54 8,66 8.52 8.96 5.21 5.28 12,34 12,72 13,54 12,98 14.25 14.38 
8,23 0.41 8.64 0.50 5,21 0,08 13,98 0,87 12,21 0,72 14,63 0,17 
9,22 4,78 9,05 5,59 5,34 1.54 12.00 6.85 12,52 5,57 14,28 1,20 
CMN-300 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
6,52 6,25 4.61 1,85 2,12 3,54 
1:0 6,36 6,70 6,39 6,23 4.54 4.46 1,95 1,84 2,13 2,10 3.52 3,64 
6.98 0,31 6,57 0.37 4.21 0,17 1,74 0,09 1,96 0.10 3.70 0.13 
6,94 4,59 5,71 5,95 4,48 3,92 1,82 4,72 2.19 4,68 3.80 3.67 
7.54 9,12 S,Ó5 ó,52 13.69 8.26 
1:1 7,62 7,30 9,37 8,91 8,23 8,35 6.97 6.80 13.54 13,62 8,24 8,28 
7,12 0,34 8.51 0,40 8,54 0,30 7.02 0,24 12,97 0,54 8,52 0,18 
6,92 4,59 8.64 4.53 7,98 3.64 6,69 3,48 14.28 3.95 8,10 2,11 
2,64 6.03 6,54 n.d. 4.06 4,06 
1:2 2,87 2,79 6.11 5.90 6,32 6.15 n.d. 1,88 3,95 4,08 4,06 3,95 
2,89 0.12 5,84 0.22 6,15 0,41 1,94 0,08 4,13 0,10 3.99 0,18 
2,76 4.13 5,62 3,70 5,59 6,60 1,82 4.51 4.18 2,44 3,69 4,47 
ó,52 4,52 8,32 5,23 ¿.57 5,71 
2:1 6.63 6,72 4,51 4.45 7,96 7,88 5,36 5,40 6,59 6,49 5,62 5.77 
6.74 0,20 3.98 0.34 7,95 0.43 5,47 0,14 6,51 0,14 5,62 0,24 
6.99 2,99 4,79 7,62 7.29 5,45 5,54 2.51 6,29 2,12 6,13 4,22 
11,13 8,54 i loé ^M 11.26 11,51 4:1 12.32 12.22 8,21 8.09 12,07 11,70 9,62 9,83 11.54 11,58 11,51 11,90 
12,41 0.22 7,95 0,37 11,23 0,43 9,54 0,36 11,36 0,40 12,03 0.50 
11,90 1,83 7,66 4,63 11.44 3.68 10,34 3,66 12,16 3,49 12.55 4.18 
^ 6 4 1 3 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
1,21 1.52 l i ¿ 4.58 4,52 3,45 
1:0 1,22 1,26 1,65 1,63 2.35 2,27 4,21 4,49 4,58 4,65 3,45 3.44 
1.36 0.07 1,51 0,15 2.20 0,10 4,57 0,19 4.69 0,13 3.44 0.01 
1.25 5.46 1,84 9,44 2.17 4.36 4,60 4,17 4.81 2.75 3,42 0.41 
l,¿Ó 2.45 3,52 4,96 4,52 4,á5 
1:1 1.58 1,65 2.23 2,39 3,98 3,81 4,52 4,59 4,63 4,56 4.75 4.64 
1,58 0.13 2.36 0,13 4.05 0.25 4.36 0,26 4,54 0,05 4,60 0.21 
1,84 7,70 2.52 5.24 3.69 6.52 4,52 5,62 4,55 1.06 4,36 4,59 
2.00 i,16 3,85 4,89 4,85 4.56 
1:2 1.94 1,81 3,27 3.28 3,64 3,72 5,01 4.64 4.75 4.71 4.52 4.46 
1,87 0,26 3,33 0.03 3.51 0.18 4,51 0,39 4.85 0.22 4,36 0.10 
1.43 14.30 3.26 1.03 3.88 4,73 4.15 8.41 4,39 4,64 4.40 2.13 
2,13 5.34 4. ¿5 4,57 4,74 4,75 
2:1 2,19 2,27 3,56 3,48 4.65 4,57 4,52 4,68 4,65 4.65 4,52 4,64 
2.35 0,12 3,47 0,09 4,50 0,24 4,92 0,28 4.68 0,09 4,65 0,09 
2.39 5.19 3.35 2.73 4,28 5.27 4,91 5,96 4.53 1,90 4,64 2,03 
4,5S 5,5Ó 5.74 4,71 4,96 3,65 
4:1 4,69 4,63 3,28 3,35 3.69 3.75 4,52 4,59 4,98 4,88 3,68 3,59 
4,57 0,06 3.48 0,09 3.85 0.07 4.38 0.17 4.65 0.15 3,41 0,12 
4,68 1,38 3,34 2,69 3,72 1,86 4.75 3,75 4.93 3,17 3,62 3,41 
367 
Anexo 
Tabla 26. Efecto de la proporción CMCasa : P-glucosidasa sobre la producción de azúcares 
reductores en la hidrólisis de paja sin tratar y tratada con NaOH y H2O2. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 9 Azúcares reductores 
Valor 4 CV(%) 
CMCasa: pDG 
Paja sin tratar 
2 h 5h 12h 24 h 36 h 48 h 
1,09 i,i6 ¿,23 l1,6i 14,¿3 31 ,06 
1:0 1,08 1,11 5,45 5,59 6,10 5,96 17,00 17,38 14,21 14,16 30,56 29,97 
1,12 0,03 5,74 0,12 5,54 0,30 17,23 0,32 13,52 0,46 29,52 1,04 
1,15 2,85 5,61 2,15 5,97 5,02 17,64 1,84 14,28 3,28 28,74 3 ,47 
2,06 6,69 10,25 22,63 27,85 35,¿5 
1:1 2,03 1,92 6,53 6,65 10,26 10,61 23,62 22,96 27 ,63 27 ,19 38 ,52 38,78 
1,91 0,17 6,39 0,26 11,52 0,61 22,63 0,47 27,26 0,82 37,02 1,32 
1,68 8,99 6,99 3,87 10,41 5,76 22,96 2,03 26,02 3,01 39,93 3,40 
5,12 9,23 17,30 25,63 33,26 37,51 
1:2 5,03 4,97 9,24 9,22 16,95 17,03 25,74 25,33 33,51 32,24 37,56 37,32 
4,96 0,15 9,51 0,25 16,52 0,38 25,36 0,52 31,97 1,51 36,52 0,59 
4,77 2,99 8,90 2,71 17,35 2,25 24,59 2,05 30,22 4,67 37,29 1,58 
6,21 11,02 25,45 38,56 46,25 53,26 
2:1 6,21 5,93 11,36 11,03 25,36 25,42 37,98 37,16 45,58 45,65 53,14 52,84 
5,64 0,32 10,95 0,24 25,21 0,19 38,06 2,10 44,21 1,04 52,65 0,44 
5,66 5,45 10,79 2,18 25,66 0,74 34,04 5,64 46,56 2,29 52,31 0,83 
4,90 18,65 33,63 44,58 55,23 60,25 
4:1 4,96 5,09 18,25 17,81 33,31 32,68 45,21 43,79 55,21 55,55 61,85 61,32 
5,03 0,26 17,52 0,81 31,25 1,06 41,00 1,89 55,21 0,67 62,14 0,85 
5,47 5,09 16,82 4,54 32,53 3,24 44,37 4,33 56,55 1,20 61,04 1,39 
^ ^ 
Paja tratada con N a O H 
2h 5h 12h 24 h 36 h 48 h 
28,52 32,¿2 48,21 90,05 54,23 75,21 
1:0 28,45 27,86 31,25 31,91 49,63 47,12 89,64 88,80 93,63 90,24 75,63 74,12 
27,21 0,72 30,65 1,15 46.25 2,29 87,21 1,30 85,63 4,33 74,96 2,31 
27,26 2,59 33,12 3,61 44,39 4,85 88,30 1,46 87,47 4,80 70,68 3,12 
27,31 3¿,52 49,¿5 76,53 125,55 132,¿5 
1:1 27,53 26,31 36,96 35,91 50,00 47,76 76,51 76,12 125,64 124,96 130,26 127,60 
25,13 1,29 35,21 0,98 46,29 2,44 76,45 0,75 124,87 1,15 125,85 4,87 
25,27 4,89 34,95 2,73 45,10 5,10 74,99 0,99 123,38 0,92 121,64 3,82 
24,Ó3 28,12 45,25 73,25 99,21 112,52 
1:2 23,96 23,55 27,12 28,68 49,80 48,08 73,65 73,56 101,26 98,34 111,26 110,02 
22 ,10 1,07 30,21 1,35 48,57 2,31 72,96 0,62 95 ,00 2 ,62 110,36 2,86 
23,51 4,55 29,27 4,69 44,70 4,80 74,38 0,84 97,89 2,67 105,94 2,60 
4é,32 58,02 80,52 140,23 177,25 185,50 
2:1 45,21 45,84 58,41 56,13 80,12 80,60 145,25 146,72 179,63 177,28 184,23 184,56 
44,89 0,96 53,21 2,79 80,96 0,37 145,98 1,85 174,25 2,25 181,52 2,25 
46,94 2,08 54,28 4,97 80,80 0,46 149,42 1,26 177,99 1,27 186,53 1,22 
80,04 $5,21 131,¿5 l¿2,3é 22Ó,5¿ 281,20 
4:1 79,52 78,76 94,63 92,45 132,41 131,81 163,52 160,90 223,00 221,60 283 ,42 271 ,36 
77,51 1,21 91,26 3,05 130,24 1,16 158,47 2,42 221,63 1,00 265 ,32 13,30 
77,97 1,54 88,70 3,30 132,90 0,88 159,25 1,51 220,81 0,45 255 ,50 4 ,90 
^ É > 
Paja t ra tada con H2O2 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
14,26 25,63 4¿,55 n.d. 120,63 125,03 
1:0 14,59 14,24 24,94 24,52 46,23 47,67 n.d. 93,38 121,32 119,74 127,53 131,44 
13,95 0,27 23,32 0,99 47,59 1,59 94,23 1,20 118,57 1,45 135,49 5,70 
14,16 1,87 24,19 4,05 49,91 3,34 92,53 1,29 118,44 1,21 137,11 4,34 
20,10 23,56 44,21 84,52 117,52 140,26 
1:1 19,63 20,25 23,94 23,06 43,25 43,45 83,62 83,92 118,63 115,03 140,23 140,12 
21,52 0,87 22,86 0,90 43,65 0,64 83,21 0,61 117,25 5,57 140,98 0,82 
19,75 4,30 21,88 3,92 42,69 1,48 84,33 0,73 106,72 4,84 139,01 0,58 
21,54 22,55 45,23 84,53 85,¿3 115,23 
1:2 21,63 21,63 23,54 23,29 n.d. 45,52 85,00 85,05 86,52 86,94 116,54 113,24 
21,97 0,25 21,84 1,25 44,97 0,74 86,09 0,72 87,14 1,19 114,23 4 ,29 
21,38 1,15 24,83 5,35 46,36 1,62 84,58 0,85 88,47 1,37 106,96 3 ,79 
2¿,Ó4 52,Ó¿ 71,64 180,54 150,04 183,23 
2:1 25,95 25,22 51,23 51,22 69,68 69,09 179,64 179,48 148,63 145,20 181,52 179,48 
24,68 0,92 53,26 2,10 67,52 1,59 178,25 0,94 141,36 4,82 178,95 3 ,92 
24,21 3,63 48,33 4,10 68,12 2,30 179,49 0,52 140,77 3 ,32 174,22 2 ,19 
4é,S2 57,24 $8,5¿ 135,03 202,¿3 231,51 
4:1 46,58 44,95 57,62 57,60 97,54 97,12 135,62 136,92 201,54 201,74 224 ,32 221 ,27 
43,21 1,85 57,98 0,30 98,62 2,29 137,00 1,94 201,94 0,74 220 ,14 9,37 
43 ,49 4,12 57,56 0,53 93,76 2,36 135,43 1,41 200,85 0,37 209,11 4,23 
368 
Anexo 
Tabla 27. Efecto de la proporción CMCasa : p-glucosidasa sobre la producción de glucosa en la 
hidrólisis de paja sin tratar y tratada con NaOH y H2O2.. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 j 
Valor 4 CV(%) 
Azúcares reductores 
CMCasa: pDG 
Paja sin tratar 






























































































































S ; Í Í ^ ^ ^ V ^ ' - Í ^ Paja tratada con NaOH 




























































































































Paja tratada con H2O2 
































































































































Tabla 28. Efecto de concentración de sustrato sobre la hidrólisis de celulosas comerciales 
VaJor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 s Azúcares reductores 
Valor 4 CV(%) 
[sustrato] 
CMC 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
112,36 105,63 103,36 112,36 114,25 124,65 
0,5 111,54 110,78 104,84 106,80 102,54 99,77 112,36 113,08 114,97 111,00 125,47 123,96 
109,00 1,48 107,86 1,88 98 ,52 4,01 116,36 2,25 110,63 4,95 121,61 1,66 
110,22 1,33 108,87 1,76 94,66 4,02 111,24 1,99 104,15 4,46 124,11 1,34 
94,36 96,36 99,63 105,26 95,36 54,27 
1.0 95,63 93,48 94,25 97,07 98,52 100,01 103,21 99,70 94,21 97,38 95 ,36 93 ,38 
91,84 1,83 100,36 2,54 102,36 1,64 96,84 5,48 98,36 3,31 91,25 1,81 
92,09 1,95 97,31 2,62 99,53 1,64 93,49 5,49 101,59 3,40 92,64 1,94 
71,23 61,32 35,69 75,69 91,52 81,25 
2,5 70,52 69,07 60,95 60,96 35,21 36,80 76,84 75,90 89,52 89,90 82,00 80,62 
68,54 2,35 60,39 0,41 37,41 1,68 74,21 1,25 89,74 1,15 80,24 1,30 
65,99 3,40 61,18 0,67 38,89 4,57 76,86 1,65 88,82 1,28 78,99 1,62 
43,¿$ 57,¿5 51,24 ¿1,23 57,41 71,23 
5,0 42,15 42,57 57,21 56,90 50,36 50,92 65,35 62,52 57,62 58,16 70 ,52 69 ,15 
41,36 1,03 55,64 0,88 52,68 1,39 60,24 2,27 59,64 1,01 68,54 2,21 
43,08 2,41 57,06 1,55 49,40 2,74 63,26 3,63 57,97 1,74 66,31 3,19 
n.d. n.d. n.d. n.d. 38,52 32,3¿ n.d. 52,14 
10.0 n.d. n.d. n.d. n.d. 37,96 37,87 31,42 31,49 n.d. 37,36 51,00 51 ,64 . 
n.d. n.d. n.d. n.d. 36,54 0,92 30,97 0,61 37,94 0,82 50,23 1,30 
n.d. n.d. n.d. n.d. 38,46 2,43 31,21 1,93 36,78 2,20 53,19 2,51 
'^ ^^ W^*^ ^^ -' CMN-300 
2 h 5 h I 2 h 24 h 36 h 48 h 
50,41 104,23 200,36 285,62 342,63 421,55 
0,5 50,96 51,31 105,63 105,13 201,63 197,60 289,47 284,00 345,26 341,80 420 ,63 417 ,20 
52,01 0,76 103,25 1,81 196,00 4,22 280,06 4,40 341,26 3,00 415 ,98 5,30 
51,86 1,48 107,41 1,72 192,41 2,13 280,85 1,55 338,05 0,88 410 ,24 1,27 
51,25 54,¿3 108,3¿ 145,26 165,26 210,36 
1,0 • 30 ,26 30 ,90 55,21 55,65 107,96 106,45 144,63 144,80 167,85 164,40 211 ,54 208 ,00 
30,54 0,60 54,63 1,68 106,85 2,63 140,23 3,63 155,63 6,04 207 ,54 4,00 
31,55 1,95 58,13 3,01 102,63 2,47 149,08 2,50 168,86 3,67 202 ,56 1,92 
¿3,54 52,12 44,21 31,52 24,52 16,24 
2,5 63,05 62,56 51,74 51,84 44,63 44,52 31,88 31,70 24,63 24,08 17,52 17,37 
61,00 1,10 52,63 0,74 43,96 0,58 n.d. 0,25 23,52 0,58 17,41 0,85 
62,65 1,76 50,87 1,43 45,28 1,30 n.d. 0,80 23,65 2,39 18,31 4,91 
12,58 14, ¿3 20,65 22,65 24,63 30,12 
5,0 12,63 12,78 14,21 14,35 20,15 19,73 22,12 22,32 24,01 24,28 31 ,20 29,58 
11,98 0,65 14,85 0,50 19,53 0,92 23,54 1,07 24,36 0,28 28,54 1,32 
13,53 5,08 13,71 3,50 18,55 4,65 20,97 4,81 24,12 1,13 28,46 4,47 
7,ó2 8,12 11,03 12,56 13,25 15,21 
10,0 7,53 7,08 8,36 8,41 11,25 11,10 12,36 12,09 13,24 13,43 15,63 14,85 
7,01 0,32 8,54 0,22 11,40 0,30 11,54 0,46 14,00 0,38 14,25 0,68 
6,76 4,58 8,62 2,64 10,72 2,66 11,90 3,80 13,23 2,83 14,31 4,58 
^H C 6 4 U 2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h ó,48 8,5¿ 42,30 72,20 71,02 75,25 
0,5 6,35 6,51 8,54 8,78 42,51 42,27 72,15 71,48 70,69 69,84 75,42 75,80 
6,25 0,31 8,32 0,44 42,00 0,22 69,54 1,30 68,54 1,20 76,85 0,72 
6,96 4,83 9,30 4,97 42,21 0,52 72,03 1,81 69,11 1,72 75,68 0,95 
«,23 14,26 26,98 45,65 63,21 66,58 
1,0 8,34 8,34 14,65 14,31 26,25 26,95 49,26 S0,31 63,52 62,18 66 ,52 65,15 
8,52 0,13 14,52 0,37 27,04 0,53 51,63 1,07 61,17 1,38 61,24 2,65 
8,27 1,54 13,81 2,59 27,53 1,96 50,70 2,13 60,82 2,22 65,86 4,06 
8,78 14,63 25,3¿ 51,23 59,36 54,26 
2,5 8,89 8,81 14,52 14,47 25,74 26,26 52,36 49,84 58,35 57,52 53,26 55,04 
8,52 0,22 14,69 0,30 27,98 1,17 48,57 2,37 55,21 1,78 54,21 2,31 
9,05 2,53 14,04 2,04 25,96 4,47 47,20 4,76 57,16 3,10 58,43 4 ,19 
6,26 10,52 16,52 25,63 32,63 35,21 
5,0 6,32 6,56 10,36 10,62 16,32 16,80 28,65 28,08 32,15 32,26 35 ,26 34,12 
6,10 0,67 11,52 0,63 16,54 0,69 27,34 1,31 31,94 0,29 33,62 1,38 
7,56 10,26 10,08 5,90 17,82 4,09 26,70 4,68 32,32 0,90 32 ,39 4,05 
5,87 7,25 11,96 15,63 18,52 22,15 
10,0 5,10 6,00 7,63 7,26 11,87 12,15 19,21 18,43 19,63 18,92 22 ,52 22,53 
6,35 0,69 7,41 0,37 12,64 0,34 17,21 1,17 17,94 0,72 22,97 0,34 
6,68 11,48 6,75 5,15 12,13 2,83 17,67 6,35 19,19 3,78 22,48 1,50 
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Tabla 29. Efecto de concentración de sustrato sobre la hidrólisis de paja sin tratar y tratada con 
NaOH y H2O2. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 s Azúcares reductores 
Valor 4 CV(%) 
[sustrato] 
Paja sin tratar 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
9,97 n.d. n.d. 2i,ó5 60,23 68,52 75,21 
0,5 9,63 9,59 n.d. n.d. 20,98 20,18 60,52 60,13 68,54 68,23 75,03 75,51 
9,52 0,30 n.d. n.d. 19,87 1,06 61,34 1,23 68,94 0,89 76,21 0,52 
9,24 3,15 n.d. n.d. 18,82 5,23 58,43 2,04 66,92 1,31 75,59 0,69 
7,14 16,07 29,63 56,41 65,23 73,21 
1,0 7,15 7,02 15,84 16,09 29,63 29,81 56,02 56,10 65,94 64,82 73,03 73,54 
6,95 0,15 16,95 0,62 30,01 0,21 57,98 1,64 64,10 0,93 74,62 0,73 
6,84 2,15 15,50 3,85 29,97 0,70 53,99 2,93 64,01 1,44 73,30 0,99 
5,21 7,85 20,15 40,34 57,21 53,21 
2,5 5,32 5,10 7,98 7,95 20,63 19,84 40,96 39,16 57,41 56,08 53,87 53,46 
4,96 0,20 7,64 0,29 18,64 0,85 38,56 1,88 55,63 1,56 53,20 0,32 
4,91 3,86 8,33 3,64 19,94 4,29 36,78 4,81 54,07 2,78 53,56 0,60 
5,23 7,26 15,06 29,65 35,56 40,84 
5,0 5,32 5,22 7,12 7,24 15,74 15,05 29,54 28,70 35,42 35,29 40,63 41,87 
5,10 0,09 6,91 0,32 14,63 0,49 27,14 1,17 35,41 0,66 43,25 1,33 
5,23 1,70 7,67 4,43 14,77 3,28 28,47 4,07 34,37 1,88 42,76 3,17 
3,51 4,90 7,95 13,54 15,21 16,52 
10,0 3,62 3,52 4,91 4,89 7,84 7,90 13,26 13,48 15,41 15,13 17,25 17,88 
3,47 0,07 4,75 0,10 8,06 0,13 13,25 0,29 15,25 0,33 18,94 1,19 
3,48 1,95 5,00 2,12 7,75 1,70 13,87 2,17 14,65 2,19 18,81 6,65 
: 
Paja tratada con NaOH 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
135,W 350,45 5ó5,¿3 5 20,3 ¿ 82ó,ó3 ¿83,52 
0,5 136,25 134,96 351,26 357,44 509,84 509,88 519,63 515,88 821,53 822,16 684,52 682,20 
133,41 1,18 355,23 10,46 509,74 0,30 515,23 5,54 823,63 1,34 681,53 2,34 
134,89 0,87 372,82 2,93 510,31 0,06 508,30 1,07 822,85 0,16 679,23 0,34 
55,03 ié4,0¿ 251,¿3 43¿,2i 3Ó4,¿3 ¿05,23 
1,0 98,54 100,40 164,21 163,42 251,41 259,52 436,87 436,60 505,21 504,30 609,32 610,80 
102,63 4,10 163,21 0,92 260,36 10,93 430,26 5,23 504,94 1,28 611,54 4,95 
104,80 4,09 162,20 0,57 274,68 4,21 443,06 1,20 502,42 0,25 617,11 0,81 
3ó,2i 50,24 125,¿3 180,63 24(),¿5 250,¿3 
2,5 36,52 37,74 51,68 50,72 128,52 131,80 179,54 180,68 240,96 240,76 251,69 251,12 
37,21 2,23 49,87 0,82 132,54 3,57 181,62 0,87 240,20 0,44 253,62 2,12 
41,02 5,90 51,09 1,61 136,51 2,71 180,93 0,48 241,23 0,18 248,54 0,84 
47,52 90,63 li¿,21 112,¿5 160,23 155,3¿ 
5,0 47,69 46,38 90,04 89,36 117,36 117,52 114,37 113,36 161,36 158,78 194,21 192,38 
45,01 1,42 88,21 1,16 115,20 2,68 111,69 1,44 154,23 3,15 190,65 2,87 
45,30 3,06 88,56 1,30 121,31 2,28 114,74 1,27 159,30 1,98 189,30 1,49 
38,3¿ n.d. n.d. 3¿,2i 45,04 55,63 64,25 
10,0 38,21 37,64 n.d. n.d. 36,96 35,92 48,52 48,69 55,24 55,90 62,36 63,35 
36,51 0,85 n.d. n.d. 34,25 1,16 47,36 1,00 56,74 0,64 63,97 0,90 
37,48 2,25 n.d. n.d. 36,26 3,24 49,24 2,05 55,99 1,14 62,82 1,43 
iiiiiiiiliil; 
Paja tratada con H2O2 
2 h 5 h 12 h 24 h 36 h 48 h 
64,21 124,32 2él,3¿ 462,36 554,21 562,94 
0,5 65,36 65,20 123,62 123,02 265,36 260,60 461,23 464,12 556,36 554,46 561,36 559,95 
64,92 0,88 121,36 1,27 255,41 4,09 468,36 3,14 552,36 1,66 558,63 2,72 
66,31 1,35 122,78 1,03 260,27 1,57 464,53 0,68 554,91 0,30 556,87 0,49 
¿2,¿3 7 5, ¿3 1¿4,25 332,¿3 354,12 455,23 
1,0 62,31 61,66 75,21 76,31 165,36 166,94 331,25 333,41 395,36 394,13 458,00 455,84 
62,45 1,61 79,00 1,80 167,95 2,67 334,63 1,80 392,13 1,43 452,14 3,33 
59,25 2,61 75,40 2,36 170,20 1,60 335,13 0,54 394,91 0,36 453,99 0,73 
45,25 52,¿3 103,26 150,23 220,30 300,25 
2,5 50,21 49,82 51,65 51,31 103,21 102,47 154,23 150,14 219,52 216,89 300,21 300,29 
48,62 1,13 50,23 1,06 101,95 0,91 150,63 3,60 215,24 3,72 312,62 10,02 
51,20 2,26 50,73 2,06 101,46 0,88 145,47 2,39 212,44 1,71 288,08 3,34 
27,5¿ 30,75 130,52 135,02 201,36 187,54 
5.0 27,41 27,32 30,24 30,70 132,63 131,69 136,54 135,69 200,69 194,59 188,41 185,81 
27,98 0,70 30,14 0,70 129,84 1,83 135,87 0,75 192,36 8,19 180,36 3,72 
26,33 2,57 31,67 2,28 133,77 1,39 134,73 0,55 183,95 4,21 186,53 2,00 
ié,Ü5 15,52 77,21 82,36 92,21 n.d. n.d. 
lO.O 16,93 16,42 19,62 19,42 77,21 77,65 81,25 81,30 92,53 93,62 n.d. n.d. 
16,31 0,37 18,95 0,32 76,95 1,06 83,26 2,14 93,84 1,68 n.d. n.d. 
16,39 2,25 19,59 1,63 79,23 1,37 78,33 2,64 95,90 1,79 n.d. n.d. 
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Tabla 30 Utilización de enzimas inmovilizados en la hidrólisis de celulosas comerciales. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valor 3 s Azúcares reductores 
Valor 4 CV(%) 
Enzimas 
CMC 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
^i,i3 $3,23 55,03 io5,é3 105,96 132,63 
C(L)+P(L) 90,63 90,43 94,63 92,68 94,87 94,73 106,00 103,15 106,87 104,39 135,26 130,83 
89,63 0,67 92,01 1,62 92,31 1,69 101,36 3,16 104,00 3,99 128,45 3,80 
90 ,23 0,75 90,85 1,75 96,11 1,79 99,61 3,07 98,00 3,82 126,98 2,91 
ió,¿5 32,63 3 ¿,63 40,23 38,56 45,¿3 
C(L)+P(U,g) 30,23 30,37 32,94 33,70 38,51 39,35 41,56 39,91 39,63 39,53 49,52 48,06 
30,12 0,24 35,26 1,19 39,64 0,99 39,00 1,26 38,51 1,36 47,81 2,03 
30,48 0,79 33,97 3,52 40,62 2,51 38,85 3,16 41,42 3,44 45,28 4,23 
4 1 , Í ¿ 47,51 49,51 55,68 69,21 80,26 
qL)+P(Ipol«ail) 41,23 41,94 47,65 46,12 48,75 48,55 59,12 58,15 68,51 70,37 81,52 79,29 
42,62 0,80 47,10 2,61 48,21 0,76 57,00 1,46 72,80 1,92 78,14 1,95 
42,65 1,91 42,22 5,66 47,73 1,57 56,80 2,52 70,96 2,73 77,24 2,46 
42,ól 42,36 43,é« 56,23 49,21 50,23 
(C + P){I.ig) 42,51 43,61 41,96 42,23 43,21 42,28 50,41 49,73 49,63 48,24 51,24 49,29 
40,95 3,26 41,32 0,82 42,06 1,56 49,32 0,70 48,21 1,66 47,07 1,83 
48,37 7,48 43,28 1,94 40,17 3,70 48,96 1,41 45,91 3,45 48,62 3,72 
45,21 45,21 45,05 48,¿5 45,27 41,23 
(C+ P)(Ipol«a.l) 44,36 46,94 47,62 45,28 50,21 48,80 48,74 48,80 45,87 45,57 42,38 42,59 
47 ,96 2,68 43,62 1,69 48,09 1,37 49,52 0,53 45,30 0,33 43,17 1,03 
50,23 5,70 44,67 3,74 47,25 2,80 48,25 1,08 45,84 0,72 43,58 2,43 
5 ^ í«.«.\ \w\ \\ CMN-300 
2 h 5 h 12 h 24 h 36 h 48 h 
20,30 40,25 60,96 100,23 121.é5 131,57 
C(L)+P(L) 19,52 19,79 40,36 41,85 60,23 60,25 102,36 100,26 121,41 119,00 132,57 130,73 
18,94 0,69 42,94 1,82 60,24 0,57 105,36 5,22 118,47 3,35 129,61 1,61 
20 ,34 3,48 43,85 4,36 59,57 0,94 93,09 5,21 114,47 2,81 129,17 1,23 
13,¿5 27,53 35,Ó5 ¿5,25 85,64 51,57 
C(L)+p(I.,g) 13,21 13,12 24,36 26,23 39,21 38,36 68,96 68,11 84,21 83,48 92,65 90,71 
12,54 0,46 26,89 1,37 37,65 1,28 67,12 1,16 81,24 1,88 89,52 1,68 
13,08 3,48 26,14 5,22 36,93 3,34 67,11 1,70 82,83 2,26 89,10 1,86 
é,23 15,24 41,2¿ 55,87 60,58 73,¿2 
C(L)+P(Ipo,i.aii) 6,35 6,16 15,03 15,37 40,98 40,49 56,36 55,07 61,41 60,24 74,51 72,81 
6,01 0,16 16,04 0,46 39,61 0,76 54,21 1,23 58,94 1,04 70,12 1,90 
6,05 2,58 15,17 2,96 40,11 1,89 53,84 2,24 60,03 1,72 72,99 2,61 
11,04 1¿,25 35,23 37,¿5 43,28 47,42 
(C + P)(l..g) 11,23 10,94 16,36 16,83 35,12 34,25 36,95 36,46 43,69 42,78 46,00 47,01 
10,25 0,62 16,54 0,90 34,06 1,23 36,08 1,08 43,74 1,59 46,21 1,12 
10,64 5,64 18,17 5,36 32,59 3,58 35,16 2,96 40,41 3,72 48,41 2,39 
I5,3é 10,55 22,¿3 2¿,35 25,¿5 30,27 
(C+ P)(Ipoliaail) 15,98 15,29 16,84 16,79 23,54 23,15 26,98 27,30 29,68 28,60 30,95 31,13 
14,94 0,51 16,32 0,32 23,01 0,41 27,68 0,80 27,10 1,28 31,57 0,66 
14,88 3,32 17,05 1,93 23,42 1,79 28,19 2,95 27,97 4,48 31,73 2,14 
^H C í 4 i 3 2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
2,03 4,58 6,18 27,5¿ 28,51 28,74 
C(L)+p(L) 1,95 1,98 4,69 4,78 6,13 6,20 27,85 26,98 27,63 27,70 29,61 28,84 
1,97 0,03 4,95 0,17 6,29 0,07 26,31 1,09 26,51 0,87 27,95 0,69 
1,97 1,75 4,90 3,65 6,20 1,08 25,80 4,04 28,15 3,15 29 ,06 2,41 
7,12 7,é2 8,52 14,85 19,23 15,¿5 
C(L)+p(I.,g) 7,25 7,27 7,24 7,58 8,64 8,81 15,23 15,05 19,68 20,03 19,68 20,58 
7,23 0,15 7,32 0,41 8,57 0,25 15,02 0,16 20,47 0,70 21,05 1,12 
7,48 2,08 8,14 5,38 9,11 2,85 15,10 1,06 20,74 3,48 21,94 5,43 
4,03 4,68 5,32 1Ó,¿3 11,31 12,52 
C(L)+P(Ipoi¡„xii) 4,16 4,23 4,95 4,78 5,49 5,21 11,06 11,02 11,23 11,20 12,54 12,68 
4,13 0,25 4,57 0,18 5,14 0,26 11,75 0,53 10,96 0,16 12,36 0,42 
4,60 5,98 4,92 3,87 4,89 4,93 10,64 4,78 11,30 1,46 13,30 3,32 
5,5¿ S,¿2 4,87 6,23 7,25 8,42 
(C + p)(I.,s) 5,23 5,45 5,34 5,65 4,79 4,86 6,12 6,28 7,12 7,23 8,53 8,41 
5,32 0,21 5,95 0,25 5,06 0,15 6,54 0,18 7,32 0,08 8,69 0,29 
5,69 3,87 5,69 4,44 4,72 3,02 6,23 2,88 7,23 1,15 8,00 3,51 
6,11 6,55 ¿,32 1Ü,3¿ 7,14 7,21 
(C+ P)(Ipoli.a.l) 6,23 6,27 6,57 6,90 6,25 6,42 10,24 10,58 7,26 7,25 7,13 7,35 
6,03 0,21 7,43 0,39 6,52 0,16 10,97 0,34 7,00 0,26 7,32 0,27 
6,55 3,42 6,65 5,64 6,59 2,51 10,75 3,21 7,60 3,54 7,74 3,69 
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Tabla 31. Utilización de enzimas inmovilizados en la hidrólisis de paja sin tratar y tratada con 
NaOH y H2O2. 
Valor 1 
Valor 2 Media 
Valora s Azúcares reductores 
Valor 4 CV(%) 
Enzimas 
Paja sin tratar 
2h 5h 12h 24 h 36 h 48 h 
ii.ió 17,52 26,32 75,23 84,21 52,36 
C(L)+p(L) 11,23 11,28 17,53 17,58 26,51 27,45 75,24 75,10 84,21 83,02 92,41 90,01 
11,52 0,16 17,21 0,35 28,54 1,20 75,68 0,60 82,63 1,52 90,25 3,48 
11,17 1,43 18,06 2,01 28,43 4,37 74,25 0,80 81,03 1,83 85,02 3,86 
lS,^6 19,52 26,54 53,2i 6¿,52 7o,2i 
C(L)+p(l3,g) 16,21 16,14 19,63 19,07 26,03 25,96 53,69 53,86 67,54 67,07 70,98 72,72 
16,32 0,16 19,73 1,12 25,64 0,43 53,68 0,70 68,52 1,23 74,51 2,49 
16,07 0,98 17,40 5,86 25,63 1,65 54,86 1,31 65,70 1,83 75,18 3,42 
14,23 19,02 18,52 45,¿1 51,24 60,21 
C(L)+p(lp„i 14,63 13,95 19,65 19,07 18,63 18,62 45,63 45,91 52,36 51,17 60,32 60,61 
13,20 0,62 18,52 0,46 18,94 0,23 45,80 0,77 50,23 0,90 60,97 0,40 
13,74 4,43 19,09 2,43 18,39 1,26 47,00 1,67 50,85 1,75 60,94 0,66 
18,12 20,63 44,92 n.d. 60,21 ¿3,21 
(C + PXUig) 18,54 18,54 21,56 21,90 44,82 45,78 n.d. 51,25 60,30 59,60 63,03 62,40 
18,96 0,34 22,96 1,03 46,20 1,13 50,96 0,41 58,41 0,87 61,54 0,84 
18,54 1,85 22,45 4,68 47,18 2,46 51,54 0,80 59,48 1,47 61,82 1,35 
14,84 17,23 21,51 23,25 41,Í3 40,23 
(C+ P)(Ip„,.,<x.l) 15,00 15,13 17,14 16,75 21,32 20,89 24,62 24,73 41,15 42,12 40,59 41,35 
15,69 0,38 17,25 0,91 20,24 0,62 24,54 1,34 44,32 1,49 41,97 1,13 
14,99 2,51 15,38 5,46 20,49 2,97 26,51 5,43 41,78 3,55 42,61 2,72 
iilliiiiiii: 
Paja tratada con NaOH 
2 h 5 h 12h 24 h 36 h 48 h 
84,36 235,2¿ 402,36 507,83 ¿88,25 715,24 
C(L)+p(L) 84,52 84,24 236,21 237,05 460,23 461,35 507,41 506,19 687,36 689,10 715,26 712,60 
84,25 0,29 238,94 1,64 459,00 2,15 504,36 1,69 689,64 1,66 710,23 3,07 
83,83 0,35 237,79 0,69 463,81 0,47 505,16 0,33 691,15 0,24 709,67 0,43 
54,2¿ 115,23 230,52 35ó,ó4 452,36 522,¿3 
C(L)+P(I.,g) 54,36 53,29 116,96 117,10 236,41 236,59 349,68 347,39 451,69 455,90 522,68 522,93 
54,51 2,18 119,47 1,76 237,21 0,43 345,21 2,87 459,67 4,48 522,41 0,72 
50,03 4,08 116,74 1,50 236,22 0,18 344,63 0,82 459,88 0,98 524,00 0,14 
38,25 78,5¿ 121,¿3 237,12 271,63 285,53 
C(L)+P(Ipo,i,„n) 37,41 38,24 77,52 77,94 121,54 121,56 236,52 238,05 272,63 269,07 287,53 287,19 
36,52 1,83 76,52 1,14 122,36 0,68 236,32 2,81 269,31 4,46 284,12 2,25 
40,78 4,80 78,76 1,46 120,71 0,56 242,24 1,18 262,71 1,66 287,58 0,78 
n,éi 33,62 45,21 142,53 155,32 247,21 
(C + PKIaig) 27,92 28,87 32,52 32,64 45,63 45,08 143,65 140,60 201,63 199,11 246,36 248,95 
28,63 1,02 31,45 0,91 45,13 0,53 142,36 4,53 205,63 6,69 248,25 3,44 
30,31 3,52 32,97 2,80 44,35 1,18 133,86 3,22 189,86 3,36 253,98 1,38 
23,03 38,55 55,02 55,03 lí)¿,32 113,¿2 
(C+ PKIpoluan) 22,63 22,96 38,41 38,93 55,21 55,67 96,32 94,53 105,00 105,82 113,25 114,88 
23,14 0,54 38,25 0,84 55,41 0,54 94,15 1,90 105,43 0,73 112,21 3,75 
22,44 2,33 40,11 2,16 56,44 0,97 92,02 2,01 106,53 0,69 120,44 3,27 
y. -: 
Paja tratada con H2O2 
2 h 5h 12 h 24 h 36 h 48 h 
85,25 11¿,23 301,23 482,36 545,¿3 53¿,24 
C(L)+P(L) 88,51 88,11 112,35 117,46 301,25 294,84 485,00 482,68 547,23 547,85 539,65 540,97 
88,25 1,20 n.d. 5,82 293,14 8,33 486,32 4,10 542,10 4,38 549,00 5,55 
86,43 1,36 123,80 4,96 283,74 2,82 477,04 0,85 552,44 0,80 538,99 1,03 
42,é5 55,¿2 88,63 175,23 2Ó1,3Ó 346,25 
C(L)+p(I„^ 42,15 41,89 59,20 58,76 88,25 88,40 175,62 175,01 261,54 260,46 341,25 342,33 
41,63 0,66 57,41 0,96 89,61 1,03 175,41 0,84 263,78 3,70 336,50 4,45 
41,13 1,57 58,81 1,63 87,11 1,17 173,78 0,48 255,16 1,42 345,32 1,30 
35,21 48,¿5 76,32 158,64 205,55 240,3¿ 
C(L)+p(Ipou,a,.) 35,63 35,42 48,23 47,78 76,25 75,92 158,06 158,20 210,47 206,09 239,36 238,28 
35,24 0,23 46,21 1,09 75,24 0,49 159,14 0,94 205,98 3,48 237,41 1,96 
35,60 0,64 47,99 2,27 75,87 0,65 156,96 0,59 201,96 1,69 235,99 0,82 
lél,25 150,23 58,05 41,54 30,25 18,52 
(C + p)(I.,g) 162,32 159,64 151,64 149,12 98,21 98,45 41,25 42,06 30,63 30,23 18,63 18,55 
159,62 3,06 148,75 2,47 99,21 0,63 42,96 0,80 30,54 0,51 18,97 0,37 
155,37 1,91 145,86 1,66 97,73 0,64 42,49 1,90 29,50 1,70 18,08 1,98 
2Ü,3¿ 22,51 55,15 87,52 121,¿5 159.52 
(C+ P)(lpoli.ail) 21,30 20,63 22,01 22,56 59,21 59,11 88,14 86,96 120,52 121,74 160,36 158,20 
20,51 0,45 22,35 0,58 58,41 0,52 85,21 1,26 125,31 2,54 155,48 2,19 
20,35 2,19 23,37 2,55 59,67 0,88 86,97 1,45 119,48 2,09 157,44 1,38 
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Enzima 0,5 M 1,0 M 2,0 M 5,0 M 8,0 M 10,0 M 15,0 M 
n.d. 21,19 41,42 42,10 72,51 72,84 113,71 112,62 120,22 120,21 132,22 136,79 133,52 134,00 
Libre 22,01 1,16 43.03 0.83 73,59 0,65 112,69 1.13 113,74 6,47 137,49 4,26 132,37 1,92 
20,37 5,47 41,85 1,98 72,42 0,89 111,45 1,00 126,67 5,38 140,65 3,11 136,12 1,43 
12,04 11,88 20,62 21,15 42,63 42,49 67,53 64,60 77,35 75,62 82,10 80,37 73,47 74,61 
Inmov. alg. 11,52 0,32 21,30 0,47 41,59 0,84 59,22 4.66 76,74 2,49 78,75 1,68 75,75 1,61 
12,09 2,66 21,52 2,22 43,26 1,98 67,04 7,22 72,76 3,30 80,26 2,09 n.d. 2,16 
10,15 10,30 18,25 17,66 33,44 32,37 57,00 55,49 61,19 62,64 65,98 65,71 45,96 46,78 
Inmov. poliacril 9,96 0,43 18,01 0,82 30,41 1,70 57,18 2,77 64,42 1.64 65,12 0,51 47,23 0,71 
10,79 4,22 16,72 4,66 33,26 5,25 52,29 5.00 62,32 2,62 66,04 0,78 47,15 1,52 
Tabla 13. Efecto del pH sobre la actividad p-glucosidasa libre e inmovilizada en geles de alginato de calcio y de poliacri-amida. 
valor 1 Media 
valor 2 s Actividad |3-glucosidasa 
valor 3 CV(%) 
Enzima pH 2,0 pH 3,0 pH4,0 pH 5,0 pH 5,4 pH 6,0 pH 7,0 pH8,0 
n.d. 60,75 88,51 88,60 293,97 mUttUtf 250,82 250,23 118,58 121,51 61.35 61,79 16,74 18,69 3,66 3,74 
Libre 60,82 0,11 95,17 6,53 muuun nnnnnu 250,17 0,56 127,69 5,35 60.54 1,52 20,00 1,72 3,60 0,20 
60,67 0,17 82,12 7,37 294,84 167,97 249,71 0,22 118,27 4,40 63,49 2,47 19.34 9,22 3,97 5,30 
54,16 51,41 62.55 68,19 140,14 138,19 102,15 103,68 71,92 72,45 32,86 34,81 6,18 6,07 1.16 1.22 
Inmov. alg. 48,66 2,75 70,61 4,90 138,44 2,08 99,76 4,87 71,65 1,16 34.85 1,94 6.13 0.14 1,21 0,07 
51,42 5,35 71,41 7,19 136,00 1,51 109,13 4,70 73,78 1,60 36,73 5,56 5,91 2,37 1,29 5,37 
49,55 51,05 109,62 113,91 241,80 236,96 198,28 186,46 141,86 139,71 87.05 84.36 55,57 34,11 12,90 13,44 
Inmov. poliacril 51,96 1,31 124,12 8,88 236,96 4,84 178,93 10,37 132,18 6,71 83,82 2,46 22,57 18,61 12,90 0,93 
51,63 2,56 108,00 7,79 232,13 2,04 182,16 5,56 145.08 4,81 82.21 2,92 24,18 54,55 14,51 6.92 
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Alg Geles de alginato 
P P-glucosidasa 
PDG Actividad p-D-glucosidasa 
pDGR Actividad P-D-glucosidasa relativa 
BIS N, N'-metilenbisacrilamida 
CMC Carboximetilcelulosa 
C 0 CMCasa Carboximetilcelulasa 
CV Coeficiente de variación 
D.P. Grado de polimerización 
DNSO Dimetilsulfóxido 
E Enzima 
EP Complejo enzima-producto en una reacción enzimática 
Fig. Figura 
H Humatos 
Inmov o I Enzima inmovilizado 
Ki Constante de inhibición 
Km Constante de Michaelis 
••^map Constante de Michaelis aparente 
Kp Constante de disociación del complejo EP 
L Enzima libre 
Mr Masa molecular 
n.d. no determinado 
NMWL Límite de exclusión molecular 
P Producto de una reacción enzimática 
p.e. por ejemplo 
pNP p-nitrofenilfosfato 
pNPG p-nitrofenil-p-D-glucopiranósido 
Poliacril. 0 Poli Geles de poliacrilamida 
RASH "Rapid Steam Hydrolysis" 
S Sustrato de una reacción enzimática 
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SD Desviación estándar 
V Velocidad de catálisis enzimática 
Vmax Velocidad máxima 
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